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Prefacio 


El estudiante de Ciencias Biológicas que debe cursar la 
disciplina Citología e Histología Vegetal y Animal se en- 
cuentra con un grave problema a la hora de elegir un tex- 
to para su estudio. Si bien existen excelentes manuales 
que tratan con profundidad la mayoría de los temas que 
forman el programa de la asignatura, ninguno de ellos, 
pese a su considerable extensión, se adapta al programa 
completo. Así, el alumno debe hacerse con un moderno 
texto de Biología Celular, un tratado de Embriología, una 
Histología Humana de las habitualmente utilizadas por 
los estudiantes de Medicina, una Histología Animal Com- 
parada (de la que no existe un manual, sino que hay que 
recurrir a un conjunto de monografías) y una Anatomía 
Vegetal. De cada uno de estos libros, como es lógico, al 
alumno sólo le interesarán unos cuantos capítulos, ente- 
ros o en parte. El motivo que nos llevó a escribir la pre- 
sente obra es facilitar al estudiante de Ciencias Biológi- 
cas un único libro de texto en el que se encuentren, 
condensados a la par que actualizados, los numerosos y 
variados temas cuyo estudio deberá abarcar. El destaca- 
do progreso de la Biología Celular en los últimos años es 
la razón por la que hemos considerado necesario prepa- 
rar una nueva edición, basada en las numerosas revisio- 
nes que han ido apareciendo en las revistas especializa- 
das de este campo a lo largo de los últimos años. 

Debido al creciente desarrollo de la Biología Celular, 
cuyo ámbito de estudio, aun reducido a los aspectos fun- 
damentales, es inabarcable en una sola asignatura, en 
los actuales planes de estudio de la mayoría de las Facul- 
tades de Ciencias Biológicas, se tiende a desglosar la Ci- 
tología e Histología al menos en dos asignaturas: una de 
carácter general, la Citología e Histología Vegetal y Ani- 
mal, que se imparte en el primer ciclo, y una Organogra- 
fía Microscópica Animal Comparada, que se imparte co- 
mo asignatura obligatoria u optativa en el primer o 
segundo ciclo. Frecuentemente, ambas asignaturas se 
completan con otras materias, como la Embriología Ani- 
mal Comparada y la Biología Celular. 

La presente obra pretende abarcar cumplidamente el 
programa de la asignatura básica de primer ciclo. Apro- 
ximadamente la primera mitad del libro se dedica al es- 
tudio de la célula en general, tal como se hace habitual- 
mente en la docencia, y constituye la primera parte del 
libro. Aunque en el título del libro hemos mantenido el 
término clásico Citología, para adecuarnos a la denomi- 
nación de la materia en los planes de estudios oficiales, 
en la primera parte hemos reemplazado este término por 
el más actual de Biología Celular. El estudio de la célula 
está especialmente orientado hacia la morfología, aun- 
que se ha abordado teniendo en cuenta las conclusiones 
de los estudios realizados con las técnicas más moder- 


nas y puesto siempre en relación con los últimos aspec- 
tos funcionales conocidos. Esta finalidad nos ha llevado, 
por una parte, a tratar de forma más resumida los aspec- 
tos propiamente moleculares de algunos temas, que se 
estudian con más detalle en los textos modernos de Bio- 
logía Celular, y que el alumno completará sin duda en 
otras disciplinas como Bioquímica o Genética, y por otra 
parte, a ampliar temas de interés morfológico, cuyo co- 
nocimiento ha aumentado considerablemente en los últi- 
mos años. 

Sin embargo, para ofrecer una visión completa de la 
estructura y función de la célula, nos ha parecido oportu- 
no incluir en la Biología Celular algunos temas como la 
matriz extracelular y la pared celular vegetal, que se vol- 
verán a tratar en el apartado dedicado a la Histología. 
También nos ha parecido preferible hacer referencia a 
los aspectos particulares de la célula vegetal en cada te- 
ma, en vez de concentrarlos en un único capítulo final, 
como se observa en otros tratados. 

Así mismo, hemos considerado imprescindible en es- 
ta cuarta edición ofrecer un tratamiento más detallado 
del ciclo vital de la célula, el cual comprende, además del 
ciclo celular y su regulación, el envejecimiento y la muer- 
te celular. Por otra parte, se han ampliado también conte- 
nidos relativos al tráfico intracelular y a los diversos ti- 
pos de vesículas que intervienen en éste, así como a las 
relaciones de la célula con otras células y con la matriz 
extracelular. Por ello, hemos modificado la distribución 
de los contenidos de los capítulos de esta primera parte 
del libro con respecto a las anteriores ediciones, y hemos 
añadido un nuevo capítulo. 

La segunda parte del libro se dedica a la Embriología, 
pues para comprender e integrar las restantes partes de 
la asignatura son necesarias al menos unas nociones so- 
bre esta materia. Como la Embriología es una asignatura 
específica en muchos planes de estudio, sólo se han con- 
siderado las primeras etapas del desarrollo embrionario, 
que se abordan de un modo comparado. Con especto a 
las ediciones anteriores, esta parte se ha enriquecido con 
micrografías que corresponden al desarrollo embriona- 
rio de diferentes especies, de las que carecían las edicio- 
nes anteriores. Además de la embriología descriptiva tra- 
dicional, se dedica un capítulo al enfoque más moderno 
de determinación y diferenciación celular. 

La tercera parte del libro es una Histología Animal sin 
Organografía Microscópica, ya que ésta es también una 
asignatura independiente. En una moderna concepción 
de la Histología ésta no puede limitarse a una mera des- 
cripción morfológica de los componentes de los diversos 
tejidos, sino que debe enfocarse hacia la integración fun- 
cional de esos componentes. Así pues, en esta cuarta edi- 


IX 


ción hemos actualizado todos los temas y se han añadi- 
do nuevas micrografías y reemplazado algunas de las 
antiguas. Con respecto a otros tratados clásicos de Histo- 
logía, se presta especial atención a la respuesta inmuni- 
taria, aunque no aborda la estructura microscópica de 
los órganos linfoides, y al tejido nervioso, sin tratar tam- 
poco la organografía microscópica del sistema nervioso. 
En todos los temas de histología animal se incluye el estu- 
dio de vertebrados no mamíferos y de invertebrados, lo 
que distingue a éste de otros tratados y lo hace especial- 
mente adecuado para los estudiantes de Biología. 

Finalmente, se incluye una Histología y Organografía 
Vegetal de las plantas vasculares que responde amplia- 
mente a los aspectos microscópicos contenidos en los gran- 
des tratados de Anatomía Vegetal y que, en esta cuarta 
edición, han sido completados con aquellos aspectos fi- 
siológicos necesarios para su comprensión. 

En todos los temas se incluyen numerosas ilustracio- 
nes que contienen micrografías de microscopía óptica y 
electrónica y esquemas para facilitar su comprensión. 
Todas estas ilustraciones se han ido ampliando y mejo- 
rando en cada edición. Cada uno de los temas concluye 
con la bibliografía actualizada que se ha consultado para 
la elaboración del texto, cuya lectura permitirá ampliar 
los datos forzosamente simplificados en el texto. 

El libro, o alguna de sus partes, puede ser también de 
utilidad para los alumnos de otras Facultades, como Far- 
macia, Veterinaria y Medicina, para especialistas en Biolo- 
gía Animal o en Biología Vegetal y, desde luego, deseamos 
que también lo sea para todo estudioso de la Histología. 

Quisiera expresar mi más sincero agradecimiento a to- 
dos cuantos han contribuido a la realización de este libro, 
sin cuya ayuda no hubiese sido posible terminarlo: 

A los coautores del libro, profesores de larga expe- 
riencia en la docencia y en la investigación, que accedie- 
ron con prontitud y entusiasmo a colaborar conmigo en 
esta obra. Con su dedicación y empeño han hecho reali- 
dad este libro, que ha reunido por primera vez la Citolo- 
gía e Histología Vegetal y Animal. 
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A los investigadores, autores y editoriales que, amable- 
mente y de forma desinteresada, han cedido ilustraciones 
para su reproducción y cuyos nombres omito aquí, pues 
formarían una lista interminable, si bien aparecen citados 
al pie de las figuras cedidas. A los profesores que han te- 
nido la amabilidad de revisar los capítulos relacionados 
con su especialidad, y cuyas indicaciones y consejos han 
sido de extraordinaria utilidad para la elaboración de los 
capítulos del libro en alguna de sus ediciones: el Dr. José 
Ignacio Rodríguez, del Departamento de Anatomía Patoló- 
gica del hospital La Paz de Madrid, quien contribuyó a la 
elaboración del tema Tejidos de sostén de la parte de His- 
tología Animal; el Dr. Agustín Zapata, del Departamento 
de Biología Celular de la Facultad de Biología de la Univer- 
sidad Complutense de Madrid, quien aportó un valioso 
asesoramiento sobre el tema Sangre y base celular de la 
respuesta inmunitaria; el Dr. José López Díez del Corral, 
del Departamento de Biología de la Universidad Autóno- 
ma de Madrid, que revisó la parte II del libro, Embriología 
animal; el Dr. Arturo Gullón, del Departamento de Genéti- 
ca de la Universidad de Navarra, que revisó el apartado 
Meiosis; y la Dra. Mercedes Martín, del Departamento de 
Biología Vegetal de la Universidad de Alcalá, a la que 
agradezco sus valiosos consejos para el tratamiento histo- 
fisiológico de los tejidos vegetales. 

Las profesoras del Departamento de Biología Celular 
y Genética de la Universidad de Alcalá, D.? M.? Isabel 
Arenas Jiménez y D.? María del Mar Royuela García, han 
prestado una inestimable colaboración en muchas tareas 
imprescindibles para la buena finalización y presentación 
de todas las ediciones de este libro, entre ellas la repro- 
ducción de micrografías y la selección de material. 

Finalmente, quiero dedicar este libro a Pilar y a Álvaro, 
y también a mis alumnos, que me han inspirado esta obra 
y a los cuales va dirigida, que con sus comentarios en las 
tutorías y sus repuestas en los exámenes me han hecho 
meditar y mejorar los aspectos docentes del texto. 
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Siglas utilizadas 


um: micrómetro. 

ABC (ATP-binding cassettes): transportadores de mem- 
brana que hidrolizan el ATP. 

ABP (androgen binding protein): proteína ligadora de 
andrógenos. 

ACTH (adreno-corticotrophic hormone): hormona adre- 
nocorticotropa o adrenocorticotropina. 

ADP: adenosín difosfato. 

AMP: adenosin monofosfato. 

Apaf-1: una proteina proapoptotica. 

APC (anafase-promoting complex): ligasa de ubiquitina 
que elimina las ciclinas M. 

Arf: GTPasa que ensambla clatrina y COPI. 

ARP (actin related protein): proteina que limita el creci- 
miento de los filamentos de actina. 

Arp2: componente de la dinactina. 

Atk: quinasa B diana de la quinasa PDK1. 

ATP: adenosin trifosfato. 

bad: gen proapoptotico. 

bak: gen proapoptotico. 

Bas-CFC: célula formadora de colonias de basófilos. 

bax: gen proapoptótico. 

bcl-2: gen antiapoptótico y familia de genes apoptóticos 
y antiapoptóticos. 

BiP: Hsp de la luz del retículo endoplasmático rugoso. 

BPI: proteína catiónica bactericida. 

CAK (Cdk activating kinase): quinasa activadora de Cdk. 

CAM (cell adhesion molecule): molécula de adhesión 
celular. 

CAM (crasulacean acid metabolism): un tipo de plantas C4. 

cAMP: AMP cíclico. 

CD (clusters of differentiation): antígenos marcadores de 
superficie. 

Cdc (cell division cycle): diversas proteínas que regulan 
el ciclo celular. 

Cdcé6: proteína del complejo prerreplicativo. 

Cdc20: proteína activadora de las APC. 

Cdc25: fosfatasa que activa los aminoácidos Thr14 y 
Tyr15 de Cdk1 al desfosforilarlos. 

Cdc42: ATPasa de la familia Ras. 

Cdk: quinasas dependientes de ciclinas. 

CFC: célula (madre) formadora de colonias de todas las 
células sanguíneas. 

cGMP: GMP cíclico. 

Cki: complejos inhibidores de ciclinas y Cdk. 

CLA (cutaneous lymphocyte antigen): glucano de Lewis 
X sializado. 

COP (coat proteins): vesículas recubiertas por coatómeros. 

COPI y COPII: vesículas recubiertas por coatómeros del 
tipo | y del tipo Il, respectivamente. 


CPSF (cleavage and polyadenylation specificity factor): 
proteína que determina el final de la transcripción del 
RNA. 

CRH (ACTH releasing hormone): hormona liberadora de 
ACTH. 

CSF (colony stimulating factor): factores estimuladores 
de colonias de células sanguíneas. 

CstF (cleavage stimulation factor): proteína que deter- 
mina el final de la transcripción del RNA. 

DNA: ácido desoxirribonucleico. 

DNAasa: desoxirribonucleasa. 

E2F: factores de transcripción para la replicación del DNA. 

E-BFC (erythrocyte bursa forming cell): célula explosiva 
formadora de eritrocitos. 

ECF (eosinophil chemotactic factor): factor quimiotácti- 
co para los eosinófilos. 

E-CFC (erythrocyte colony forming cell): célula formado- 
ra de colonias eritrocíticas. 

EGF (epidermal growth factor): factor de crecimiento 
epidérmico o de las células epiteliales. 

elF (eukaryotic initiation factor): factores de inicio de la 
síntesis proteica de células eucariotas. 

Eos-CFC (eosinophil colony forming cell): célula forma- 
dora de colonias de eosinófilos. 

Erk: MAPK quinasa reguladora de la señal extracelular. 

ERM: complejo de proteínas adosadas a la membrana 
plasmática. 

FABP: proteínas de unión de ácidos grasos. 

FADD (Fas receptor-associated death domain): dominio 
de muerte asociado al receptor Fas. 

FAK (focal adhesion kinase): quinasa de adhesión focal. 

Fas: receptor de la superficie celular que al unirse a su li- 
gando causa apoptosis. 

FATP: proteínas de transporte de ácidos grasos. 

FGF (fibroblastic growth factor): factor de crecimiento fi- 
broblástico. 

FSH (follicle stimulating hormone): hormona estimulan- 
te de los folículos. 

FtsZ: proteína de división mitocondrial. 

G: fuerza de la gravedad. 

G; (gap 1): una fase del ciclo celular y las ciclinas que fa- 
vorecen la entrada en esta fase. 

G,/S: ciclinas que favorecen la entrada en la fases G; y S. 

G- (gap 2): una fase del ciclo celular. 

GAP (GTPase activating protein): proteína activadora de 
GTPasa. 

G-CFC (granulocyte colony forming cell): célula forma- 
dora de colonias granulocíticas. 

G-CSF (granulocyte colony stimulating factor): factor es- 
timulador de colonias de granulocitos. 
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XII SIGLAS UTILIZADAS 


GDP: guanosín difosfato. 

GEF (guanine exchange factor): factor intercambiador de 
nucleótidos de guanina. 

GH (growth hormone): hormona del crecimiento, hormo- 
na somatotrópica (otra denominación de STH). 

GHIH (GH inhibiting hormone) (somatomedina): hormo- 
na inhibidora de la secreción de GH. 

GlyCAM (glycan bearing cell adhesion molecule): molé- 
cula de adhesión celular con glucano. 

GM130 (Golgi matrix 130): proteína de la matriz del 
complejo de Golgi y del retículo endoplasmático. 

GM-CFC (granulocyte-monocyte colony forming cell): cé- 
lula formadora de colonias gránulo-monocíticas. 

GM-CSF (granulocyte-monocyte colony stimulating fac- 
tor): factor estimulador de colonias de granulocitos y 
monocitos. 

GMP: guanosín monofosfato. 

Gn-RH (gonadotropin releasing hormone): hormona li- 
beradora de gonadotropinas. 

GPI: glucosilfosfatidil inositol. 

GreES: una Hsp bacteriana. 

GTP: guanosín trifosfato. 

H*: tritio. 

hCG (human chorionic gonadotropin): gonadotropina corió- 
nica humana. 

Hct1: complejo proteico activador de las APC. 

Hemimembrana E: hemimembrana exoplásmica. 

Hemimembrana P: hemimembrana protoplásmica. 

HIF (hypoxia inducible factor): factor inducible por la hipoxia. 

hnRNP (heterogeneous nuclear ribonucleoproteins): ribo- 
nucleoproteínas nucleares heterogéneas. 

Hsc: proteína cochaperona. 

Hsp (heat shock proteins): proteínas de choque térmico 
(de estrés o chaperonas). 

IFN: interferones. 

IGF (insulin-like growth factors): factores de crecimiento 
similares a la insulina (l y Il). 

IL: interleuquinas (varios tipos expresados con un número). 

IP: inositol difosfato. 

IP: inositol trifosfato. 

kb: kilobases. 

kDa: kilodaltons. 

Km: constante de Michaelis. 
LAMP (lysosome associated membrane proteins): pro- 
teinas asociadas a la membrana de los lisosomas. 
LAP (/amina associated proteins): proteinas asociadas a 
la lamina nuclear. 

LBR: receptor de la lamina nuclear. 

LFA (leukocyte function antigen): antígeno de función 
leucocitaria 

LH (/uteinizing hormone): hormona estimulante del cuer- 
po luteo. 

LHRH (LH releasing hormone): hormona liberadora de LH. 

LRR (/eucine rich receptor): receptores ricos en leucina de 
células vegetales. 

M (mitosis): una fase del ciclo celular y un tipo de ciclinas. 

m: metro. 

MadCAM (mucosal addressin cell adhesion molecule): mo- 
lécula de adhesión celular de adresinas de las mucosas. 

MAG (myelin associated glycoprotein): glucoproteina aso- 
ciada a mielina. 


MAPK (mitogen-activated protein kinases): quinasas ac- 
tivadas por mitógenos. 

MAR (matrix associated regions): regiones asociadas a 
la matriz nuclear. 

MAT (menage a trois): componente de la CAK. 

Mem: anillo proteico que forma parte del complejo pre- 
rreplicativo. 

M-CSF (monocyte colony stimulating factor): factor esti- 
mulador de colonias de monocitos. 

Mdm2: ligasa de ubiquitina que elimina p53. 

MEF2 proteína reguladora génica de mioblastos. 

Meg-CFC (megakaryocyte colony forming cell): célula 
formadora de colonias de megacariocitos. 

Mek: MAPK que fosforila la MAPK Erk. 

mRNA: RNA mensajero. 

MyobD: proteína reguladora génica de mioblastos. 

NCF (neutrophil chemotactic factor): factor quimiotáctico 
para los neutrófilos. 

Ng-CAM (neuroglyal cell adhesion molecule): molécula 
de adhesion neuroglial. 

NGF (nervous growth factor): factor de crecimiento ner- 
vioso. 

nm: nanómetro. 

NSF (N-ethylmaleimide-sensitive fusion): proteína de fu- 
sión entre membranas sensible a la N-etilmaleimida. 

ORC (origin replication complex): complejo proteico que 
forma parte del complejo prerreplicativo. 

OXA: transportador de la membrana interna mitocondrial. 

p (proteína) p16, p21 y p53: genes supresor de tumores. 

PAF (platelet activating factor): factor de activación pla- 
quetaria. 

pb: pares de bases. 

PCR (polymerase chain reaction): reacción en cadena de 
la polimerasa. 

PDGF (platelet derived growth factor): factor de creci- 
miento derivado de las plaquetas. 

PDK1: quinasa que fosforila la quinasa Atk. 

PECAM (platelet endothelium cell adhesion molecule): 
molécula de adhesion celular endotelial plaquetaria. 

PIH (prolactin inhibiting hormone): hormona inhibidora 
de la secreción de prolactina. 

PIP: fosfatidil inositol difosfato. 

PIP}: fosfatidil inositol trifosfato. 

PP2A: fosforilasa que desfosforila proteínas Cdk inacti- 
vándolas. 

PRH (prolactin releasing hormone): hormona liberadora 
de prolactina. 

PTS (peroxisomal targeting signal): péptidos señal de 
enzimas peroxisómicas. 

PTSR: receptores de los PTR. 

Rab: GTPasas de fusión de membranas. 

Rac: GTPasa de la familia Ras. 

Raf: MAPK que fosforila la MAPK Mek. 

Ran: GTPasas que participan en el transporte nuclear. 

Ras: GTPasas que transmiten señales extracelulares. 

Rb: retinoblastoma. 

Rho: GTPasa de la familia Ras y una quinasa. 

RNA: ácido ribonucleico. 

RNAasa: ribonucleasa. 

rRNA: RNA ribosómico. 

Rsk: quinasa que estimula la síntesis de ciclinas M en 
ovocitos. 


SIGLAS UTILIZADAS XIII 


RUBISCO: ribulosa 1-5 difosfato carboxilasa oxigenasa. 
S (síntesis): una fase del ciclo celular y un tipo de ciclinas. 
S: unidades Svedberg. 

S6: proteína ribosómica y la quinasa que la inactiva. 

Sar1: GTPasa que ensambla COPII. 

SCF (stem cell factor): factor estimulador de la célula 
madre de las células sanguíneas. 

SCF: ligasas de ubiquitina que destruyen las ciclinas Gy/S y 
ciertas Cki. 

Sec: complejos transportadores de diversas membranas. 

Sic1: Cki que inhibe las ciclinas M. 

Sir (silent information regulator): complejo de silencia- 
miento de genes. 

SMS (structural maintenance system of chromosome): 
complejo proteico de mantenimiento estructural del 
cromosoma. 

SNARE (soluble N-ethylmaleimide-sensitive adhesion re- 
ceptors): receptores de proteínas solubles de unión a 
proteínas de fusión sensibles a N-etilmaleimida. 

snoRNA (small nucleolar RNA): RNA nucleolares peque- 
ños. 

snRNA (small nuclear RNA): RNA nucleares pequeños. 

snRNP (small nuclear ribonucleoprotein): ribonucleopro- 
teínas nucleares pequeñas. 

SR: proteínas reclutadoras de snRNP. 

SRP (signal recognizing particle): partícula de reconoci- 
miento del péptido señal. 

Sry (sex determining region): gen de la determinación 
sexual masculina. 

STH (somatotrophic hormone): hormona somatotrópica 
o somatotropina (otra denominación de GH). 

TAP: proteínas asociadas a la transcitosis. 

TCP-I: Hsp del citosol. 

TFIl: factores de transcripción para la RNA polimerasa ll. 


TGF (transforming growth factors): factores de crecimien- 
to transformantes (tipos a y £). 

TIC (transport of inner chloroplast membrane): transpor- 
tador de la membrana interna del cloroplasto. 

TIM (transport of inner mitochondrial membrane): trans- 
portador de la membrana interna mitocondrial. 

TNF (tumor necrosis factor): factores de necrosis tumo- 
ral (tipos ay B). 
TOC (transport of outer chloroplast membrane): trans- 
portador de la membrana externa del cloroplasto. 
TOM (transport of outer mitochondrial membrane): trans- 
portador de la membrana externa mitocondrial. 

TRADD (TNF receptor-associated death domain): proteína 
que se une a FADD transmitiendo la señal de apoptosis. 

TRH (TSH releasing hormone): hormona liberadora de 
TSH. 

tRNA: RNA de transferencia. 

TSH (thryoid stimulating hormone): hormona tirotrópica 
o tirotropina. 

t-SNARE (target-SNARE): receptor SNARE de la mem- 
brana receptora. 

U: diversos tipos de ribonucleoproteínas nucleares pe- 
queñas. 

UDP: uridín difosfato. 

UMIP: uridín monofosfato. 

VEGF (vascular endothelial growth factor): factor de cre- 
cimiento de las células endoteliales vasculares. 

VHL: proteína de la enfermedad de von Hippel-Landau. 

VLA: una integrina leucocitaria. 

v-SNARE (vesicle-SNARE): receptor SNARE de la vesícula. 

Wee1: quinasa que inactiva las Cdk1 al fosforilar los ami- 
noácidos Thr14 y Tyr15. 

ZO: proteína de la zonula occludens. 

ZP: proteínas de la zona pelúcida. 
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ESPERMATOGENESIS 


La espermatogénesis es muy similar en todo el reino ani- 
mal, aunque la organización de las células en el testículo 
sea muy variada. Por otra parte, si bien los diferentes ti- 
pos de células germinales son prácticamente los mismos 
en todas las especies, los detalles citológicos varían de 
unas a otras, incluso dentro de los mamíferos. Como 
ejemplo de espermatogénesis se describirá la humana. 
Al final de la descripción se comparará la estructura del 
espermatozoide de los mamíferos con la del espermato- 
zoide de otros grupos zoológicos. 


En el hombre las células germinales primitivas o pri- 
mordiales pueden ser identificadas en la 3.? semana de 
gestación, en el mesodermo extraembrionario, sobre la 
pared posterior del saco vitelino, adosadas al alantoi- 
des. Estas células son ovaladas, miden de 12 a 14 um y 
tienen algunas prolongaciones citoplásmicas. El núcleo 
es redondeado y muestra uno o dos nucléolos. El cito- 
plasma contiene abundante glucógeno, mitocondrias 
con crestas tubulares, abundantes polisomas y cortas 
cisternas de retículo endoplasmático rugoso (Fig. 9.1). 
Se caracterizan por la gran actividad fosfatasa alcalina, 
que permite identificarlas. Emigran por movimientos 
ameboides a las crestas genitales cuando aún no se ha 
diferenciado la gónada en masculina o femenina; allí se 
detectan hacia los días 32-35. En ese momento, en las 
crestas genitales se empieza a desarrollar el blastema 
gonadal indiferenciado. Éste es una proliferación cordo- 
nal de células que provienen tanto del epitelio celómico 
como del mesonefros y que, junto con las células ger- 
minales primordiales emigradas, forman los cordones 
sexuales primordiales. Éstos quedan delimitados por 
una membrana basal, que los separa del estroma gona- 
dal, el cual proviene del mesonefros. En la 7.° semana 
de la gestación se inicia la transformación de la gónada 
indiferenciada en el testículo. Las células de los cordo- 
nes procedentes del blastema gonadal dan lugar a las 
células de Sertoli, y las células germinales primordiales, 
a los gonocitos. Los cordones sexuales primordiales se 
han convertido ahora en cordones testiculares o túbu- 


los seminíferos. El estroma gonadal se convierte en el 
tejido conjuntivo intersticial, en el que, en la 8. semana, 
comienzan a diferenciarse las células de Leydig. 

Los gonocitos se observan en el embrión de 7 sema- 
nas y se identifican por su gran tamaño y su localización 
central en los cordones. Presentan un núcleo redondeado 
con un prominente nucléolo y mitocondrias con crestas 
tubulares, reaccionan positivamente con las técnicas para 
la fosfatasa alcalina placentaria y para el protooncogén 
c-Kit (un receptor expresado en la superficie de las células 
germinales y que participa en su migración a las gónadas 
y su adherencia a la célula de Sertoli). Los gonocitos pro- 
liferan y perduran hasta el nacimiento (Fig. 9.1). 

En torno a la 12.° semana muchos gonocitos se des- 
plazan hacia la lámina basal de los cordones, donde origi- 
nan por mitosis las espermatogonias fetales, que se unen 
entre sí por puentes intercelulares. Estas células tienen un 
tamaño algo inferior al de los gonocitos, un mayor co- 
ciente citoplasma/núcleo y una cromatina más condensa- 
da. Además, poseen abundante glucógeno, y las mitocon- 
drias, que muestran crestas normales, presentan la pecu- 
liaridad de quedar unidas entre sí mediante barras de 
un material denso, positivas en las reacciones para RNA 
(Fig. 9.1). Algunos autores distinguen un tercer tipo de cé- 
lula germinal, intermedio entre gonocitos y espermatogo- 
nias fetales (células intermedias). 

Entre la 16.* y 20.* semanas degeneran muchas célu- 
las germinales, principalmente gonocitos; de modo que 
en la semana 22.” quedan sobre todo espermatogonias 
fetales, cuyo número se incrementa en el último trimes- 
tre de la gestación. Durante el período fetal y la infancia, 
sobre las células germinales actúan dos factores: uno 
que activa la meiosis (meiosis activator substance) y 
otro que la impide (meiosis preventing substance); este 
último es el que prevalece. 


En el momento del nacimiento los túbulos seminíferos 
constan de un epitelio seminífero, que consiste en célu- 
las de Sertoli y células germinales, rodeado de una 
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Espermatogonia B Espermatocito | Espermatocito Il Espermatida Sa 
PERIODO ADULTO 
Figura 9.1. Desarrollo de las 
células germinales desde la célula 
PERÍODO ADULTO germinal primordial hasta el es- 
permatozoide. (Modificado de Bus- 
tos- Obregón E, Courot M, Flechon 
ae: h á Y JE, Hochereau-de-Reviers MT, Hols- 
Espermátida Sb Espermátida Sc Espermátida Sd (espermatozoide) tein AF. Andrologia 1975; 7:141-163.) 
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membrana basal y de células peritubulares del tipo mio- 
fibroblastos. Las células germinales comprenden algu- 
nos gonocitos, espermatogonias fetales y un nuevo tipo 
de espermatogonias: las espermatogonias A (Fig. 9.2.A). 
Algunos autores distinguen un tipo intermedio entre 
las espermatogonias A y las fetales: las denominadas 
espermatogonias transicionales. 

Las espermatogonias A se asientan generalmente so- 
bre la lámina basal del túbulo seminífero (Fig. 9.2.A). El 
resto del citoplasma está en contacto con el de células de 
Sertoli, excepto en los estrechos puentes citoplásmicos 
que conectan entre sí las espermatogonias (véase Fig. 
9.4.A). El núcleo presenta una cromatina homogénea- 
mente laxa. El citoplasma es relativamente poco diferen- 
ciado (Figs. 9.2.C y 9.2.D). En él se encuentran polisomas, 
un complejo de Golgi poco desarrollado, escasas cister- 
nas de retículo endoplasmático rugoso y algunas cister- 


nas y túbulos de retículo endoplasmático liso. Las mito- 
condrias poseen pocas crestas (casi siempre laminares), 
suelen acumularse (generalmente alrededor del núcleo) y 
están unidas entre sí por barras de material denso que 
contiene RNA. Una estructura similar (también con RNA) 
es la nuage: una nubecilla de material denso finamente fi- 
brilar que se encuentra libre en el citoplasma, a veces en 
las proximidades del núcleo y otras cerca de las mitocon- 
drias. Se considera que la nuage se origina en el núcleo y 
emigra al citoplasma para unirse a las mitocondrias for- 
mando las barras mitocondriales. Otro componente pecu- 
liar es el cristal de Lubarsch, que puede alcanzar algunos 
micrómetros. Este cristal está constituido por múltiples fi- 
lamentos paralelos (de 10-15 nm de espesor); entre cada 
dos de estos filamentos queda un espacio de unos 20 nm, 
en el que se disponen hileras de gránulos de unos 15 nm 
de diámetro (véase Fig. 4.47.A). 


Existen cuatro tipos de espermatogonias A, cuyas di- 
ferencias residen en el núcleo (Figs. 9.1 y 9.2.C-9.2.E): 


1. Espermatogonias Ad. Su núcleo es esférico y de 
contorno algo más irregular que el de las Ap. Sue- 
le observarse un área de enrarecimiento de la cro- 
matina, a modo de vacuola nuclear pero carente 
de membrana. 

2. Espermatogonias Ap. Tienen un núcleo esférico, 
de aspecto pálido y de contorno regular. 

3. Espermatogonias Al. A diferencia de las restantes 
espermatogonias A, su citoplasma y núcleo no 
son redondeados sino alargados. La cromatina es 
más bien oscura, como la de las espermatogonias 
Ad, y a veces también presenta una zona de rare- 
facción de la cromatina. 

4. Espermatogonias Ac. Poseen un núcleo también 
esférico, pero con zonas claras y oscuras, es decir, 
con un aspecto intermedio entre las Ap y las Ad. 


En todas las espermatogonias A aparecen hasta tres o 
más nucléolos, siempre adosados a la envoltura nuclear 
y con múltiples configuraciones que, probablemente, re- 
presenten distintos momentos funcionales y no sirvan 
para clasificar las espermatogonias. 

Los gonocitos desaparecen en los primeros seis me- 
ses de vida posnatal. Durante este tiempo, emigran ha- 
cia la lámina basal, donde originan espermatogonias. 
Las espermatogonias fetales van desapareciendo en el 
curso de los tres o cuatro primeros años. Entre las es- 
permatogonias A, las Ad son las más numerosas al 
principio, seguidas de las Ap, que van incrementando 
su numero hasta igualarse con el de las Ad. Las esper- 
matogonias Al y Ac aparecen siempre en pequeña pro- 
porción. 

Las espermatogonias continúan proliferando duran- 
te los tres primeros meses tras el nacimiento. Esta proli- 
feración va asociada a un incremento de los niveles de 
gonadotropinas (FSH y LH) segregadas por la hipófisis. 
A partir de los seis meses de edad el testículo entra en 
una fase de reposo, que dura hasta los dos años y me- 
dio de vida posnatal. En ese momento hay una nueva 
proliferación de las espermatogonias. Aparece un nue- 
vo tipo de espermatogonia, aunque en escaso número: 
la espermatogonias B. Estas células se localizan en po- 
sición algo menos basal que las espermatogonias A, y 
aunque también hacen contacto con la lámina basal, 
ese contacto es poco extenso. El núcleo se caracteriza 
por la presencia de pequeñas masas de cromatina den- 
sa que, vistas con el microscopio óptico, le confieren un 
aspecto groseramente granular. Hay uno o dos nucléo- 
los desarrollados, generalmente no adosados a la en- 
voltura nuclear. El citoplasma es semejante al de las es- 
permatogonias A, pero carece de cristales de Lubarsch, 
nuages y barras densas intermitocondriales. Los poliso- 
mas son más numerosos (Fig. 9.1). Esta ola de prolifera- 
ción de células germinales no va asociada a incremento 
de gonadotropinas, y sus causas no se conocen bien. 
Excepcionalmente, en algunos testículos la prolifera- 
ción germinal llega a formar espermatocitos e incluso 
espermátidas, aunque la espermatogénesis no llegue a 
completarse. 
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Desde los cuatro hasta los nueve años de edad el tes- 
tículo sigue creciendo y madurando. Los túbulos semi- 
níferos se vuelven más largos y anchos, su luz se hace 
patente y aumenta el número de todas las células ger- 
minales. Hacia los nueve años se produce la tercera y 
definitiva ola de proliferación de células germinales, 
asociada a un incremento de la secreción de gonadotro- 
pinas. Esta proliferación continuará hasta dar lugar a 
una espermatogénesis completa hacia los 13-14 años 
de edad (pubertad), cuando las gonadotropinas alcan- 
zan sus valores máximos y estables (Fig. 9.2.B). 


ESPERMATOGÉNESIS 


En la pubertad se completa el desarrollo de la línea ger- 
minal masculina, que es el siguiente: espermatogonia, 
espermatocito |, espermatocito Il, espermátida y esper- 
matozoide (véanse Figs. 9.1, 9.2.B, 9.3 y 9.4). En el adul- 
to se distinguen los dos tipos de espermatogonias men- 
cionados: A y B. Las espermatogonias A presentan las 
cuatro variantes descritas en la infancia (Ad, Ap, Al y 
Ac) (véase Fig. 8.26). 

La fuente de la espermatogénesis son las esperma- 
togonias A, que por mitosis originan tanto nuevas es- 
permatogonias A (que mantienen la potencialidad de 
la espermatogénesis) como espermatogonias B (que 
prosiguen el camino hacia espermatocitos, espermáti- 
das y espermatozoides). Sin embargo, existen ciertas 
discrepancias acerca de cuál de las cuatro variantes de 
espermatogonias A es la célula inicial en la espermato- 
génesis y qué relación hay entre estas variantes. Se 
suele admitir que las espermatogonias Ad son el origen 
de todas las demás. Estas espermatogonias se con- 
vierten en Al durante la replicación del DNA y, una vez 
replicado éste, se dividen para originar tanto otras es- 
permatogonias Ad (que mantienen la fuente de células 
germinales) como espermatogonias Ap. Éstas se con- 
vierten en espermatogonias Ac durante la replicación 
de su DNA, y por mitosis originan espermatogonias B 
(véase Fig. 9.1). 

Los espermatocitos primarios son células de mayor ta- 
maño que las espermatogonias. Su configuración es es- 
férica y no alcanzan la lámina basal. Poseen un complejo 
de Golgi desarrollado, mitocondrias ovaladas no unidas 
por barras densas y un desarrollo progresivo del retículo 
endoplasmático, mezcla de liso y rugoso (Fig. 9.4.B). Al 
inicio de la profase de la primera división meiótica, apa- 
recen cisternas perinucleares con ribosomas adheridos. 
Estas cisternas disminuyen paulatinamente y van apare- 
ciendo cisternas total o parcialmente recubiertas de ri- 
bosomas por todo el citoplasma. El núcleo muestra los 
complejos sinaptonémicos característicos de la meiosis. 
Aparecen en el cigoteno y, sobre todo, en el paquiteno. 
En el cigoteno se observa con nitidez el par sexual (véa- 
se Fig. 8.31). En algunos mamíferos como los roedores 
(pero no en el hombre), el par sexual contiene organiza- 
dores nucleolares y, por tanto, se encuentra asociado al 
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Figura 9.2. A: Testículo infantil. Los túbulos seminíferos contienen sólo células de Sertoli (S) y espermatogonias o gonocitos 
(g). X450. B: Testículo de varón adulto con espermatogénesis completa que muestra: espermatogonias (g), espermatocitos pri- 
marios (c), espermátidas redondas (r) y espermátidas alargadas (a). X450. C-D: Diversos tipos de espermatogonias A en el tes- 
tículo humano. Ap: espermatogonias pálidas. Ad: espermatogonias oscuras. Ac: espermatogonias intermedias. En D se aprecian 
también espermatocitos en preleptoteno (Pl) y células de Sertoli (Se). X2600. E: Parte del epitelio seminífero humano que 
muestra espermatogonias alargadas (Al), espermatocitos en cigoteno (Z) y una célula de Sertoli (Se). X4000. 


Figura 9.3. A: Testículo de cordero adulto. T: parénquima testicular. E: epidídimo. Flecha: túnica albuginea. X5. B: Microsco- 
pia de barrido de testículo humano. TS: tubos seminíferos. X110. C: Detalle de un tubo seminífero de la figura anterior. Se ob- 
servan los flagelos de las espermátidas (flecha) en la luz tubular (L). LP: lámina propia. X500. 
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nucléolo. Éste presenta inicialmente una estructura esfé- 
rica (el centro fibrilar), rodeada por una estructura trabe- 
cular constituida por la parte fibrilar y la parte granular. 
Durante el paquiteno, desaparece la parte fibrilar y se hi- 
pertrofia la granular, que adquiere forma esférica. Otro 
componente nucleolar descrito en los espermatocitos de 
muchas especies es el cuerpo en anillo, en cuya compo- 
sición no intervienen los ácidos nucleicos (véase Fig. 
8.31). Al igual que las espermatogonias, los espermatoci- 
tos primarios están unidos por puentes citoplásmicos 
(Fig. 9.4.B). 

Los espermatocitos secundarios son las células re- 
sultantes de la primera división meiótica. Están en inter- 
fase muy pocas horas, por lo que son difíciles de obser- 
var. Su citoplasma presenta numerosas cisternas de 
retículo endoplasmático, liso en su mayor parte, pero 
también con zonas de rugoso. Estas cisternas se dispo- 
nen paralelamente a la superficies nuclear y celular. El 
núcleo muestra masas densas de cromatina que for- 
man trabéculas interconectadas (véase Fig. 9.1). Entran 
enseguida en la segunda división meiótica dando lugar 
a las espermátidas. 

Inicialmente las espermátidas son células redondea- 
das, más pequeñas que las espermatogonias. La croma- 
tina forma tanto finos gránulos como densas masas del 
tamaño de nucléolos. El nucléolo se fragmenta y se de- 
sintegra pronto (Fig. 9.4.C). El citoplasma contiene abun- 
dante retículo endoplasmático liso (formando vesículas y 
algunas cisternas), algunas cisternas de retículo endo- 
plasmático rugoso, un desarrollado complejo de Golgi, 
pequeñas mitocondrias dispuestas en la periferia celular 
y una estructura peculiar denominada cuerpo cromatoi- 
de. Éste es similar a la nuage de las espermatogonias y 
se considera de origen nucleolar. Muestra dos porciones 
netamente individualizadas, ambas de contorno irregu- 
lar: una fibrosa densa y otra granular. 

La diferenciación de las espermátidas en espermato- 
zoides se denomina espermiogénesis. El proceso se ini- 
cia con la formación de vesículas de contenido denso 
(los gránulos proacrosómicos) en un desarrollado com- 
plejo de Golgi yuxtanuclear (Fig. 9.4.C). Las vesículas se 
fusionan dando lugar a una gran vesícula (la vesícula 
acrosómica) que se yuxtapone al núcleo sobre una de- 
presión de éste. Una línea densa aparece bajo la mem- 
brana nuclear interna en toda la extensión de la vesícula 
acrosómica. El contenido de las vesículas proacrosómi- 
cas coalesce en un granulo de mayor tamaño (granulo 
acrosómico) que se asienta, en el interior de la vesícula 
acrosómica, sobre la depresión nuclear. En las proximi- 
dades de esta vesicula se aprecia sobre el nucleo una pi- 
la de laminillas anilladas. A medida que se incorporan 
nuevos gránulos proacrosómicos al gránulo acrosómico, 
la vesícula acrosómica se extiende sobre la superficie nu- 
clear adoptando forma de casquete, que se aplana y ex- 
tiende cada vez más (Fig. 9.4.D). La sustancia densa del 
gránulo acrosómico se reparte por toda la vesícula acro- 
sómica que ahora ha llegado a constituir el acrosoma 
(Figs. 9.5 y 9.6). El contenido del acrosoma es rico en glu- 
coproteínas; azúcares como galactosa, manosa, fructosa 
y hexosamina; y enzimas como la hialuronidasa, protea- 
sas, glucosidasas, fosfatasa ácida, nucleofosfatasas, aril- 
sulfatasas y fosfolipasas. 


Durante la formación del acrosoma, el par de centrío- 
los se sitúa junto a la vesícula acrosómica. Uno de ellos 
inicia la formación del flagelo, que se dispone perpendi- 
cularmente a la envoltura nuclear. El otro centríolo forma 
un ángulo recto con el origen del flagelo (Figs. 9.5.B y 
9.6). En su proximidad se sitúa transitoriamente el cuer- 
po cromatoide, que pronto desaparece. El flagelo pre- 
senta inicialmente la estructura de 9 dobletes periféri- 
cos y un par central de microtúbulos. Esta estructura se 
denomina axonema o complejo filamentoso axial; pos- 
teriormente se verá rodeada de otras formaciones que 
completan el flagelo (Fig. 9.7). 

Mientras se forma el acrosoma tienen lugar dos pro- 
fundos cambios en el núcleo: la elongación y la conden- 
sación de la cromatina, que de finamente granular pasa 
a formar gránulos mayores hasta constituir una masa 
densa homogénea cuya subestructura no es discerni- 
ble. La condensación progresa desde la periferia hacia 
el centro del núcleo, y desde la región subacrosómica 
hasta la opuesta (Figs. 9.5 y 9.6). 

Durante el alargamiento del núcleo y la configura- 
ción del acrosoma, éste se desplaza desde la proximi- 
dad del flagelo hasta quedar con el vértice en el extre- 
mo del núcleo opuesto al flagelo. Los acrosomas quedan 
orientados hacia el núcleo de las células de Sertoli pró- 
ximas, y las colas de los flagelos emergen en la luz del 
túbulo seminífero (Figs. 9.6 y 9.8.A). 

El acrosoma recubre unos dos tercios de la superficie 
nuclear. Donde termina el acrosoma, la membrana plas- 
mática se invagina hasta casi hacer contacto con la en- 
voltura nuclear. Esta invaginación rodea todo el núcleo 
como un anillo y se denomina anillo nuclear. Desde este 
anillo, y paralelos al eje del núcleo, aparecen haces de 
microtúbulos que también rodean al núcleo e incluso lo 
sobrepasan, alcanzando el par de centríolos. Constituyen 
la vaina caudal o manguito, que posteriormente desapa- 
rece, coincidiendo con la completa condensación de la 
cromatina (Figs. 9.5.C, 9.5.D y 9.6). 

En el nacimiento del flagelo, la membrana plasmáti- 
ca se invagina nuevamente para formar un anillo mem- 
branoso que rodea el inicio del flagelo. Esta estructura 
es el annulus o anillo del flagelo, diferente del anillo nu- 
clear (Figs. 9.5.B y 9.6). En la lámina interna de esta in- 
vaginación se deposita un material denso cuyo origen 
se ha relacionado con el cuerpo cromatoide. 

Rodeando la pareja de centríolos aparecen nueve co- 
lumnas segmentadas o estriadas transversalmente que 
se fusionan en su porción más proximal, en la depre- 
sión del núcleo (Fig. 9.5.B). En el axonema, cada colum- 
na estriada se continúa en una fibra externa densa, que 
se prolonga hasta casi la terminación caudal del flagelo. 
Cada fibra densa es continua y muestra una estriación 
periódica (Fig. 9.7 y 9.9.B). Desde el anillo del flagelo 
hasta su extremo distal surge una nueva formación: la 
vaina fibrosa externa, constituida por anillos super- 
puestos que forman un cilindro que rodea al flagelo 
(Fig. 9.9). En los cortes transversales se aprecia que ca- 
da anillo está formado por dos semianillos; de cada uno 
de ellos hace protuberancia al interior un saliente trian- 
gular (columnas longitudinales) (Figs. 9.7 y 9.9.B). 

Posteriormente, el anillo del flagelo se desplaza ha- 
cia el extremo distal de éste y traslada con él la invagi- 
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Figura 9.4. Espermatogénesis en el testículo humano. A: Comunicación entre dos espermatogonias. Nótese el engrosamiento 
del lado interno de la membrana plasmática de las espermatogonias a nivel del puente que une los citoplasmas (flechas). 
X20 000. B: Espermatocitos en cigoteno unidos por un puente (flecha) similar al que une las espermatogonias. C: complejo sinapto- 
némico. X8000. C: Espermátida redonda en la que se inicia la formación del acrosoma. Un desarrollado complejo de Golgi (es- 
trella) forma la vesícula acrosómica que contiene el gránulo acrosómico (A). Se observan laminillas anilladas (flecha) sobre la 
envoltura nuclear. X15 000. D: Espermátidas redondas en las que la vesícula acrosómica comienza a extenderse sobre el núcleo 
(flecha). Nótese que los acrosomas forman un casquete en la zona basal del núcleo. L: luz tubular. X4500. 
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Figura 9.5. A-D: Espermátidas en la fase de elongación. El acrosoma (flecha grande) está totalmente configurado. Desde la 
terminación del acrosoma hacia el inicio del flagelo se encuentra la vaina caudal de microtúbulos (flecha pequeña). A medida 
que progresa la elongación del núcleo (de A a D), se produce una condensación paulatina de la cromatina. En la Figura B se ob- 
servan algunos componentes del flagelo. fi: fosa de implantación del flagelo. C: centríolo distal que origina el flagelo. CC: cuer- 
Pe cromatoide. A: anillo del flagelo. A-D: X20 000. 
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nación de la membrana plasmática (Fig. 9.6). En el es- 
pacio comprendido entre el inicio del flagelo y el anillo 
del flagelo (espacio desprovisto de la vaina fibrosa) se 
disponen mitocondrias que rodean helicoidalmente al 
flagelo formando la vaina mitocondrial. Tras la elimina- 
ción del resto de citoplasma de la espermátida, que for- 
ma un cuerpo residual que contiene gotitas lipídicas, 
RNA y orgánulos membranosos, el espermatozoide que- 
da totalmente configurado (Fig. 9.6). En los roedores se 
han visto imágenes que explican cómo ocurre la elimi- 
nación de los restos citoplásmicos: las espermátidas en 
maduración emiten proyecciones citoplásmicas (deno- 
minadas complejos túbulo-bulbares) hacia la célula de 
Sertoli que las fagocita, y terminan formando cuerpos 
residuales. 
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ESTRUCTURA DEL ESPERMATOZOIDE 
HUMANO 


El espermatozoide humano diferenciado que se des- 
prende del epitelio seminífero comprende las siguientes 
partes (Figs. 9.7-9.9): 


1. La cabeza, de unos 5 um de longitud. Contiene el 
núcleo (piriforme aplanado, con el extremo acro- 
sómico afilado), rodeado de una angosta banda 
de citoplasma carente de orgánulos (Fig. 9.8.B). 
Los dos tercios de la superficie nuclear anterior que- 
dan recubiertos por el acrosoma, que forma un 
casquete amplio en el extremo y estrecho por los 
lados, y se termina en la vaina (lámina) postacro- 
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sómica, que recubre el resto del núcleo (Fig. 9.7). 
Contiene proteínas ricas en hidratos de carbono. 


. El cuello, un estrechamiento que sigue a la cabeza 


y da origen al flagelo. Se enclava en una depre- 
sión nuclear (fosa articular) y comprende las co- 
lumnas estriadas (segmentadas) o pieza conec- 
tante, los centríolos (proximal y distal), un cuerpo 
cromatoide y laminillas anilladas (Figs. 9.7 y 9.9.A). 
El centríolo distal es el cuerpo basal del flagelo. 


. La pieza intermedia, que se extiende unos 5 um. Es 


el extremo proximal del flagelo y contiene el axone- 
ma, cuya estructura es la de un cilio normal: nueve 
dobletes periféricos y un par central de microtúbu- 
los (Figs. 9.7 y 9.9.B). Los dobletes se numeran tal 
como se ha explicado al tratar del cilio (véase pági- 
na 285) y están rodeados por las fibras externas 
densas (una por cada doblete), que se numeran co- 
mo ellos. Estas fibras no son simétricas con respec- 
to a un eje, sino con respecto al plano que divide la 
fibra 1 en dos partes y pasa entre las fibras 5 y 6. Las 


fibras 1, 5 y 6 son más gruesas que las demás. Por 
fuera de las fibras densas se encuentra la vaina mi- 
tocondrial, constituida por mitocondrias alargadas, 
de crestas paralelas y matriz moderadamente den- 
sa, dispuestas formando un doble helicoide. Hay es- 
caso citoplasma entre la vaina mitocondrial y la 
membrana plasmática que la limita externamente. 


. La pieza principal sigue a la pieza intermedia y es 


la parte más larga del flagelo (unos 45 um). En 
ella la vaina mitocondrial ha sido sustituida por la 
vaina fibrosa, cuya estructura ya ha sido descrita 
(Figs. 9.7 y 9.9.C). La configuración de las fibras 
densas varía de la pieza intermedia a la pieza prin- 
cipal. A medida que avanzan hacia el extremo 
caudal del flagelo, las fibras densas se van hacien- 
do más finas, hasta que la 3 y la 8 desaparecen. 


. La porción terminal del flagelo se extiende 1 ó 2 um 


y Carece de vaina fibrosa y de fibras densas. Su 
estructura es la de un cilio en el que pueden faltar 
algunos microtúbulos (Fig. 9.7). 


Axonema = 


Fibras densas 
o externas 


Vaina fibrosa 


Vaina 
mitocondrial 


Centríolo 
proximal 


Columnas 
estriadas 


[Lámina pc 
acrosómica 


o — 


J 


nuclear 


Acrosoma 


Membrana 
plasmática 


Representación tridimensional 


Vaina fibrosa 


Fibras densas o externas 


Vaina mitocondrial 


[5 
Yy AS 
TEE 


Citoplasma 
Acrosoma 


Membrana 
plasmática 


Sección longitudinal Secciones transversales 


Envoltura 
nuclear 


Figura 9.7. Estructura del esper- 
matozoide humano. (Modifica- 
do de Holstein AF, Roosen-Run- 
ge EC. Atlas of Human Sperma- 
togenesis. Berlin, Grosse, 1981.) 


a 
En el reino animal se dan dos tipos de espermatozoides 
(también llamados espermios) radicalmente distintos: 
no flagelados, que están limitados a algunos grupos 
zoológicos, y flagelados, que son el tipo más frecuente 


y que pueden aparecer en dos variedades: primitiva y 
modificada (Fig. 9.10). La estructura particular del es- 
permatozoide en cada grupo zoológico guarda una es- 
trecha relación con el mecanismo de fecundación; por 
ello, dentro de cada uno de estos tipos de espermato- 
zoides, además de múltiples variaciones específicas en 


Figura 9.8. A: Microscopía electrónica de barrido de la parte apical de un tubo seminífero humano que muestra espermátidas 
maduras. Nótese que el flagelo queda en la luz tubular. X4000. B: Cabeza (C) y pieza intermedia (PI) de un espermatozoide 
humano visto en sección longitudinal. X20 000. 
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detalles estructurales, se encuentran variedades muy 
particulares. En muchas especies de grupos zoológicos 
muy diversos, como los crustáceos decápodos, los ciclós- 
tomos y los anfibios urodelos, se diferencia bajo el acro- 
soma una cápsula con un orgánulo perforante (el per- 
foratorio o filamento acrosómico), el cual, tras la ruptura 


Figura 9.9. A: Detalle de la pieza intermedia de un espermatozoide seccionada longitudinalmente. Se observan el centríolo 
proximal (P) (perpendicular al distal), las columnas estriadas (CE) y la vaina mitocondrial (VM). X40 000. B: Sección transversal 
de la pieza intermedia de un espermatozoide. VM: vaina mitocondrial. FD: fibras externas densas. A: axonema. X75 000. 
C: Sección longitudinal de un espermatozoide en la transición de la pieza intermedia a la principal. VM: vaina mitocondrial. 
VF: vaina fibrosa segmentada. A: axonema. PC: par de microtúbulos centrales del axonema. FD: fibras externas densas. X52 000. 


del acrosoma, atraviesa la pared del ovocito y ayuda al 
vertido de las enzimas acrosómicas (Fig. 9.11). 

El tipo de espermatozoide no flagelado (ameboide) 
(Figs. 9.10, 9.12 y 9.13.A) se encuentra en diversas espe- 
cies de mesozoos, asquelmintos (nematodos), platelmin- 
tos, anélidos, quelicerados, crustáceos, insectos y en los 
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Figura 9.10. Árbol filogenético de los espermatozoides en metazoos. (Modificado de Baccetti B, Afzelius BA. The Biology of 
the Sperm Cell. Basel, Karger, 1976.) 
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Figura 9.11. Estadios sucesivos en la reacción del acrosoma en el erizo de mar (Psammechinus miliaris) (A) y en el cangrejo 
herradura (Limulus polyphemus) (B). Nótese el desarrollado perforatorio preexistente a la reacción del acrosoma en el cangre- 
jo. (Modificado de Baccetti B, Afzelius BA. The Biology of the Sperm Cell. Basel, Karger, 1976.) 
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peces mormíridos. Estos últimos son los únicos vertebra- 
dos con espermatozoides no flagelados. Los de algunos 
nematodos, como Ascaris, poseen un núcleo desprovisto 
de envoltura nuclear y mitocondrias con abundante ma- 
triz y un cuerpo denso proteico. Carecen de acrosoma. La 
región exterior de estas células emite seudópodos que 
entran en contacto con el óvulo y lo desnudan de sus re- 
vestimientos superficiales. En los ácaros (arácnidos) los 
espermatozoides aflagelados varían según los grupos. 
Son relativamente grandes y de forma cilíndrica o en ma- 
za. La delgada porción terminal contiene el núcleo, peque- 
ño y semilunar, junto al que se sitúa el acrosoma. La 
membrana plasmática forman numerosos pliegues para- 
lelos móviles que dan impulso al espermatozoide. Los es- 
permatozoides aflagelados de los copépodos (crustáceos) 
carecen de acrosoma. Los anóstracos (crustáceos) tienen 


espermatozoides esféricos inmóviles con muchos brazos. 
Otros grupos de crustáceos con espermatozoides sin fla- 
gelo son los cefalocáridos, los ostrácodos, los peracári- 
dos y los decápodos. El espermatozoide de los decápo- 
dos consta de cabeza nucleada con perforatorio y varias 
prolongaciones citoplásmicas (brazos) móviles. La mayo- 
ría de las especies de diplópodos (miriápodos) producen 
espermatozoides discoidales inmóviles, agrupados por 
parejas en cada espermatóforo (véase más adelante). 

El tipo primitivo de espermatozoides flagelados se 
observa en los grupos zoológicos que han mantenido 
la manera primitiva metazoaria de soltar los esperma- 
tozoides libremente en el agua. Así, está presente en 
poríferos, cnidarios, ctenóforos, braquiópodos, nemer- 
tinos, sipuncúlidos, equinodermos, enteropneustos, tu- 
nicados y acranios, y en diversas especies de asquel- 
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Figura 9.12. A: Espermatozoide aflagelado del insecto 
Eosentomon transitorium. B: Espermatozoide aflagelado 
del nematodo Nippostrongylus brasiliens. (Modificado de 
Baccetti B, Afzelius BA. The Biology of the Sperm Cell. Ba- 
sel, Karger, 1976.) J 


mintos, anélidos, moluscos, quelicerados, crustaceos, 
ciclóstomos y peces (Figs. 9.10 y 9.14). La cabeza de es- 
tos espermatozoides es redondeada o cónica, y com- 
prende el núcleo y el acrosoma, que es de morfología 
variada. La pieza intermedia es generalmente muy cor- 
ta y lleva el par de centríolos, la porción proximal del 
flagelo y agregaciones de mitocondrias. La pieza prin- 
cipal es siempre muy larga y comprende casi toda la 
longitud del flagelo (Fig. 9.14). En los gasterópodos, 
además de los espermatozoides típicos hay otros atípi- 
cos, que poseen un citoplasma muy voluminoso, nu- 
merosos centríolos y poca cromatina (espermatozoides 
oligopirenos) o carecen de ella (apirenos). Los esper- 
matozoides típicos (eupirenos) se fijan al atípico, for- 
mando un grupo llamado espermatozeugma, de extraor- 
dinaria movilidad (Fig. 9.15). En el gasterópodo Littorina 
hay unas células nutricias, que se encuentran en el epi- 


CAPÍTULO 9: GAMETOGÉNESIS Y FECUNDACIÓN 


telio seminífero, en cuyo citoplasma se alojan las cabe- 
zas de los espermatozoides eupirenos. En muchas espe- 
cies los espermatozoides (desde un par a cientos) no se 
reúnen sobre un espermatozoide apireno o sobre una cé- 
lula nutricia, sino que quedan envueltos en una vaina co- 
mún extracelular, formada por glándulas especiales. Este 
conjunto recibe el nombre de espermatóforo. 

Cuando la fecundación es interna o se liberan los es- 
permios en la proximidad inmediata de la abertura ge- 
nital femenina, el tipo de espermatozoide flagelado es 
de la variedad modificada, en el sentido de que la cabe- 
za y la pieza intermedia se tornan alargadas. En la pieza 
intermedia, las mitocondrias se distribuyen homogé- 
neamente formando la vaina mitocondrial. Este tipo de 
espermatozoide se encuentra en foronídeos, briozoos, 
mizostómidos, entoproctos, tardigrados, quetognatos, 
pogonóforos y vertebrados tetrápodos, y en diversas 
especies de asquelmintos, platelmintos, anélidos, mo- 
luscos, quelicerados, crustáceos, insectos, ciclóstomos 
y peces. Pueden ser biflagelados en algunos asquelmin- 
tos, platelmintos, anélidos, insectos, peces y vertebra- 
dos tetrápodos (véase Fig. 9.13.B). 

Entre los espermatozoides flagelados del tipo modifi- 
cado existen múltiples diferencias estructurales. En los 
platelmintos con espermatozoides biflagelados falta el 
segmento intermedio y las mitocondrias se agrupan en 
un cuerpo lateral adosado a la región de la cabeza (véase 
Fig. 9.13.B). Los espermatozoides de muchos mamíferos 
tienen simetría bilateral, pero en aves paseriformes y en 
elasmobranquios la estructura es helicoidal y, al mover- 
se, el espermatozoide gira sobre su eje. La región acro- 
sómica muestra muchas peculiaridades. Los teleósteos 
suelen carecer de acrosoma visible (Fig. 9.16.A). El mate- 
rial subacrosómico es escaso o nulo en anuros, aves 
paserinas y algunos mamíferos, y alcanza su máxima 
complicación estructural en las lampreas, donde se for- 
ma un perforatorio que es un denso anillo subacrosómi- 
co y una larga fibra helicoidal que discurre por el núcleo 
y avanza por la pieza intermedia, rodeado de membra- 
nas de la propia envoltura nuclear. Durante la reacción 
del acrosoma que tiene lugar en la fecundación, esta es- 
tructura se proyecta formando un túbulo acrosómico por 
el que se vierten las enzimas del acrosoma. En anfibios 
urodelos hay un largo perforatorio bajo el acrosoma que 
se introduce en una depresión del núcleo y ocupa unos 
dos tercios de la longitud de éste (Figs. 9.17.A y 9.17.B). 
Las nueve fibras externas densas que rodean el axone- 
ma aparecen en reptiles, aves y mamíferos. En las aves 
no hay vaina fibrosa. La vaina mitocondrial puede estar 
constituida por pocas mitocondrias, pequeñas y aplana- 
das, como en los teleósteos con fecundación externa, o 
estar formada por muchas mitocondrias muy gruesas, en 
las especies viviparas. Las piezas intermedia y principal 
de los espermatozoides de los anfibios forman una mem- 
brana ondulante, en uno de cuyos bordes queda el axo- 
nema protegido por una fibra proteica marginal (equiva- 
lente a la serie de semianillos de la vaina fibrosa de 
mamíferos); en el otro borde queda la otra fibra proteica 
(filamento axial), de mayor tamaño que la anterior y que 
(sólo en la pieza intermedia) queda rodeada por la vaina 
mitocondrial (Figs. 9.16.B, 9.16.C, 9.17.C y 9.17.D). 
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Vesículas 
Membrana proacrosómicas 
plasmática 


Figura 9.14. Espermatozoide del cnidario Nausithoe vis- 
to con el microscopio óptico (A) y con el microscopio elec- 


Biology of the Sperm Cell. Basel, Karger, 1976.) 


trónico (B). (Modificado de Baccetti B, Afzelius BA. The 


Figura 9.13. A: Dos espermatozoides aflagelados de Paravortex (turbelario) seccionados oblicuamente. N: núcleo. M: mito- 
condria. Flecha: partículas de glucógeno. X4000. B: Espermátida de Bothromesostoma (turbelario) que muestra el nacimiento 
de los dos flagelos (flecha). X12 000. (Cortesía de P. García Corrales. Departamento de Biología Animal. Universidad de Alcalá.) 


y 


La mayoría de los datos sobre la regulación hormonal 
de la función testicular se han obtenido en los mamife- 
ros. La estimulación hormonal de la espermatogénesis 
se inicia en el hipotálamo con la producción del factor 
liberador de gonadotropinas (Gn-RH), que llega a la 
adenohipófisis provocando la liberación de las hormo- 
nas gonadotrópicas: hormona estimulante de los folícu- 
los (FSH) y hormona estimulante del cuerpo lúteo o lu- 
teotropa (LH). 

La principal acción de la FSH consiste en estimular la 
espermatogénesis. La acción es mediada por la célula 
de Sertoli, que es el receptor primario de la FSH (véase 
Fig. 9.2). En respuesta a la estimulación, la célula de Ser- 
toli sintetiza y segrega los siguientes factores, que regu- 
lan la proliferación y diferenciación de las células ger- 
minales: 


Espermatozoides 
normales 


Espermatozoide 
apireno 


Figura 9.15. Espermatozoide apireno del prosobranquio 
Opalia con numerosos espermatozoides normales adheri- 
dos, formando un espermatozeugma, según Bulnheim. 
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Figura 9.16. A: Espermátidas desarrolladas en el pez teleósteo Gambusia affinis. Nótese la ausencia de acrosoma evidente 
(cabeza de flecha) y la implantación del flagelo en una fosa nuclear (flechas). N: núcleo que muestra una cromatina que sólo 
está completamente condensada en la periferia. PI: pieza intermedia. PP: pieza principal. X20 000. (Cortesía de M.P. de Miguel. 
Departamento de Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá.) B: Microscopía de barrido de espermatozoides de Tritu- 
rus marmoratus que muestra haces de espermatozoides en los que se distinguen las cabezas agrupadas (estrella) y las colas 
(asterisco) con la membrana ondulante. X1000. C: Detalle de los espermatozoides de la figura anterior. Flecha: cabeza del es- 
permatozoide. Cabeza de flecha: membrana ondulante. X7000. 


1. Citoquinas que estimulan la espermatogénesis: TGF-B, IGF-I e IGF-II. Estimulan la proliferación 


Pa e : y : 5 inal n diferen niveles. 
— Activina (de la familia TGF). Estimula la síntesis de células germinales en diferentes niveles 


de FSH. 2. Citoquinas que inhiben la espermatogénesis: 

— IL-1, el factor de crecimiento de los túbulos se- — Inhibina (de la familia TGF). Ejerce un retrocon- 
miníferos (SGF), el factor de crecimiento segre- trol frenando la síntesis de FSH. 
gado por las células de Sertoli (SCSGF), el fac- — IL-6. Inhibe la proliferación de espermatogonias 


tor estimulador de colonias celulares (SCF), y espermatocitos y la meiosis. 


412 EMBRIOLOGÍA ANIMAL 


Figura 9.17. Espermatozoides de Triturus marmoratus (anfibio urodelo). A: Cabeza de espermátida que muestra el nú- 
cleo (n), perforatorio (pf) y el acrosoma (a) en corte longitudinal. El recuadro muestra un corte transversal de una esper- 
mátida similar a la de la figura anterior a nivel de la línea negra. X20 000. B: Sección longitudinal de la cabeza que mues- 
tra el núcleo con la cromatina condensada (C) y la pieza del cuello (PC). X10 000. C: Sección transversal de espermatozoides 
por la pieza intermedia. A: axonema parcialmente recubierto por el capuchón del axonema o fibra proteica marginal. F: fila- 
mento axial rodeado por la vaina mitocondrial. MO: membrana ondulante que une ambas zonas del flagelo. X13 000. D: Sección 
transversal de la pieza principal. El filamento axial muestra ahora la forma de una hoja de trébol (F) y carece de vaina mi- 
tocondrial. X10 000. 


o 


3. Clusterina, una proteína que se une a la superficie 
del espermatozoide contribuyendo a la maduración 
de éste. 

4. Esteroides, como 3-a-hidroxipregnenolona (3HP), 
que inhibe la FSH y estimula la meiosis. 

5. Proteínas que transportan moléculas para la nutri- 
ción de las células germinales: proteína ligadora 
de andrógenos (ABP), transferrina, ceruloplasmi- 
na, glucoproteínas sulfatadas, macroglobulina 0-2 
y transpeptidasa de ácido glutamico y. 


La LH actúa sobre la célula de Leydig del intersticio 
testicular, estimulando la estereidogénesis y, en concre- 
to, la producción de testosterona (véase Fig. 4.20), que 
también favorece la espermatogénesis, tanto directa- 
mente como estimulando a las células peritubulares cu- 
ya secreción paracrina estimula la célula de Sertoli. El ex- 
ceso de testosterona y de sus derivados es la causa de 
la retroinhibición de la esteroidogénesis. 
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La célula de Leydig también segrega citoquinas, como 
IL-1 (estimula la proliferación celular), IGF-I (mejora la res- 
puesta de la propia célula a la LH), TGF-$ (inhibe la activi- 
dad de la célula de Leydig), y EGF (inhibe la proliferación 
de las espermatogonias y favorece la meiosis y la esper- 
miogénesis). Además, produce oxitocina (que contrae los 
túbulos seminiferos) y un péptido derivado de la proprio- 
melanocortina (POMC), que inhibe la célula de Sertoli. 

Bajo la estimulación de andrógenos, las células peri- 
tubulares (miofibroblastos) segregan P-mod-S, que re- 
gula la secreción de ABP, inhibina y transferrina por la 
célula de Sertoli. 

Los macrófagos parecen intervenir en la actividad de 
la célula de Leydig mediante la secreción de algún factor 
paracrino. Además, segregan IL-1, IL-6, TGF-a y TNF-a. 

Otras hormonas hipofisarias (principalmente la prolac- 
tina) y hormonas esteroides derivadas de la testosterona 
(principalmente el estradiol también participan en la regu- 
lación de la función testicular, aunque en menor medida. 


OVOGÉNESIS 


DESARROLLO PRENATALY POSNATAL 
PREPUBERAL 


La formación de los gametos femeninos es muy similar 
en todos los grupos animales. A continuación se descri- 
birá la ovogénesis de los mamíferos (Figs. 9.18 y 9.19), 
concretamente la del ser humano. En la hembra, las 
células germinales primordiales originan ovogonias 
(oogonias) mediante mitosis. Las ovogonias proliferan 
mediante varias mitosis y, al final del tercer mes de ges- 
tación, se disponen en grupos en el tejido conjuntivo 
del ovario, rodeadas por una capa de células epiteliales 
planas, procedentes del epitelio ovárico, algunas de cu- 
yas células se invaginan y rodean las ovogonias. Éstas 
continúan proliferando, pero algunas de esas mitosis 
originan los ovocitos (oocitos) primarios, que se sitúan 
más profundamente en el ovario. Los ovocitos replican 
pronto su DNA e inician la profase de la primera divi- 
sión meiótica. Poseen un núcleo esférico y voluminoso 
(unos 25 um de diámetro), con cromatina muy laxa y 
nucléolo prominente. El citoplasma posee numerosos 
ribosomas, moderada cantidad de retículo endoplasma- 
tico rugoso, retículo endoplasmático liso en forma de 
túbulos y vesículas, un complejo de Golgi desarrollado, 
mitocondrias redondas y pequeñas, cuerpos multivesi- 
culares, laminillas anilladas y diversas inclusiones vite- 
linas, sobre todo lípidos. Cada ovocito está también ro- 
deado por una capa de células epiteliales aplanadas, 
que ahora se denominan células foliculares. Estas célu- 
las se unen entre sí y a la superficie del ovocito por 
uniones del tipo hendidura y por desmosomas. Cada 


ovocito, junto con las células foliculares, constituye un 
folículo primordial (Figs. 9.18.B y 9.19). 

En los meses siguientes aumenta el número de ovo- 
gonias y folículos primordiales, de modo que en el quinto 
mes hay unos seis millones entre ambos tipos celula- 
res, sobre todo ovocitos. Sin embargo, a partir de enton- 
ces, numerosos folículos primordiales comienzan a de- 
generar, tornándose atrésicos. Para el séptimo mes sólo 
quedan algunas ovogonias y aproximadamente un mi- 
llón de folículos primordiales cerca de la superficie del 
ovario. En el momento del nacimiento sólo hay unos 
400 000 folículos primordiales. 

Durante el desarrollo embrionario, los ovocitos del fo- 
lículo primordial van completando la profase de la pri- 
mera división meiótica hasta el dictioteno. En esa etapa 
se detendrán hasta la pubertad. Con el microscopio ópti- 
co, la cromatina se observa como una fina red de encaje, 
pues se ha producido una desespiralización. Es el perío- 
do de acumulación de reservas y de aumento considera- 
ble de volumen del ovocito en animales ovíparos. En los 
mamíferos, al recibir el embrión la nutrición por la pla- 
centa y no necesitar, por tanto, gran acumulación de re- 
servas, el volumen apenas aumenta. En cambio, en los 
huevos de anfibios, un ovocito de 17 um de diámetro se 
transforma en esta etapa en un ovocito de 2 mm (un vo- 
lúmen 1 600 000 veces mayor). La gran cantidad de proteí- 
nas que hay que sintetizar se resuelve mediante la trans- 
cripción de RNA (mensajeros, ribosómicos y de transfe- 
rencia) en los cromosomas plumosos. 

Durante la infancia, los folículos primordiales conti- 
núan en dictioteno. Sin embargo, como ocurría antes 
del nacimiento, la mayoría experimenta atresia. Al co- 
menzar la pubertad sólo hay unos 40 000 folículos pri- 
mordiales. 


Figura 9.18. Ovario de rata teñido con tricrómico de Masson. A: Vista a pequeño aumento que permite observar varios folí- 
culos maduros (fm) y cuerpos lúteos (Lu). X20. B: Detalle del mismo ovario que muestra varios folículos primordiales (fle- 
chas), folículos primarios (fp), un folículo secundario (fs) y parte de un cuerpo lúteo (Lu). X450. C: Folículo terciario con la te- 
ca (T), granulosa (G) y cavidades del antro en formación (A). O: ovocito. X250. D: Folículo maduro en el que el antro forma 
una única cavidad (A), rodeada por la granulosa (G). T: teca. O: ovocito. X250. E: Ovocitos secundarios tras la ovulación. Se 
aprecian el núcleo (N), que terminará por originar el óvulo, y el primer corpúsculo polar (flecha). Ambos están rodeados por la 
zona pelúcida (zp). X800. (Cortesía de R. Feito. Centro de Investigaciones Biológicas. CSIC.) 
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Figura 9.19. Desarrollo de la lí- 
nea germinal femenina desde las 
ovogonias hasta ovocitos ovula- 
dos en la mujer. 
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DESARROLLO POSPUBERAL 
DE LOS FOLICULOS 


En cada ciclo menstrual (28 días) algunos de estos folícu- 
los primordiales (de 15 a 20 folículos) comienzan a de- 
sarrollarse (terminación de la profase | y continuación de 
la meiosis), pero sólo uno alcanza la maduración comple- 
ta hasta llegar a término. Esto ocurre hacia el día 14 del ci- 
clo, y el folículo maduro libera el ovocito (ovulación). El 
resto de los folículos en fase de maduración sufre atresia. 
En la maduración del ovocito intervienen las hormonas 
LH y FSH y los complejos de ciclinas M-Cdk. 

La maduración de los folículos primordiales en cada 
ciclo sigue este orden: folículo primario, folículo secun- 
dario, folículo terciario y folículo maduro o de Graaf 
(Figs. 9.18-9.20). 


Folículo primario 


Los folículos primordiales aún en dictioteno van aumen- 
tando su volumen, pasando su diámetro de 25-30 um 


a 40 um. Las células foliculares siguen formando una 
sola capa, pero ya no son planas sino cúbicas. El folícu- 
lo se denomina ahora folículo primario (Figs. 9.18.B y 
9.19). 


Folículo secundario 


El siguiente paso es el desarrollo a folículo secundario, 
que se sitúa más en profundidad y alcanza los 60-80 um 
de diámetro (Figs. 9.18.B, 9.19 y 9.20.A). Hay un gran des- 
arrollo del complejo de Golgi, retículo endoplasmático ru- 
goso, ribosomas libres y cuerpos multivesiculares. Tam- 
bién se observan lípidos, lipofuscinas y unas estructuras, 
denominadas placas o cuerpos cristalinos, constituidas 
por tres laminillas unidas por puentes filamentosos o la- 
minares. Los dictiosomas se disponen por la periferia ce- 
lular e intervienen en la formación de dos estructuras: los 
gránulos corticales y la zona pelúcida. 

Los gránulos corticales son vesículas de 0.3 a 0.5 um 
de diámetro que tienen un contenido moderadamente 
denso y se disponen por la periferia celular. Tras la fe- 
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Figura 9.20. Ovario de rata. A: Detalle de un folículo secundario en el que se observa parte de un ovocito (O) rodeado por cé- 
lulas foliculares (F). La flecha señala interdigitaciones entre prolongaciones citoplásmicas del ovocito y de las células folicula- 
res. P: zona pelúcida. X2100. (Micrografía de R. C. Wagner, F. E. Hossler. Mammalian Histology-B408. Department of Biological 
Sciences. University of Delaware, U.S.A.) B: Detalle de las tecas interna (TI) y externa (TE) de un folículo terciario. X1400. (Re- 
producida de Rhodin JAG. Histology, New York, Oxford University Press, 1974.) C: Células del cuerpo lúteo con abundante re- 
tículo endoplasmático liso (estrella), inclusiones lipídicas (L) y numerosas mitocondrias (M). X9000. 


cundación, liberarán sustancias que intervendrán en la 
reacción cortical y en la formación de la membrana de 
fecundación para evitar la entrada de otros espermato- 
zoides. 

La zona pelucida es el material que rodea la mem- 
brana plasmatica del ovocito, y forma una capa de unos 
5-10 um de espesor, constituida por las glucoproteinas 
sulfatadas ZP7 (200 kDa), ZP2 (120 kDa) y ZP3 (83 kDa) 
(Fig. 9.20.A). Las ZP2 y ZP3 se ensamblan en una estruc- 
tura a modo de collar de perlas, con granulos de unos 
9.5 nm, distantes entre si unos 17 nm. La ZP1 forma una 
red de finos filamentos que se interconectan con la es- 
tructura anterior (véase Fig. 9.31.B). La ZP3 es responsa- 
ble de que la union del espermatozoide a la pelucida 
sea especifica para cada especie. Entre la zona pelucida 
y el ovocito queda el espacio perivitelino, de 0.2 a 0.4 um, 
en el que se entrecruzan cortas microvellosidades de 
curso irregular emitidas tanto por el ovocito como por 
las células foliculares. La pelúcida permanece tras la fe- 
cundación hasta el estado de blastocisto, y se rompe 
poco antes de la implantación de éste en la mucosa ute- 
rina. Sus principales funciones son: 


1. Rechazo de los espermatozoides de otras especies. 

2. Bloqueo de la polispermia, impidiendo, junto con 
los gránulos corticales, la entrada de más de un es- 
permatozoide. 

3. Evitar la fusión de embriones en sus estadios ini- 
ciales, lo que daría lugar a quimeras. 

4. Protección del embrión (que es un organismo di- 
ferente de la madre) frente a los anticuerpos del 
organismo materno. 

5. Desplazamiento del embrión por el oviducto, evi- 
tando que quede atrapado entre los pliegues de la 
mucosa de la trompa uterina. 


Las células foliculares se multiplican dando lugar a 
cuatro o cinco capas que ahora se denominan granulo- 
sa. Estas células contienen abundante retículo endo- 
plasmático rugoso y ribosomas, y se unen entre sí por 
uniones del tipo hendidura. Son frecuentes las mitosis. 
La capa más externa de la granulosa se encuentra limi- 
tada por una nítida membrana basal denominada mem- 
brana vítrea. Por fuera de ésta, el tejido conjuntivo ová- 
rico que se dispone rodeando la granulosa forma la 
teca indiferenciada. 


Folículo terciario 


El folículo terciario mide hasta 180 um y empieza a emi- 
grar hacia la superficie del ovario (Figs. 9.18.C y 9.19), 
donde estaba cuando era folículo primario. Al despla- 
zarse, el tejido conjuntivo que envuelve a la teca ad- 
quiere forma de cono, denominándose cono de la teca. 
El vértice de este cono se abre paso hacia la superficie 
del ovario, desplazando a los folículos primarios. 

La granulosa ha sobrepasado las seis capas y, entre 
sus células, aparecen cavidades llenas de líquido folicu- 
lar, rico en ácido hialurónico. Estas cavidades se hacen 
cada vez mayores y terminan por confluir, dando lugar 
al antro. En algunas zonas de la granulosa aparecen in- 
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clusiones extracelulares denominadas cuerpos de Call- 
Exner, que se tiñen intensamente con el PAS. Los cuer- 
pos de Call-Exner consisten en una cavidad llena de un 
líquido floculento, rodeada por un material que es simi- 
lar a la lámina basal y forma repliegues en el interior de 
la cavidad. 

Las células de la granulosa son objetivo de la hormo- 
na FSH, para la que presentan receptores. Estas células 
sintetizan estrógenos que quedan en el líquido folicular, 
promoviendo el propio desarrollo de la granulosa. El 
exceso de estrógenos actúa como retroalimentación en- 
docrina, frenando la secreción de FSH e iniciando la ac- 
ción de la hormona LH, para la que también poseen re- 
ceptores las células foliculares. En la retroinhibición de 
la FSH interviene la hormona foliculoestatina (gonado- 
estatina), producida también por la granulosa. Poco an- 
tes de la ovulación, las células foliculares comienzan a 
sintetizar progesterona en vez de estrógenos. 

Por fuera de la granulosa la teca se diferencia en dos 
capas (Figs. 9.18.C, 9.19 y 9.20.B): 


1. Teca interna. Esá formada por células de aspecto 
epitelial, ricas en retículo endoplasmático rugoso y 
liso, ribosomas, lípidos y microfilamentos, lo que 
les da cierta apariencia de fibroblastos. Segregan 
andrógenos que las células de la granulosa con- 
vierten en estrógenos. 

2. Teca externa. Es fibrosa y bien vascularizada. Sus 
células presentan retículo endoplasmático rugo- 
so, ribosomas y lípidos. Son semejantes a las de 
la teca interna, pero posen más microfilamentos y 
no tienen aspecto epitelial, por lo que se parecen 
aún más a los fibroblastos. 


Folículo maduro o de Graaf 


Es el último estadio de la maduración del ovocito. El fo- 
lículo maduro o de Graafexperimenta un gran aumento 
de tamaño hasta alcanzar los 10-12 mm. El antro se ha- 
ce más grande y el ovocito queda excéntrico en esta ca- 
vidad, como en una laguna de líquido folicular, sostenido 
únicamente por una columna de células de la granulosa 
(que constituyen el cumulus oophorus o disco prolígero) 
y rodeado por una única capa de células de la granulosa 
que forman la corona radiata (Figs. 9.18.D y 9.19). 


Un poco antes de la ovulación el ovocito sale del dictiote- 
no y termina la primera división meiótica, formando un 
ovocito secundario y un corpúsculo polar (Fig. 9.18.E). 
Este último es una célula muy pequeña que no suele ser 
viable aunque, a veces, se ha visto que entra también 
en la segunda división meiótica junto con el ovocito se- 
cundario. En el momento de la ovulación, el ovocito se- 
cundario se encuentra en la metafase Il, y se mantiene 
así hasta la fecundación (Fig. 9.19). Esta detención de la 
meiosis se debe al factor citostático Mos, peculiar de 
los ovocitos y que actúa desde la segunda división 
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meiotica hasta la fecundación. Se trata de una quinasa 
de serina-treonina que activa las quinasas MAPK. Estas 
quinasas activan la quinasa Rsk, que estimula la síntesis 
de ciclinas M e inhibe la degradación de éstas por el 
complejo APC. De esta manera los ovocitos no salen de 
la meiosis porque, mientras no sean fecundados, se 
mantienen activos los complejos ciclinas M-Cdk (véase 
página 350). 

Tras un rápido crecimiento del folículo, las células 
del cumulus oophorus se disgregan, dejando libre el 
ovocito. En tan sólo cinco minutos, en el punto del folí- 
culo más superficial se forma una zona en forma de dis- 
co, muy delgada y transparente, denominada estigma. 
La teca se adelgaza también en esa región. El estigma 
se rompe, derramando el líquido folicular que arrastra 
el ovocito, que ahora se denomina óvulo, al exterior del 
ovario (ovulación), recubierto de la corona radiata. 

Si hay fecundación, ésta tiene lugar en las trompas 
uterinas (véase Fig. 10.15). Sólo entonces se completa 
la segunda división meiótica al ser activado el complejo 
APC por el Ca”, originándose el huevo fecundado o ci- 
goto y el segundo corpúsculo polar, tan pequeño como el 
primero y también inviable. En esta segunda división meió- 
tica, el óvulo pierde los centríolos, y los del cigoto son 
aportados por el espermatozoide. Si no hay fecunda- 
ción el óvulo muere al cabo de 24 horas. 

Los ovocitos primarios cultivados entran en división 
a las 25-48 horas. A las 36-43 horas completan la prime- 
ra división meiótica y a continuación inician la segunda, 
observándose la segunda anafase a los 30 minutos. 

Al producirse la ovulación, los restantes folículos que 
estaban en fase de maduración degeneran (posible- 
mente por apoptosis) al faltar la estimulación específica. 
Los folículos primarios desaparecen sin dejar rastro. Los 
secundarios forman folículos atrésicos, en los que el nú- 
cleo de las células foliculares se hace muy denso y el ci- 
toplasma acumula lípidos hasta que las células mueren. 
Queda una mezcla de fibroblastos y células tecales. La 
pelúcida del ovocito y la membrana basal de la granulo- 
sa permanecen durante algún tiempo. Después, sólo 
queda un nódulo de células tecales modificadas que ha 
proliferado y adquirido un aspecto epitelioide. Es posi- 
ble que estas células constituyan el origen de las glán- 
dulas intersticiales del tejido conjuntivo ovárico. 


Se ha sugerido que la detención de los ovocitos en la 
profase | meiótica, que puede durar incluso muchos 
años, se debe a la acción de las células foliculares. La 
eliminación de estas células hace que los ovocitos con- 
tinúen la meiosis. En el inicio de la maduración del folí- 
culo actúa la hormona hipofisaria LH bloqueando la in- 
fluencia inhibitoria de las células foliculares. 

La maduración de los folículos hasta la ovulación 
viene determinada por la secreción de la hormona hipo- 
fisaria FSH, cuyo nivel sérico aumenta lentamente des- 
de el inicio del ciclo ovárico hasta el día 14 del ciclo, 
momento en el que se registra un pico en la secreción 


de esta hormona; después, el nivel de FSH desciende 
de nuevo. La FSH estimula la secreción de estrógenos 
en el ovario, principalmente por las células de la granu- 
losa, que tienen receptores para esta hormona, lo que 
causa la maduración de los folículos hasta la ovulación 
(Fig. 9.21). Parece que la FSH también actúa sobre las 
células de la teca interna, las cuales producen testoste- 
rona, que es captada por las células de la granulosa y 
convertida en 17-P-estradiol, que hace proliferar las cé- 
lulas de la granulosa. 

En el tejido conjuntivo ovárico existen células que 
son muy similares a las de la teca interna; constituyen 
las glándulas intersticiales, que parecen presentar tam- 
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Figura 9.21. Cambios en el endometrio, temperatura ba- 
sal corporal, FSH, LH, progesterona y 17-P-estradiol en re- 
lación con el ciclo ovárico de la mujer. (Modificado de AR 
Midgley. En: Hafez ESE, Evans E (eds.) Human Reproduc- 


tion, New York, Harper & Row, 1973.) 
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bién una secreción cíclica de estrógenos. Otras células 
glandulares del ovario son las células hiliares, situadas 
en el hilio ovárico y que, a diferencia de las anteriores, 
presentan una ultraestructura muy similar a la de las cé- 
lulas de Leydig del testículo, con abundante retículo en- 
doplasmático liso, mitocondrias con crestas tubulares y 
hasta cristales de Reinke. Estas células hiliares no se- 
gregan estrógenos, sino testosterona. 

Conforme avanza el ciclo ovárico aumentan los estró- 
genos hasta que, hacia el día 14 del ciclo, se alcanza un 
determinado nivel, que hace que la concentración sérica 
de LH aumente bruscamente causando la ovulación. Se 
ha sugerido que la LH produce la ovulación porque hace 
que los ovocitos maduros se desprendan de las células 
de la granulosa. En ese momento, los niveles de FSH y 
LH son muy altos, y los de estrógenos descienden provi- 
sionalmente. Este descenso se ha relacionado con una 
disminución de los receptores de FSH y un aumento de 
los de LH en las células de la granulosa. 

A partir del día 14 (ovulación) y hasta el final del ciclo 
ovárico, las células de la granulosa y las de la teca inter- 
na se entremezclan y transforman configurando el cuer- 
po lúteo, que sustituye al folículo del que se desprendió 
el óvulo (véanse Figs. 9.18.A, 9.18.B y 9.20.C). Las célu- 
las de la granulosa se transforman en células luteínicas 
de la granulosa. Estas células poseen abundante retícu- 
lo endoplasmático liso (a veces formando cisternas 
concéntricas no fenestradas) y mitocondrias con crestas 
tubulares. Contienen, además, lípidos, lipofuscinas, pe- 
queños dictiosomas y algo de retículo endoplasmático 
rugoso. Las células luteínicas de la teca interna son muy 
similares a las provenientes de la granulosa; se distin- 
guen únicamente en que las primeras son más peque- 
ñas, con mitocondrias más finas y alargadas, y carecen 
de cisternas concéntricas de retículo endoplasmático li- 
so. Ambos tipos de células tecales comienzan a segre- 
gar otra hormona, la progesterona, que prepara el en- 
dometrio para la implantación del huevo en previsión 
de la fecundación. 

En la segunda parte del ciclo ovárico, los niveles de 
FSH y LH descienden hasta llegar a su estado más bajo 
al final del ciclo (día 28). Este descenso de ambas gona- 
dotropinas obedece a que la progesterona actúa sobre 
la hipófisis inhibiendo la secreción de FSH y LH (de ahí 
el efecto anovulatorio de la progesterona), pero las cé- 
lulas de la granulosa también segregan en ese período 
una hormona no esteroidea, denominada foliculoestatina 
o gonadoestatina, que actúa sobre el hipotálamo cau- 
sando una retroinhibición de la secreción de gonadotro- 
pinas. En la segunda parte del ciclo, los niveles séricos 
de estrógenos empiezan a recuperarse del descenso su- 
frido en la ovulación, pero enseguida vuelven a descen- 
der, aunque más paulatinamente, hasta el final del ciclo 
(Fig. 9.21). 

Si no hay fecundación, a los nueve días de la ovula- 
ción el cuerpo lúteo degenera transformándose en cor- 
pus albicans. La producción de progesterona cesa y se 
produce la menstruación. Si hay fecundación, el cuerpo 
lúteo se convierte en el cuerpo lúteo grávido, que au- 
menta de tamaño y sigue produciendo progesterona 
hasta el final del cuarto mes del desarrollo embrionario, 
pasado el cual degenera lentamente. 
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DESARROLLO DE LOS ÓVULOS Y CÉLULAS 
FOLICULARES 


En casi todos los grupos zoológicos la ovogénesis sigue el 
patrón explicado en los mamíferos. En algunos grupos, 
como los equinodermos, las divisiones meióticas del óvu- 
lo ocurren antes de la fecundación, pero en la mayoría de 
los casos las divisiones se retrasan hasta después de la fe- 
cundación. En algunos moluscos y anélidos, el óvulo está 
en la metafase de la primera división meiótica en el mo- 
mento de la fecundación; posteriormente se completará la 
meiosis. En algunos anélidos y nematodos, los óvulos son 
fecundados incluso antes de iniciarse la metafase de la 
primera división meidtica. Se admite como axioma que la 
ovogénesis siempre conduce a la formación de un solo 
óvulo y la degeneración de tres corpúsculos polares. 

Los gránulos corticales están presentes en los ovoci- 
tos de la mayoría de los animales. Están rodeados de 
membrana que se rompe durante la fecundación, libe- 
rando el material para el desarrollo de la membrana de 
fecundación (véase Fig. 9.31). En los ovocitos del erizo 
de mar, los gránulos miden unos 0.8 um de diámetro y 
contienen estructuras laminares en una matriz densa. 
Al madurar los gránulos el contenido se hace homogé- 
neo. En los ovocitos de rana los gránulos miden unos 2 um 
y su estructura es homogénea. 

Las células foliculares son características de muchos 
grupos zoológicos, pero no de todos (faltan en nemato- 
dos). En algunos casos se habla de células nutricias 
porque proporcionan material nutritivo al ovocito en 
desarrollo. Estas células nutricias pueden presentar mu- 
chas particularidades en algunos grupos zoológicos. 
Así, en los insectos con ovariolos meroísticos telotrófi- 
cos pueden estar rodeando el ovocito (Fig. 9.22.A) o es- 
tar localizadas en los extremos proximales de los con- 
ductillos de los ovarios, conectando con los ovocitos 
mediante largas prolongaciones citoplásmicas. En Dro- 
sophila se forman de una ovogonia que realiza cuatro 
divisiones mitóticas para originar 15 células nutricias y 
un ovocito, que es el que lleva a cabo la meiosis. En es- 
ponjas de mar y cnidarios las células nutricias son fago- 
citadas por los ovocitos. En algunos anélidos pueden 
consumirse completamente durante el crecimiento del 
ovocito. En el caracol Helix el citoplasma del ovocito ro- 
dea a las células foliculares. 


ACUMULACIÓN DE SUSTANCIAS DE RESERVA 
EN EL CITOPLASMA DEL OVOCITO. 
TIPOS DE HUEVOS 


Las variaciones más llamativas entre especies afectan a 
la acumulación de sustancias en el citoplasma del ovo- 
cito. Este depósito está en relación con la nutrición del 
futuro embrión y en dependencia con el ambiente en 
que se encontrará éste. No es lo mismo el embrión de 
un mamífero, dentro de la madre, que el de un huevo 
depositado en el agua o en la tierra. 
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la capa de gelatina. H.E. X1250. 


Vitelo 


En general, durante el crecimiento del ovocito no sólo au- 
menta la cantidad de citoplasma, sino que éste cambia 
cualitativamente debido a la elaboración y distribución re- 
gular de varias inclusiones celulares y partes modificadas 
del citoplasma. La forma más usual de almacenamien- 
to del alimento son los gránulos de vitelo. El vitelo no es 
una sustancia química definida, sino un término morfoló- 
gico. Su composición química difiere en muchos casos. 
En el anfioxus, los anfibios, los peces y muchos inverte- 
brados, el principal constituyente del vitelo es una fosfo- 
proteína llamada vitelogenina (vitelo proteico). Además, 
hay fosfolípidos y grasas neutras (vitelo graso) (Fig. 9.23). 
En huevos de gran tamaño las reservas del ovocito se 
producen, en buena parte, en células foliculares o inclu- 
so en el hígado. 

Los huevos con poco vitelo, en la forma de finos gra- 
nos regularmemente distribuidos, se llaman homolecitos 
u oligolecitos. Se hallan en el anfioxus, y en los equino- 
dermos y, en sentido amplio, pueden considerarse tam- 
bién oligolecitos, o incluso alecitos, los huevos de mami- 
feros. 

Los huevos con una buena cantidad de vitelo se deno- 
minan mesolecitos y son mucho mayores que los oligo- 
lecitos. Son característicos de los anfibios (Fig. 9.22.B). 
En ellos el vitelo proteico forma gránulos bastante gran- 


Figura 9.22. A: Huevos centrolecitos (H) de insecto (Anacridium aegyptium) rodeados de las células foliculares (flecha). H.E. 
X250. B: Huevos mesolecitos de rana. Se observa el núcleo (N) rodeado del vitelo (V). La flecha señala la membrana vitelina y 


des llamados plaquetas vitelinas, de forma hexagonal 
aplanada, con una estructura interna cristalina en forma 
de gránulos equidistantes o un enrejado de túbulos. Co- 
mienzan a formarse dentro de las mitocondrias y des- 
pués se observan libres en el citoplasma. La distribu- 
ción del vitelo proteico es desigual, pues las plaquetas 
se acumulan en la parte inferior. El vitelo graso está 
constituido por lípidos y glucógeno. Los lípidos se dis- 
tribuyen por todo el citoplasma formando inclusiones 
denominadas lipocondrios, constituidas por lípidos ro- 
deados de una delgada cubierta proteica. Su forma es 
irregular y su tamaño es menor que el de las plaquetas 
vitelinas. El glucógeno forma pequeños gránulos. En un 
huevo maduro de rana, el 45% del peso seco correspon- 
de a vitelo proteico, el 25% a lípidos, el 10% a glucóge- 
no y un 20% a citoplasma. 

Si el vitelo está aún más desarrollado, ocupando la 
casi totalidad del ovocito y quedando el núcleo y cito- 
plasma activo reducidos a una fina capa superficial, los 
huevos se llaman telolecitos. Se encuentran en aves, 
reptiles y en muchos peces. La grasa es un constituyen- 
te fundamental en estos huevos. En las aves, el vitelo 
está formado por 1/3 de proteína (vitelogenina) y 2/3 de 
grasa (llamada lecitina aunque contiene diversos tipos 
de lípidos). Algunos invertebrados como los moluscos 
cefalópodos y algunos gasterópodos tienen huevos que 
podrían considerarse telolecitos. 


Los artrópodos, especialmente los insectos, han desa- 
rrollado un tipo diferente de huevos: los huevos centrole- 
citos. El vitelo está en el interior y el citoplasma activo es 
una fina banda periférica que lo rodea. En el centro del 
huevo queda una pequeña isla de citoplasma, que con- 
tiene el núcleo (Fig. 9.22.A). 

El vitelo determina la división del huevo en polo animal 
o superior (contiene el citoplasma activo) y polo vegetati- 
vo O inferior (contiene el vitelo). Durante la meiosis, el nú- 
cleo se aproxima al polo animal y los corpúsculos polares 
se desprenden de él. En los huevos telolecitos el núcleo y 
citoplasma activos forman un casquete en el polo animal. 

La acumulación de sustancias de reserva parece ini- 
ciarse en un área determinada del citoplasma, impro- 
piamente llamada núcleo vitelino. Esta área se encuen- 
tra junto a los centríolos, limitada por el complejo de 
Golgi y rodeada por mitocondrias. Primero se acumu- 
lan lípidos, luego glucógeno y finalmente proteínas. Po- 
co a poco el vitelo se extiende por todo el citoplasma 
según el gradiente mencionado. Hoy día se han visto 
muchas variaciones entre especies, y no se mantiene la 
teoría del núcleo vitelino. En los huevos de medusas la 
formación del vitelo se inicia dentro de las membranas 
del complejo de Golgi; en los de crustáceos en el retí- 
culo endoplasmático rugoso, y en los de muchos anfi- 
bios y moluscos gasterópodos, en el espacio perimito- 
condrial. Se desconoce la causa de la polaridad. Se ha 
sugerido que la recta que pasa por el centríolo y el cen- 
tro del núcleo determinaría el eje del huevo, algo así co- 
mo la formación del huso en la mitosis. 


Figura 9.23. Esquema de los tipos de 
huevos. 
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Pigmento 


En muchos ovocitos, poco después de la aparición del 
vitelo, suelen aparecer también gránulos de pigmento. 
En equinodermos es rojo, en ascidias amarillo y en anfi- 
bios pardo-oscuro. El pigmento no suele distribuirse 
uniformemente. Aunque los gránulos de pigmento no 
tengan una importancia decisiva en el desarrollo del 
embrión, la distribución desigual del pigmento es una 
manifestación morfológica de la existencia de zonas 
cualitativamente diferentes en el citoplasma del huevo. 
En los equinodermos el pigmento se sitúa en la zona 
que originará el endodermo y en las ascidias en el me- 
sodermo presuntivo. En los anfibios se concentra en el 
polo animal; la zona de transición entre el citoplasma 
pigmentado y el no pigmentado, de color grisáceo, se 
denomina zona marginal. La distribución del pigmento 
de los anfibios dentro del polo animal tampoco es uni- 
forme (Fig. 9.23). 

En el estadio final, el huevo completamente desarro- 
llado es una célula relativamente grande con respecto a 
las células somáticas. El peso del vitelo de un huevo de 
gallina es de 55 gramos. En los reptiles y tiburones hay 
huevos aún mayores. No obstante, esto se debe al vite- 
lo, pues la cantidad de citoplasma activo es relativa- 
mente escasa, y el núcleo, aunque mayor que en las cé- 
lulas somáticas, nunca aumenta en proporción con la 
masa de todo el huevo. 

En general, la forma de los huevos maduros es esfé- 
rica, pero en insectos hay huevos alargados. Entre los 
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vertebrados hay huevos alargados en la lamprea y en 
los peces ganoideos. En las aves el huevo propiamente 
dicho (yema) es esférico (Fig. 9.24). 


MEMBRANAS DEL HUEVO 


Los huevos de todos los animales (a excepción de los 
celentéreos) están encerrados en membranas, cuyo ori- 
gen y propiedades difieren de unas especies a otras. 

La membrana más interna es la membrana vitelina (la 
zona pelúcida en los mamíferos), que siempre está pre- 
sente. La produce el citoplasma del ovocito y se adhiere 
a su superficie. Es fina y transparente y está constituida 
por proteínas fibrosas. Tras la fecundación se separa del 
citoplasma, pues éste segrega un líquido que la empuja. 
Entre la membrana vitelina y la membrana plasmática 
queda entonces el espacio perivitelino lleno del líquido 
perivitelino. En muchos invertebrados, como los ctenófo- 
ros, muchos gusanos y equinodermos, la membrana vi- 
telina es la única membrana del huevo. 

En todos los vertebrados y en muchos invertebrados 
hay además otras membranas más externas. En los in- 
sectos está el corion, una gruesa membrana formada 
por quitina, segregada por células foliculares (Fig. 9.23). 
El huevo de los anfibios está rodeado por una capa de 
gelatina, que protege el huevo y lo adhiere a otros hue- 
vos y a las plantas acuáticas donde se deposita. Esta ca- 
pa es segregada por las células del oviducto cuando el 
huevo pasa por él. En el agua la gelatina se hincha al hi- 
dratarse (Fig. 9.22.B). En los tiburones y rayas, el huevo 
se rodea en el oviducto de una dura cáscara de forma 
complicada, con cuatro salientes en forma de cuernos 
retorcidos con los que se engancha a las algas marinas. 
Las membranas más complejas se encuentran en los 
huevos de aves, donde se distinguen cinco membranas 
(Fig. 9.24), que de dentro afuera son las siguientes: 


1. Membrana vitelina. 
2. Clara del huevo. Su composición es un 85% de 
agua y un 15% de proteínas, como la albúmina. 


3. Cáscara interna. Son dos membranas exactamen- 
te iguales, constituidas por queratina. Algunos las 
llaman membranas de la cáscara y distinguen la 
interna y la externa. La interna se adhiere a la cla- 
ra del huevo y la externa a la cáscara. Entre am- 
bas queda un pequeño espacio lleno de aire. 

4. Cáscara externa o, simplemente, cáscara. Esta 
formada por CO;Ca (5 g en un huevo). La atravie- 
san finos poros llenos de una proteína semejante 
al colágeno. Los poros miden de 40 a 50 um y hay 
unos 7000 por huevo. 


Estas membranas sirven de protección y reserva ali- 
menticia durante el desarrollo embrionario, y son se- 
gregadas una tras otra, en el orden citado, a medida 
que el huevo avanza por el oviducto. Durante el paso 
por el inicio del oviducto (tres horas) el óvulo se rodea 
de la clara. La porción inferior del oviducto está ensan- 
chada y se llama útero. Allí permanece el huevo 24 ho- 
ras, y se añaden la cáscara y sus membranas. 

En los reptiles aparecen otras membranas semejan- 
tes de aspecto coriáceo. Los huevos de reptiles y aves 
se llaman cleidoicos (= caja). La evolución de especies 
con membranas protectoras fue uno de los pasos más 
cruciales en la colonización de la tierra firme por los ani- 
males. De hecho, los artrópodos también las poseen. En 
los reptiles, la membrana coriácea previene la deseca- 
ción, pero el huevo debe ser puesto en tierra húmeda; 
así se retrasa la pérdida de agua. En las aves, la cáscara 
hace al huevo menos vulnerable a la desecación, aun- 
que exige una equiparación que trate los productos de 
desecho del embrión. En los mamíferos hay un retorno 
a la estructura de membrana mucho más simple: el 
huevo está protegido en el útero. 

Estas membranas no deben ser confundidas con las 
que se formarán en el desarrollo embrionario en los ver- 
tebrados superiores, que por la presencia de estas mem- 
branas en sus huevos reciben el nombre de amniotas: el 
amnios, que limita la cavidad amniótica, y el alantoides, 
que crece a partir del intestino y rodea al embrión. Por 
fuera hay otra membrana, el corion, que está muy vascu- 
larizada y queda aplicada a la cáscara del huevo en espe- 
cies ovíparas (Fig. 9.25) y al útero en las vivíparas, donde 
forma un órgano para la respiración y el intercambio me- 
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Figura 9.25. Esquema de las membranas embrionarias y 
extraembrionarias de un vertebrado amniota. 
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tabólico. En los mamíferos da lugar a la placenta, y el sa- 
co vitelino y el alantoides se reducen. 

En muchos animales acuáticos, los huevos se expul- 
san en grandes cantidades al agua y son fecundados 
fuera del cuerpo. Se observa fecundación interna en 
condrictios, urodelos y algunos teleósteos. 

Los animales acuáticos son ovíparos. Los terrestres 
son ovíparos (y los huevos se rodean entonces de fuer- 
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tes membranas) o vivíparos (y el embrión se desarrolla 
en el útero). Hay especies ovovivíparas que tienen hue- 
vos, aunque el embrión se desarrolla casi por completo 
dentro del cuerpo de la madre. Así ocurre en algunas 
salamandras, en las que el huevo se rompe dentro de la 
madre, y en las víboras, que ponen huevos de los que 
poco después de la puesta emergen las crías. 


FECUNDACIÓN 


La fecundación es la fusión de los gametos masculinos 
y femeninos seguida de la unión de los núcleos. En ani- 
males acuáticos como el erizo de mar, la fecundación 
suele producirse después de la liberación de los game- 
tos y es, por tanto, externa. En los animales terrestres 
suele ser interna. En las aves sucede antes de la puesta 
y de la acumulación de membranas en el oviducto. 
Existen diferencias en la fecundación desde el erizo 
de mar hasta los mamíferos; no obstante, no deben de 
ser procesos tan diferentes, ya que en los mamíferos 
puede realizarse en el laboratorio una fecundación ex- 
terna (fecundación in vitro). A continuación se expon- 
drán secuencialmente las diferentes fases de la fecun- 
dación, comparando ambos grupos de animales. 


En los mamíferos, y posiblemente en los demás verte- 
brados cuyas vías espermáticas derivan del conducto 
de Wolff, los espermatozoides no pueden fecundar tal 
como se originan en el testículo, y necesitan un proceso 
de activación que, en los mamíferos, se realiza en dos 
fases: la primera tiene lugar en el aparato genital mas- 
culino (maduración en el epidídimo) y la segunda en el 
femenino (capacitación). 


MADURACIÓN EN EL EPIDÍDIMO 


Cuando los espermatozoides abandonan el testículo 
pasan a través de un conducto muy largo y contornea- 
do, que forma un cuerpo adosado al testículo, denomi- 
nado epidídimo. En los mamíferos, durante su paso por 
este conducto, los espermatozoides adquieren la capa- 
cidad o habilidad de fecundar en el proceso denomina- 
do maduración. En roedores la maduración tiene lugar 
en la cola del epidídimo, pero en el hombre parece pro- 
ducirse en los seis primeros centímetros del conducto 
del epidídimo. La maduración comprende: 


1. Cambios en la membrana plasmática del esper- 
matozoide. 


2. Desarrollo de la motilidad (interviene positiva- 
mente la carnitina). 

3. Incorporación de sustancias en la membrana plas- 
mática que reconozcan o sean reconocidas por 
los receptores de la membrana vitelina del óvulo. 

4. Adición de un factor discapacitante que les impo- 
sibilita momentáneamente para fecundar. 


Muchos de estos cambios se deben a sustancias 
(principalmente glucoproteínas) segregadas por el epi- 
telio de revestimiento del epidídimo. Al haberse demos- 
trado que espermatozoides extraídos directamente del 
testículo (sin haber pasado por el epidídimo) pueden fe- 
cundar, se ha puesto en duda la necesidad de esta ma- 
duración. 


CAPACITACIÓN EN ELTRACTO GENITAL 
FEMENINO 


Cuando el espermatozoide entra en la vagina, los ¡ones 
bicarbonato de ésta activan la adenilato ciclasa del es- 
permatozoide. El incremento de cAMP causa el proceso 
de capacitación, que requiere 5-6 horas y permite a los 
espermatozoides, potencialmente fértiles desde la ma- 
duración en el epidídimo, unirse al óvulo y penetrar en 
él. La capacitación implica: 


1. Pérdida del factor discapacitante añadido en el epi- 
dídimo (se observa cómo las células ciliadas del 
endometrio y de la trompa frotan con sus cilios la 
cabeza de los espermatozoides). 

2. Cambios en el metabolismo del espermatozoide: 
aumento del consumo de Oz, de la glucólisis, de la 
motilidad y de la supervivencia. 

3. Cambios en la composición lipídica y glucoproteica 
de la membrana plasmática del espermatozoide e 
hiperpolarización de ésta. Estos cambios capacitan 
al espermatozoide para realizar la reacción del acro- 
soma y liberar enzimas hidrolíticas. 


Los estrógenos y el líquido folicular parecen finalizar 
la capacitación. Las hormonas FSH, LH y hCG mejoran 
in vitro la penetración del espermatozoide a través de la 
pelúcida. 
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o en la zona pelúcida (óvulo de mamíferos) (Figs. 9.26 
y 9.27). Estas proteínas y sus receptores son diferentes 
para cada especie. En los mamíferos (cuyos óvulos care- 
cen de capa de gelatina), la glucoproteína ZP3 de la pelú- 


En los espermatozoides flagelados el espermatozoide cida actúa como receptor específico del espermatozoide. 
se aproxima al óvulo mediante movimientos natatorios. La unión del espermatozoide a esta glucoproteína está 
No parece existir una atracción por parte del óvulo, ya mediada por una molécula (probablemente la enzima ga- 
que los movimientos del espermatozoide son ciegos. El lactosil transferasa) de la superficie del espermatozoide. 


contacto se basa en el elevado número de espermato- 
zoides que acuden al óvulo. 

La unión del espermatozoide a las cubiertas del óvu- 
lo está mediada por la unión de proteínas específicas de 


la membrana del espermatozoide con receptores espe- La unión del espermatozoide al óvulo induce la reacción 
cíficos en la membrana vitelina (óvulo del erizo de mar) del acrosoma, que supone la fusión del acrosoma con la 

membrana plasmática del espermatozoide y la consiguien- 
A N te liberación del contenido del acrosoma, consistente en 


enzimas hidrolíticas que disuelven la pelúcida (Fig. 9.27). 
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En el extremo cefálico del espermatozoide se forma un 
pliegue citoplásmico integrado en parte por la membra- 
na acrosómica interna y por la membrana plasmática del 

= espermatozoide. Este pliegue se denomina prolongación 
Fusión de la región acrosómica o perforatorio y es impulsado por la polime- 
subacromosómica 


: Completada izació i i 4 2 
del espermatozoide (0) (o) p rización de la actina situada entre el núcleo y el acroso 


la reacción . 27). L $e AR . 
. 9.27). rolon ión acr mi ravi l 
con la membrana delacroso ma ma (Fig. 9.27). La prolongación acrosómica atraviesa la 


del óvulo Da 00 capa de gelatina hasta ponerse en contacto con la mem- 


brana vitelina del óvulo. En este proceso, a partir del pre- 
cursor inactivo proacrosina, adherido a la membrana in- 
terna del acrosoma, se forma una enzima del tipo tripsina, 
denominada acrosina, que se libera tras producirse la re- 
J acción del acrosoma. 


Fusión de las membranas plasmáticas 
del espermatozoide y del óvulo 


Figura 9.26. Esquema de los diferentes estadios de la 
fecundación en mamíferos. 
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Figura 9.27. Reacción del acrosoma en el erizo de mar. 
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Figura 9.28. Reacción del acrosoma en los mamíferos. J 


La reacción acrosómica es desencadenada por la ca- 
pa de gelatina del óvulo, que contiene un polisacárido 
rico en sulfato de fucosa, el cual se une a una glucopro- 
teína receptora de la membrana plasmática del esper- 
matozoide, causando en ella dos efectos: 


1. Una despolarización que provoca la apertura de los 
canales de Ca” regulados por voltaje y la entrada 
de Ca% en el citoplasma del espermatozoide. 

2. La activación de una bomba de H* que bombea H* 
hacia el exterior (aumentando el pH) e incorpora 
Na’ al citoplasma del espermatozoide. 


El aumento de la concentración de Ca? y Nat y del 
pH es responsable de que la actina se polimerice y se 
forme la prolongación acrosómica. En el proceso de 
elongación interviene también la presión hidrostática 
causada por un flujo neto de ¡ones (Ca?*, Na+ y Cl-) que 
implica la incorporación de agua. 

En la punta de la prolongación acrosómica quedan 
componentes de la membrana del acrosoma y el conte- 
nido de éste, que consiste en: 


1. Enzimas hidrolíticas que destruyen la capa de ge- 
latina del óvulo para que la prolongación acrosó- 
mica pueda establecer contacto con la membrana 
vitelina del óvulo. 

2. Proteínas que unen la prolongación acrosómica a 
la membrana vitelina del óvulo. 

3. Enzimas hidrolíticas que destruyen la membrana 
vitelina del óvulo para que la membrana de la 
prolongación acrosómica se fusione con la mem- 
brana plasmática del óvulo. 


MAMÍFEROS 


En los mamíferos la reacción acrosómica difiere de la del 
erizo de mar. La unión del espermatozoide a la ZP3 induce 
un bombeo del Ca% extracelular al citosol, donde se une a 
la calmodulina. La entrada de Ca% en la cabeza del esper- 
matozoide está asociada a la entrada de Na* y acoplada a 
un bombeo de H+ al exterior dependiente de ATP. Esta 
reacción hace que la membrana acrosómica externa se 
una a la membrana plasmática a través de un proceso de 


vesiculación. Las vesículas formadas por ambas membra- 
nas se pierden, quedando expuesta la membrana acrosó- 
mica interna y liberándose las enzimas acrosómicas sobre 
la pelúcida (Fig. 9.28). Las enzimas acrosómicas compren- 
den proteasas, hialuronidasa, glucosidasas, fosfatasa áci- 
da, nucleofosfatasas, arilsulfatasas y fosfolipasas. Tam- 
bién se liberan glucoproteínas que se unen a la ZP2 o que 
fusionan la membrana del espermatozoide y la del óvulo. 


ERIZO DE MAR 


Una vez atravesada la capa de gelatina, el espermatozoide 
se une a la membrana plasmática del óvulo mediante una 
proteína específica denominada bindina, de unos 30 kDa 
de peso molecular. Esta proteína se encuentra en la mem- 
brana que recubre la prolongación acrosómica del esper- 
matozoide, la cual proviene de la membrana interna del 
acrosoma (Fig. 9.29). El receptor de la bindina es una glu- 
coproteína de peso molecular superior a un millón de dal- 
tons, y se encuentra en la superficie del óvulo. De este 
modo, la membrana de la prolongación acrosómica se fu- 
siona a la membrana plasmática del óvulo (Fig. 9.27). 
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Figura 9.29. Representación esquemática de la interven- 
ción de la bindina en el contacto del espermatozoide con 
el óvulo en el erizo de mar. 


J 
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MAMÍFEROS 


En el hámster hay una proteína transmembranosa en la 
membrana acrosómica interna, llamada PH-30, que que- 
da expuesta en la reacción del acrosoma. Esta proteína 
tiene dos subunidades (a y B). El dominio extracelular de 
la subunidad o. contiene una región de unos 20 aminoáci- 
dos, semejante a las regiones fusogénicas de las proteí- 
nas de fusión víricas. El dominio de la subunidad f es se- 
mejante al de algunas proteínas de membrana que son 
receptores de integrinas, y parece que se uniría a una 
proteína del tipo integrina de la membrana plasmática 
del óvulo. La membrana plasmática de la región post- 
acrosómica se fusiona con la del óvulo (véase Fig. 9.26). 


Las microvellosidades de la membrana del óvulo parti- 
cipan en la fusión de las membranas del espermatozoi- 
de y del óvulo y en la introducción de la cabeza del es- 
permatozoide en el óvulo (Fig. 9.30). En el erizo de mar 
se ha visto que esas microvellosidades rodean y atraen 
al espermatozoide. La fuerza para la introducción del 
espermatozoide parece residir en las proteínas contrác- 
tiles de la corteza del óvulo. 


En huevos con membranas gruesas y resistentes 
(como el corion de insectos y peces), los espermatozoi- 
des penetran por una cavidad o conducto especial: el 
micropilo. 


El bloqueo a la polispermia se inicia tras la fusión del es- 
permatozoide con el óvulo y se completa tras la entrada 
del espermatozoide. El proceso comprende las dos reac- 
ciones que se describen a continuación. 


PRIMER BLOQUEO DE LA POLISPERMIA 


El primer bloqueo de la polispermia se debe a la despo- 
larización rápida de la membrana plasmática del óvulo, 
lo que ocurre en tan sólo tres segundos en el erizo de 
mar. Esto se debe a un aumento de la permeabilidad de 
la membrana plasmática al Na* que produce un cambio 
en el potencial de membrana desde -60 mV (potencial 
normal) a +20 mV; la situación tarda aproximadamente 
un minuto en volver a la normalidad. Se cree que este 
cambio de potencial produce la alteración de alguna 
proteína de la membrana plasmática del óvulo para que 
no se pueda fusionar con el acrosoma. 
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Figura 9.30. Penetración del espermatozoide de criceto en el citoplasma del óvulo. El espermatozoide es captado por las mi- 
crovellosidades del óvulo y la membrana plasmática del óvulo se fusiona con la membrana acrosómica interna y la envoltura 
nuclear del espermatozoide. El núcleo del espermatozoide comienza a sufrir cambios que se inician con una hinchazón del nu- 
cleoplasma y cambios en la cromatina y con el inicio de la formación de la envoltura nuclear. Finalmente, el núcleo espermáti- 
co queda configurado y preparado para unirse al del óvulo. (Modificado de Yanagimachi y Noda. Am J Anat, 1970; 138:429.) 


En huevos con mucho vitelo, como los de los molus- 
cos, elasmobranquios, urodelos, reptiles y aves, pue- 
den penetrar varios espermatozoides (polispermia), pe- 
ro sólo uno se conjuga con el núcleo del óvulo. En los 
peces cuyos óvulos poseen micropilo (lo que obliga a 
los espermatozoides a penetrar de uno en uno), el paso 
del primer espermatozoide provoca la reacción cortical 
que veremos a continuación, impidiendo la entrada de 
un segundo espermatozoide. Pero en los óvulos que no 
poseen micropilo, el bloqueo de la polispermia debe ser 
aún más rápido, y se inicia con esta inmediata despo- 
larización de la membrana del óvulo. 


REACCIÓN CORTICAL 


El segundo bloqueo de la polispermia se debe a los grá- 
nulos corticales anteriormente descritos. En el óvulo de 
ratón hay unos 4000, y en el de erizo de mar unos 15 000. 
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La reacción cortical se desencadena por la hidrólisis 
del PIP, en la membrana plasmática del óvulo, formán- 
dose diacilglicerol e IP3. Este último causa la liberación 
de Ca” desde el retículo endoplasmático liso al citosol, 
induciendo un aumento de la concentración de Ca” en la 
zona cortical (de 1 uM a 5 uM), mientras que el diacilgli- 
cerol activa la proteína quinasa C que también se une al 
Ca” (véase Fig. 7.40.B). Esta situación dura entre dos y 
tres minutos. Este aumento del Ca” citosólico va seguido 
por ondas de oscilación de esta concentración, posible- 
mente provocadas por la entrada de una proteína no 
identificada. Dichas oscilaciones activan los gránulos 
corticales, que se fusionan a la membrana plasmática y 
vierten sobre ella su contenido. En la membrana plasmá- 
tica del óvulo se observa un gran incremento de las mi- 
crovellosidades. La reacción cortical es como una onda 
que se propaga de forma circular a todo el óvulo desde 
el punto de penetración del espermatozoide. Se inicia a 
los 10-30 segundos de la entrada del espermatozoide y 
termina aproximadamente a los 60 segundos (Fig. 9.31). 
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Figura 9.31. Esquema de la reacción cortical en la fecundación del óvulo. A: Erizo de mar. Los gránulos corticales del óvulo li- 
beran por exocitosis su contenido, que altera la membrana vitelina tranformándola en la membrana de fecundación que impide la 
entrada de otro espermatozoide. B: Mamíferos. La liberación del contenido de los gránulos corticales elimina los hidratos de car- 
bono de la glucoproteína ZP3, impidiendo que pueda unirse a otro espermatozoide, y destruye la ZP2, endureciendo la pelúcida. 
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Erizo de mar 


En el erizo de mar, las enzimas liberadas (proteasas y pe- 
roxidasa), las mucinas y las proteínas estructurales tie- 
nen varios efectos: 


1. Las enzimas proteolíticas degradan las glucoproteí- 
nas que unen la membrana plasmática y la mem- 
brana vitelina, facilitando la separación de ambas. 
También degradan los receptores de bindina, impi- 
diendo la unión de otros espermatozoides. 

2. La membrana vitelina se separa de la membrana 
plasmática porque entre ambas se forman muci- 
nas, que provocan la entrada de agua por ósmosis. 

3. La peroxidasa forma enlaces cruzados entre las pro- 
teínas de la membrana vitelina, endureciéndola e 
impidiendo la entrada de espermatozoides. Esta 
nueva membrana se denomina membrana de fe- 
cundación (Fig. 9.31.A). 

4. Los gránulos corticales producen una proteína de- 
nominada hialina que recubre la membrana plas- 
mática del óvulo formando la envoltura hialina, 
que servirá de armazón para los futuros blastó- 
meros del embrión. 


Mamíferos 


En los mamíferos los efectos, son similares, aunque me- 
nos llamativos pues la membrana de fecundación no se 
distingue morfológicamente de la pelúcida (Fig. 9.31.B). 
La liberación del contenido de los gránulos corticales tie- 
ne un doble efecto, conocido como acción zonal: 


1. La eliminación de los hidratos de carbono de la ZP3, 
con lo que ningún espermatozoide puede unirse a 
este componente de la pelúcida. 

2. La escisión del componente ZP2, que causa un en- 
durecimiento de la pelúcida. 


Este proceso ha sido bien estudiado. A los 60 segundos, 
con la intervención de la proteína quinasa C, se produce 
una salida de ¡ones H', acoplada a la entrada de Na’, 
que se traduce en un incremento del pH intracelular. Es- 
te incremento, unido al incremento de las concentracio- 
nes de Na‘ y Ca”, induce la activación del huevo. Antes 
de la fecundación, el óvulo está metabólicamente ale- 
targado: no sintetiza DNA y realiza una escasa síntesis 
de RNA y proteínas. Con la entrada del espermatozoide 
aumenta el metabolismo y empieza a aumentar la sínte- 
sis proteica (a los ocho minutos) y la de RNA (a los 30- 
40 minutos). La fusión de los pronúcleos masculino y 
femenino se produce a los 30 minutos. Ambos deben 
recorrer un largo trayecto hasta encontrarse (si se tie- 
nen en cuenta las dimensiones del óvulo), en el cual in- 
terviene el citoesqueleto. El espermatozoide, además 
del DNA, cede la pareja de centríolos, puesto que el 
óvulo pierde la suya en la última división meiótica (véa- 
se Fig. 9.30). A los 30-45 minutos se inicia la replicación 
del DNA y la segmentación (véanse Figs. 10.15 y 10.16). 
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DESARROLLO EMBRIONARIO EN EL ERIZO DE MAR 


El huevo del erizo de mar es del tipo oligolecito y simétri- 
co radialmente. Antes de la fecundación, la pigmenta- 
ción es homogénea. Sin embargo, como consecuencia 
de las reacciones a la fecundación, aparece un gradiente 
vertical en la pigmentación que aumenta desde el polo 
animal o superior al vegetativo o inferior, que adquiere 


Figura 10.1. Fotografías de las primeras etapas del desarrollo embrionario del erizo de mar, tomadas con el microscopio de 
contraste de fases. A: Cigoto. La flecha indica el punto de entrada del espermatozoide. B: Etapa de dos células. C: Etapa de 8 
células. D: 16 células. Se distinguen ya los mesómeros (Me), macrómeros (Ma) y micrómeros (Mi). E: Blastocisto. Bc: blastoce- 
le. PV: polo vegetativo. F: Inicio de la gastrulación con la formación del blastoporo (Bp) en polo vegetativo (PV). G: Gastrula- 
ción avanzada. Se aprecia el arquénteron (Aq) y el mesodermo primario (MP). 


un color rojo (Figs. 10.1.A y 10.2.A). Dicho gradiente se 
pone más de manifiesto mediante centrifugación y re- 
ducción del verde Jano. 

El huevo es fecundado en el agua. La primera etapa 
del desarrollo del cigoto se conoce con el nombre de 
segmentación, ya que éste se divide rápidamente, en 
planos verticales u horizontales a través de la circunfe- 
rencia del huevo, originando células más pequeñas (blas- 
tómeros). La dirección de estos planos se determina por 
el plano de división del núcleo (placa ecuatorial). 
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Figura 10.2. Segmentación y formación de la blástula 
en el erizo de mar. 
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El primer plano de segmentación es vertical; el segun- 
do es también vertical, y el siguiente horizontal, dando lu- 
gar al estadio de ocho blastómeros (Figs. 10.1.B, 10.1.C y 
10.2.B-10.2.D). Entre estas mitosis no hay crecimiento ce- 
lular, sino sólo un reparto de citoplasma del huevo entre 
los blastómeros. En el siguiente estadio (16 blastómeros) 
ya tiene lugar una división desigual del citoplasma, que 
origina tres grupos celulares (Figs. 10.1.D y 10.2.E): 


1. Mesómeros. Son los blastómeros superiores que 
forman un anillo de ocho células. 

2. Macrómeros. Son los cuatro blastómeros situados 
inmediatamente debajo de los mesómeros. Son de 
mayor tamaño que éstos y se dividen por un plano 
vertical y luego por otro horizontal, para dar lugar a 
dos capas de ocho células cada una (Fig. 10.2.F). 


3. Micrómeros. Son los blastómeros inferiores, que 
forman otro anillo de cuatro células muy pequeñas. 


Durante el proceso de segmentación se va formando 
un conglomerado celular, de aspecto más o menos ma- 
cizo que, por su forma, similar a una mora se denomina 
mórula (Fig. 10.2.G). 

Las divisiones siguientes dan lugar a una esfera hue- 
ca, denominada blástula, cuyo interior está lleno de lí- 
quido y se denomina blastocele (Fig. 10.1.E y 10.2.H). La 
capa de blastómeros que forma la pared de la blástula 
se denomina blastodermo, y está integrada por un úni- 
co estrato de células. Estas células se unen entre sí por 
uniones del tipo hendidura y, en la zona más externa 
del embrión, por uniones estrechas que evitan el paso 
de sustancias por los espacios intercelulares y aíslan al 
embrión. El blastocele se forma por un mecanismo de 
bombeo de Na’ a través de las membranas celulares 
hacia los espacios intercelulares del interior del em- 
brión. El Na* arrastra agua, y asi se va almacenando el 
líquido que forma esa cavidad interna. 

Las divisiones continúan, y las células se hacen pro- 
gresivamente más pequeñas durante el estadio de blás- 
tula. En el desarrollo de los blastómeros se forman 
pronto unos cilios que baten en la superficie del em- 
brión, que ahora se libera de las membranas que lo en- 
cerraban. En las células del polo animal se diferencian 
entonces unos cilios muy largos, que forman un pena- 
cho apical. Mientras tanto, se achata el polo vegetativo 
(Fig. 10.2.1). En ese momento puede establecerse el des- 
tino de los diversos territorios embrionarios, según ha- 
yan surgido de las partes superior (animal) o inferior 
(vegetativa) del huevo: 


1. Los mesómeros y la fila superior de macrómeros 
están destinados a convertirse en ectodermo. 

2. La región que procede de los restantes macróme- 
ros originará el endodermo. 

3. Los micrómeros darán lugar al mesodermo. 


Posteriormente, el ectodermo formará la región más 
externa (epidermis) del embrión y diferenciaciones epi- 
dérmicas. Los micrómeros proliferan y migran hacia la 
cavidad blastocélica. Estas células han perdido su afini- 
dad por los epitelios, pero adquieren afinidad por la fi- 
bronectina que rellena el blastocele, y se desplazan por 
éste mediante la emisión de filopodios hasta situarse en 
puntos determinados del revestimiento de la cavidad 
blastocélica (Fig. 10.3). Forman el mesénquima prima- 
rio, que dará lugar a las espículas calcáreas del esquele- 
to (véanse Figs. 10.1.F y 10.2.J). 


Así como los primeros estadios del desarrollo del em- 
brión implican principalmente división celular y la apa- 
rición de células de diferente tamaño, durante la gastru- 
lación el movimiento celular es mucho más importante. 
La transición de la segmentación a la gastrulación en el 


Células 
mesenquimáticas 
primarias 


Blastocele 


Figura 10.3. Formación de las células mesenquimáticas 
primarias por emigración de los micrómeros dentro de la 
cavidad blastocélica. Las células emiten pseudópodos, y 
mediante ellos se arrastran por la cara interna de la pared 
de la cavidad. 


erizo de mar se inicia con la formación del mesénquima 
primario, ya explicada. A continuación comienza propia- 
mente la gastrulación, con el plegamiento hacia dentro 
del territorio endodérmico que, una vez invaginados los 
micrómeros, queda situado en la base de la blástula (polo 
vegetativo). 

Las células del epitelio que constituyen esta región 
cambian de aspecto y adquieren forma de cuña, con la 
base ensanchada en la superficie interna (Fig. 10.4). Este 
cambio hace que el epitelio se pliegue, invaginándose. 
Algunas células del extremo redondeado de la invagi- 
nación desarrollan filopodios, que se adhieren al revesti- 
miento interno de la cavidad blastocélica y ayudan a tirar 
de las células invaginadas y a definir su dirección. De es- 
te modo, la invaginación de la región vegetativa produce 
un intestino primitivo o arquénteron, que consiste en un 
epitelio que rodea una cavidad que comunica con el ex- 
terior por el blastoporo, en el punto donde se inició la in- 
vaginación (véanse Figs. 10.1.G y 10.5.A). 
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Figura 10.4. Movimiento celular en la gastrulación. Las 
células cambian de forma: pasan de tener una superficie 
externa más ancha que la interna a la situación opuesta. 
Esta inversión de la forma piramidal contribuye al plega- 
miento del epitelio hacia el blastocele. 


Las células que extendieron filopodios desde el extre- 
mo del arquénteron en formación hacia la cavidad blas- 
tocélica, se separan definitivamente del arquénteron y se 
establecen en lo que queda de cavidad blastocélica for- 
mando el mesénquima secundario. Esta región de me- 
sénquima secundario produce más esqueleto (que se 
añade al formado por el mesénquima primario) y la mus- 
culatura (Fig. 10.5.A). Del extremo del arquénteron se 
desprenden, además, dos vesículas celómicas. 

Durante la gastrulación se produce otro cambio de 
forma: la región del polo animal se encorva en el plano 
sagital, de modo que el embrión ya no es simétrico ra- 
dialmente, sino bilateralmente. La zona de los largos ci- 
lios se desplaza hacia adelante. La gastrulación termina 
cuando se obtiene la característica forma cónica de la 
larva madura (Fig. 10.5.B). Estos cambios son similares 
a los que en anfibios y aves producen la elongación de 
la cabeza a la cola. 

En el estado de larva, la parte superior del arquénte- 
ron se extiende hasta tocar el ectodermo, y se fusiona 
con éste formando el canal oral y la boca. El ano y canal 
anal se forman a partir del blastoporo. Ahora hay dos 
aberturas al exterior: boca y ano, entre las que se en- 
cuentra el tubo digestivo primitivo. Ciertos cambios 
posteriores conducen a la formación de la larva madura 
(pluteus) (Fig. 10.5.C). 
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DESARROLLO EMBRIONARIO EN ANFIBIOS 


Los huevos de anfibios como la rana o el tritón son de 
gran tamaño (entre dos y tres milímetros) y contienen 
cantidades considerables de vitelo. Antes de la fecun- 
dación, el huevo parece simétrico radialmente, igual 
que el del erizo de mar, y presenta un polo animal gene- 
ralmente muy pigmentado y un polo vegetativo sin pig- 
mentar. Cuando el espermatozoide establece contacto 
con el huevo, lo hace siempre por algún punto del he- 
misferio animal. Entonces se produce un giro de unos 
30° del citoplasma cortical del polo animal, rico en acti- 
na, con respecto al resto del citoplasma interno. Este gi- 
ro se realiza hacia el punto de entrada del espermato- 
zoide. Como los gránulos de pigmento del huevo se 
desplazan en la rotación, en el punto opuesto al de en- 
trada del espermatozoide queda una región de material 
poco pigmentado (falta el pigmento más cortical, que 
es ahora ocupado por vitelo no pigmentado), denomi- 
nada medialuna gris por su forma y color. Esta región 
marca la cara dorsal del embrión, mientras que la zona 
opuesta, de entrada del espermatozoide, señala la cara 
ventral (Fig. 10.6.A y véase Fig. 11.16). La posición de la 
medialuna gris determina también el plano bilateral de 
simetría que divide la medialuna gris en dos partes 
iguales. En este plano se formará el futuro surco neural. 

La segmentación de los huevos de anfibios es total, 
y los primeros estadios se parecen a los del erizo de 
mar. Sin embargo, la concentración del vitelo en la re- 
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Figura 10.6. Segmentación y formación de la blástula 
en los anfibios. 
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gión vegetativa afecta al tamaño de los blastómeros, 
que son desiguales a partir de la tercera división (seg- 
mentación desigual). Además, las mitosis ocurren más 
rápidamente en la región animal que en la región vege- 
tativa. Estas diferencias de velocidad en las mitosis 
guardan relación no sólo con el número de células que 
se localizan en ambas regiones sino también con su ta- 
maño; de modo que en la región animal se forman mu- 
chas células de tamaño moderado (futuro ectodermo) y 
en la vegetativa se forman grandes células con vitelo 
(Figs. 10.6.B, 10.6.C, 10.7.A y 10.7.B). 

Con las sucesivas divisiones se llega a la mórula y a 
la blástula, que es una esfera hueca con una cavidad 
blastocélica como en el erizo de mar, pero desplazada 
hacia el polo animal (Fig. 10.6.D). 


Como en el erizo de mar, la gastrulación se produce por 
invaginación de la blástula esférica mediante el movi- 
miento de penetración del blastodermo en el blastoporo, 
que se abre donde se encontraba la medialuna gris. Pero, 
a diferencia de lo que se observa en el erizo de mar, gran 
parte del mesodermo se deriva del tejido que se introdu- 
ce en la cavidad blastocélica alrededor del labio dorsal 
del blastoporo. Las células que se invaginan tienen forma 
de botella, con cuerpo ancho y cuello estrecho. A la vez 
que el mesodermo se desplaza hacia el blastocele, las cé- 
lulas del polo vegetativo (futuro endodermo) se invagi- 
nan por el labio ventral y forman transitoriamente un ta- 
pón vitelino (Figs. 10.7.C, 10.7.D y 10.8.A). 

En este momento, el arquénteron está limitado dor- 
salmente por mesodermo y ventralmente por endoder- 
mo. En el techo del arquénteron, a lo largo del eje de si- 
metría, se pliega el mesodermo para formar un cordón 
denominado notocorda (Fig. 10.8.A). El endodermo aca- 
bará por cerrar dorsalmente el arquénteron, originán- 
dose las tres hojas embrionarias. 


A continuación tiene lugar la neurulación, es decir, la fa- 
se del desarrollo embrionario de los vertebrados en que 
se inicia la formación del sistema nervioso. En esta fase 
el embrión se denomina néurula. Los cambios se produ- 
cen en el ectodermo dorsal inmediatamente por delante 
del blastoporo y a lo largo del plano de simetría, por enci- 
ma de la notocorda. Esta región se engruesa, al hacerse 
más altas sus células, convirtiéndose en la placa neural 
que dará lugar al tejido nervioso (Fig. 10.8.B). Posterior- 
mente, las células situadas a lo largo del plano sagital de 
esta placa adquieren forma de cuña, con la base más an- 
cha en la parte más profunda del embrión. Como las cé- 
lulas están unidas entre sí, el cambio de forma celular 
determina la formación de un surco llamado surco neu- 
ral, limitado lateralmente por unos rebordes engrosados 


Figura 10.7. Desarrollo embrionario en la rana. A: Embrión de 8 células. Se distinguen los micrómeros (Mi) de los macrómeros 
(Ma). PA: polo animal. PV: polo vegetativo. B: Blástula en la que se observan numerosos micrómeros (Mi) y escasos macrómeros 
(Ma). C: Gástrula. D: Sección histológica de un embrión como el de la figura anterior. B: blastocele. Ar: arquénteron. E: Néurula 
(embrión de 4-5 días) en tres posiciones diferentes. CN: cresta neural. SN: surco neural. F: Embrión de 5-6 días. El surco neural se 
ha transformado en el tubo neural (TN). G: Sección histológica longitudinal sagital de un embrión como el de la figura anterior. Se 
observan los esbozos de la faringe (F), intestino medio (IM), intestino posterior (IP), médula espinal (Med), mesencéfalo (Ms), pro- 
sencéfalo (Pr), rombencéfalo (R) y la vesícula óptica (VO). H: Sección histológica transversal media de un embrión como el de la fi- 
gura anterior, con las diferentes capas coloreadas. Se observan el arquénteron (Ar), ectodermo (Ec), endodermo (En), los mesoder- 
mos intermedio (MI), lateral (ML) y paraxial (MP) y el tubo neural (TN). I: Embrión de 8-9 días. S: somitas. J: Embrión de 9-10 días. 
A mayor aumento se observan las cabezas de dos embriones en las que puede verse el inicio de las branquias externas. K: Embrión 
de 10-11 días, que ha abandonado la cubierta gelatinosa del huevo y ha desarrollado la cola. L: Detalle de la cabeza de un embrión 
como el de la figura anterior en el que se observan las branquias. (Las Figuras B, C, E, F, I-L son fotografías tomadas de The Frog 
and Pond Diary 2000. Las Figuras A, D, G y H se han tomado de Scadding S, y Ackerley SK, Developmental Biology on line.) 
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Figura 10.8. Gastrulación y neurulación en los anfibios. 
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denominados pliegues neurales. Ambos pliegues origi- 
nan bandas de células que forman las crestas neurales 
(Fig. 10.7.E). La invaginación ectodérmica del surco neu- 
ral termina cerrándose por los pliegues neurales y forma 
el tubo neural (Figs. 10.7.F-10.7.H y 10.8.C). En la forma- 
ción del tubo neural intervienen componentes del citoes- 
queleto, como microtúbulos, actina y miosina, que alar- 
gan y contraen las células. 


El tubo neural da lugar al sistema nervioso central. 
Las células de la cresta neural emigran extensamente 
por todo el embrión originando los componentes del 
sistema nervioso periférico. El desarrollo posterior del 
ectodermo y el mesodermo, así como los tejidos y ór- 
ganos derivados de estas capas, es muy similar en to- 
dos los vertebrados, y se tratará más delante, al estu- 
diar el embrión de los mamíferos. 
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DESARROLLO EMBRIONARIO EN LAS AVES 


El óvulo maduro del ave está encerrado en la membrana 
vitelina, que es una capa de proteínas. La fecundación se 
produce antes de la puesta, cuando el óvulo está todavía 
en esas condiciones. Las membranas adicionales (clara, 
cáscara) se depositan posteriormente alrededor del óvulo 
fecundado mientras éste pasa a través del oviducto. Estas 


capas garantizan que el embrión pueda desarrollarse en 
condiciones estables en un medio acuoso, aislado del 
medio ambiente externo. La mayor parte del huevo está 
lleno de vitelo, y sólo se segmentará la zona superficial 
del polo animal (segmentación parcial), que presenta un 
aspecto claro o transparente. Debido a ello, la segmenta- 
ción conduce a la formación de una blástula no esférica, 
sino aplanada (discoblástula) (Figs. 10.9.A-10.9.E). 

La segmentación tiene lugar según planos verticales 
(radiales o perpendiculares a ellos) hasta el estadio de 32 
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células, las cuales, por consiguiente, quedan en el mis- 
mo plano y abiertas al vitelo. Después se produce tam- 
bién la separación del vitelo y la segmentación en planos 
horizontales. La lámina celular de escasas células de es- 
pesor así producida constituye el blastodermo que, en 
conjunto, es alargado y aplanado. En una fase de seg- 
mentación más avanzada, los blastómeros del área cen- 
tral se separan del vitelo subyacente dejando debajo del 
blastodermo un espacio claro denominado cavidad sub- 
germinal o blastocele primario. Visto desde arriba, el dis- 
co embrionario muestra dos zonas (Fig. 10.9.F): 


1. Área clara o lúcida. Es la zona central, de células 
transparentes, y está separada del vitelo por la cavi- 
dad subgerminal. Estas células son las únicas que, 
por divisiones sucesivas, formarán el embrión. 

2. Área opaca. Es la zona periférica (células de los lí- 
mites del disco embrionario), que rodea a la ante- 
rior. Es de aspecto engrosado y opaco. Está cons- 
tituida por blastómeros con gran cantidad de 
vitelo, que se continúan con el vitelo del resto de 
huevo. Estas células intervienen en la degrada- 
ción del vitelo subyacente y así, indirectamente, 
suministran alimentos para el embrión. 


Las células del área lúcida formarán dos capas (blás- 
tula secundaria): la superior o epiblasto, de varios estra- 
tos celulares, que originará el ectodermo; y la inferior o 
hipoblasto, de un único estrato de células que se han se- 
parado del epiblasto y que sólo se extienden en el área 
lúcida (Figs. 10.9.G y 10.9.H). Entre ambas capas queda 
una pequeña hendidura: el blastocele secundario. En el 
área opaca los blastómeros descansan directamente so- 
bre el vitelo. El huevo fecundado recién puesto se en- 
cuentra en este estado. En el epiblasto pueden trazarse 
las zonas presuntivas de diferenciación (Fig. 10.9.1). 


La gastrulación en las aves comienza con el desarrollo 
de la llamada línea primitiva: una región engrosada y 
alargada del epiblasto, que se extiende desde la región 
posterior del embrión (desde el límite entre el área opa- 
ca y el área lúcida) hacia delante, hasta ocupar 3/5 par- 
tes de la longitud del área lúcida. Cuando las células del 
epiblasto se concentran en la línea media para formar la 
línea primitiva, las partes del epiblasto situadas en posi- 
ción más lateral y anterolateral se van desplazando a su 
vez hacia la línea media del blastodermo (Fig. 10.10.A). 

Para entender los movimientos de gastrulación del 
embrión de pollo hay que tener en cuenta que, a causa 
de la gran cantidad de vitelo, la blástula de las aves no 
puede gastrular por invaginación, como lo hacen la del 
erizo de mar y la del anfibio. El embrión de ave debe su- 
frir una gastrulación especial, en la que no participan 
células con vitelo. 

Los movimientos comienzan unas 10 horas después 
de la puesta del huevo en la región de la línea primitiva. 
A lo largo de ésta aparece un estrecho surco (surco primi- 
tivo) (Fig. 10.11.A). Las células situadas en la región cen- 
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Figura 10.10. Vías de emigración de células desde el epi- 
blasto hacia el interior del embrión de pollo. 
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tral de este surco y en su proximidad se mueven primero 
hacia abajo y luego lateralmente, situándose entre el epi- 
blasto y el hipoblasto. Esta modalidad de gastrulación re- 
cibe el nombre de gastrulación por inmigración (Fig. 
10.10.B). El surco primitivo equivale al blastoporo. Ahora 
la línea primitiva se alarga progresivamente. En su extre- 
mo cefálico se forma un engrosamiento en la superficie 
denominado nudo de Hensen (Figs. 10.11.B y 10.12.A). 
Desde él, células del epiblasto emigran hacia abajo y ha- 
cia adelante, extendiéndose sobre el hipoblasto para for- 
mar la denominada lámina procordal. Otras células del 
epiblasto las siguen a continuación y se extienden for- 
mando una masa densa en la línea media, inmediata- 
mente por delante del nudo de Hensen. Estas células dan 
lugar inicialmente al proceso cefálico, prolongación cefá- 
lica o proceso notocórdico, que terminará por formar una 
estructura primero tubular y después cilíndrica, que es la 
notocorda (Figs. 10.11.B y 10.11.C). 

Desde la parte anterior de la línea primitiva se inva- 
ginan células que luego emigran lateralmente y hacia 
adelante para formar una banda ancha a ambos lados 
del proceso cefálico, y que constituyen el mesodermo 
paraxial que dará lugar a los somitas. Desde la parte 
posterior de la línea primitiva emigran células hacia 
abajo y, desde allí, estas células se desplazan lateral- 
mente (más aún que las células que originarán el meso- 
dermo de los somitas) y hacia adelante, para formar el 
mesodermo intermedio y, a continuación, el mesoder- 
mo lateral. Este último se escindirá en dos capas: la ex- 
terna o mesodermo somatopleural y la interna o meso- 
dermo esplacnopleural. Entre ambas queda la cavidad 
celómica (Figs. 10.11.C, 10.12.A, 10.12.B y 10.13). 

Otras células que se invaginan también en la línea pri- 
mitiva se sitúan en la profundidad, sobre el hipoblasto, y 
forman el endodermo (Figs. 10.11.A, 10.11.B, 10.12.B, 
10.12.D y 10.13). Estas células permanecen en una banda 
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en la línea media. Hay células del hipoblasto que se aña- 
den también al endodermo, pero no participan en la for- 
mación del futuro tubo digestivo sino en el revestimiento 
endodérmico del saco que contiene el vitelo (saco viteli- 
no) (Fig. 10.14). 

La línea primitiva se alarga hasta extenderse más 
allá del centro del área lúcida, desplazándose en el pla- 
no sagital. Después de 16 horas empieza a acortarse, y 
el embrión va alargándose en dirección caudal (véanse 
Figs. 10.11.B, 10.11.C, 10.12.A y 12.12.C). 

Estos movimientos de gastrulación se traducen en 
una disposición del ectodermo, mesodermo y endoder- 
mo, similar a la que se observa en los anfibios. Pero el 
proceso comienza a partir de una hoja de células que se 
separan hacia abajo en capas de ectodermo y endoder- 
mo, con el mesodermo situado entre ambas. 


La región ectodérmica situada por delante del nudo de 
Hensen (y, por tanto, delante y encima de la notocorda) 
genera ahora una placa neural y un surco neural como 
en los anfibios (véanse Figs. 10.11.C, 10.12.C, 10.12.D y 
10.13.A). El surco neural se alarga y ocupa toda la re- 
gión que finalmente se convertirá en el encéfalo y la 
médula espinal (véase Fig. 10.12.E). La línea primitiva 
se reduce ahora a la región de la cola. El repliegue cefá- 


lico se va extendiendo por debajo del tejido neural. Los 
bordes del surco neural se fusionan para formar un tu- 
bo neural y las crestas neurales (véanse Figs. 10.13.B- 
10.13.E y 10.14). Durante este proceso, los somitas em- 
piezan a formarse a cada lado de la notocorda. Primero 
se desarrollan cerca de la región cefálica y luego apare- 
cen progresivamente a lo largo del eje hacia la región 
caudal. Durante estos estadios el embrión crece sobre- 
manera (véanse Figs. 10.12.C-10.13.1). 

El futuro tubo digestivo está constituido por una es- 
trecha banda endodérmica en la línea media que está 
cubriendo sólo la superficie superior de la cavidad sub- 
germinal (será el futuro techo del tubo digestivo). La re- 
gión inferior de esta cavidad limita con el vitelo (véase 
Fig. 10.16.A). Hasta las 24 horas no comienza el cierre 
de la parte anterior del tubo digestivo. La banda endo- 
dérmica comienza a plegarse por los márgenes, que se 
van cerrando para configurar el tubo digestivo, de for- 
ma que la parte superior de los pliegues formará el sue- 
lo del tubo digestivo, mientras que la parte inferior se 
continúa con el recubrimiento endodérmico del futuro 
saco vitelino. El cierre del intestino comienza por el de- 
sarrollo de dos bolsas: una cefálica (bolsa subcefálica), 
que se desarrolla primero, y otra caudal (bolsa subcau- 
dal), que se desarrolla más tarde. En la parte central, 
donde los pliegues están abiertos, el interior del tubo 
digestivo se continúa con el saco vitelino. Estas bolsas 
crecen progresivamente hacia la región central (véanse 
Figs. 10.12.F-10.12.| y 10.16.B-10.16.D). 
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Figura 10.12. Desarrollo del embrión de pollo. A: Embrión de 16 horas. LP: línea primitiva. NH: nudo de Hensen. B: Sección 
histológica transversal por la línea primitiva de un embrión como el anterior en la que se muestran el ectodermo (Ec), el endo- 
dermo (En) y el mesodermo (Ms). C: Embrión de 24 horas. PC: pliegue cefálico. PN: pliegue neural. D: Sección histológica sa- 
gital de un embrión como el de la figura anterior en la que se observa el ectodermo (Ec), endodermo (En), el espacio subcefáli- 
co (ES), el intestino posterior (IP) y el pliegue neural (PN). E: Sección histológica sagital del embrión de la figura anterior en la 
que se aprecia el encéfalo (E), la bolsa subcefálica (BS), corazón (C), neurocele (Ne), el intestino anterior (IA), la médula espi- 
nal (Med) y la notocorda (No). F: Embrión de 36 horas. C: corazón. E: encéfalo. TN: tubo neural y somitas. G-I: Secciones his- 
tológicas sagitales de embriones de 36 (G), 48 (H) y 72 (I) horas. A: aurícula. AB: arcos branquiales. AD: aorta descendente. 
C: corazón. Ce: cavidad celómica. D: diencéfalo. F: faringe. H: esbozo hepático. IA: intestino anterior. Med: médula espinal. 
Mi: mielencéfalo. Ms: mesencéfalo. Mt: metencéfalo. No: Notocorda. Pe: cavidad pericárdica. Pr: prosencéfalo. Pu: esbozo pul- 
monar. R: rombencéfalo. S: somitas. T: telencéfalo. TA: tronco arterial. V: ventrículo. (Las Figuras A, C y F son micrografías de 
Indigo Instrumens. Las Figuras E-D y G-I se han tomado de Scadding S y Ackerley SK, Developmental Biology on line.) 
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El embrión queda protegido por dos membranas, el 
amnios y el corion, y yace rodeado de líquido en la cavi- 
dad amniótica. En la región del tubo digestivo caudal al 
saco vitelino surge un pedículo, el pedículo alantoideo, 
que se desarrolla entre el amnios y el corion hasta for- 
mar otra membrana: el saco alantoideo, que crece cer- 
cando finalmente al embrión. Estas membranas facili- 
tan la respiración y la excreción, así como la protección 


del embrión (véase Fig. 9.25). Como el desarrollo tiene 
lugar a partir de una hoja en vez de a partir de una esfe- 
ra, se requieren algunos movimientos adicionales de 
curvatura para originar el intestino (Figs. 10.14 y 10.15). 
El desarrollo posterior de los órganos y el destino de las 
capas embrionarias es el mismo que en los mamíferos, 
de cuyo desarrollo embrionario se tratará a continua- 
ción. 


DESARROLLO EMBRIONARIO EN LOS MAMÍFEROS: 


EMBRIÓN 


Hacia el día 14 del ciclo menstrual femenino se expulsa 
un óvulo del ovario. Poco antes de la ovulación, las fim- 
brias de la trompa de Falopio cubren la superficie ovári- 
ca y el oviducto se empieza a contraer. Debido a los mo- 


HUMANO 


vimientos de los cilios del revestimiento epitelial, el 
ovocito es conducido por el oviducto. Las células de la 
granulosa se pierden porque se desconectan de la pelú- 
cida. La pared muscular de la trompa impulsa el ovocito 
hacia el útero (Figs. 10.15, 10.16.A y 10.16.B). 

Los espermatozoides pasan rápidamente de la vagi- 
na al útero merced a las contracciones vaginales y el 
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moco cervical. Después continúan hasta las trompas rente tamaño, la mayor de las cuales parece dividirse 
uterinas. Este ascenso se debe a contracciones de las primero (Fig. 10.16.C). A continuación, tienen lugar la 
capas musculares del útero y de la trompa, con la ayu- segunda y tercera divisiones mitóticas (véase Fig. 
da de la propulsión por la cola del espermatozoide. La 9.16.D). La etapa de ocho células se alcanza a las 40-50 
fecundación tiene lugar en la ampolla de la trompa. horas. Después se producen nuevas divisiones mitóti- 

Unas 30 horas después de la fecundación, el cigoto cas que dan lugar a la mórula (Figs. 10.16.E y 10.16.F). 


ha sufrido una mitosis y da lugar a dos células de dife- Los blastómeros resultantes dejan amplios espacios in- 
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tercelulares entre sí. Repentinamente se produce una 
compactación de los blastómeros, que forman una es- 
fera cuyas células superficiales se unen entre sí median- 
te uniones estrechas que sellan el acceso al espacio in- 
terior. Las células situadas internamente se comunican 
mediante uniones del tipo hendidura. En la mórula de 
16 células se distingue una masa celular interna (em- 
brioblasto) y otra masa celular externa circundante (tro- 
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foblasto). Aunque todas las células tienen el mismo as- 
pecto, la masa celular interna formará el embrión, y el 
trofoblasto, la placenta. 

A medida que progresa la segmentación, la mórula 
desciende por la trompa de Falopio hacia el útero (véase 
Fig. 10.15). Al 4.° o 5.” día la morula alcanza el útero; se 
acumula líquido en su interior y se forma una cavidad: el 
blastocele. La zona pelúcida desaparece y la blástula pri- 
maria formada se denomina blastocisto (Figs. 10.16.G, 
10.17.A y 10.18.A). En ese momento el blastocisto tiene 
de 58 a 107 células. La observación de un blastocisto de 
107 células reveló que poseía un embrioblasto de ocho 
células grandes y vacuoladas. Las otras 99 formaban el 
trofoblasto (30 células quedaban sobre el embrioblasto y 
las otras 69 constituían la pared del embrión). 

La fijación sobre el útero se produce entre el 5.” y 6.” 
día (Fig. 10.17.B). Las células trofoblásticas sobre el em- 
brioblasto se introducen en la mucosa uterina. Es posible 
que la erosión del epitelio endometrial se deba a enzimas 
de las células trofoblásticas, aunque a ella también contri- 
buye la mucosa uterina. Así termina la primera semana. 


CAMBIOS EN EL OVARIO Y EN EL ÚTERO 
EN RELACION CON LA FECUNDACION 


Después de la ovulación (haya o no fecundación), la fase 
proliferativa del endometrio descamado en la menstrua- 
ción continúa durante dos o tres días más para pasar a la 
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Figura 10.16. Primeras etapas del desarrollo embrionario del ratón. Observación con microscopio de contraste de fases y co- 
loreada informáticamente. A: Ovulo no fecundado. B: Ovulo fecundado en el que ha ocurrido la reacción cortical. C: Estadio de 
dos células. D: Estadio de 4 células. E: Mórula temprana. F: Mórula tardía. G: Blastocisto. X400. (Cortesía de R. Feito. Centro de 
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fase secretora o progestacional, debido a la progesterona 
segregada por el cuerpo lúteo. Las glándulas desarrolla- 
das se hacen tortuosas, la altura del endometrio sigue 
creciendo y se acumula glucógeno en las células epitelia- 
les. En ese momento, se distinguen en el endometrio tres 
capas que, enumeradas de la luz hacia dentro, son la 
compacta, la esponjosa y la basal (véase Fig. 9.21). 

Si no se produce la fecundación, a los nueve días de la 
ovulación el cuerpo lúteo (amarillo) degenera en corpus 
albicans, y disminuye la producción de progesterona. En 
el tejido conjuntivo del endometrio se observan leucoci- 
tos y eritrocitos que emigran de los vasos sanguíneos. 
Las arterias helicadas del útero se contraen marcadamen- 
te. Primero se produce una falta de irrigación, con lo que 
las células de las capas superficiales del endometrio mue- 
ren. Después, las arterias se relajan y la sangre escapa 
bruscamente hacia el tejido conjuntivo. Parte del endome- 
trio se desprende causando la menstruación. En los tres o 
cuatro días siguientes llegan a expulsarse las capas com- 
pacta y esponjosa del endometrio. El menstruo (50-60 mL) 
no coagula porque hay enzimas proteolíticas que destru- 
yen las proteínas necesarias para la coagulación. Las ar- 
terias basales (capa basal) del útero intervienen en la re- 
generación del endometrio durante los días siguientes 
(fase proliferativa). 

Si hay fecundación, el trofoblasto del embrión sintetiza 
la hormona gonadotropina coriónica (hCG) que impide la 
degeneración del cuerpo lúteo, el cual se convierte en el 
cuerpo lúteo grávido (de la gestación) (véase Fig. 9.18.B). 
Las glándulas endometriales producen mucha secreción 
de moco y glucógeno. Las arterias de las capas esponjosa 
y compacta se hacen tortuosas y densas, y el endometrio 
queda edematoso. Entonces se implanta el blastocisto en 
el hueco de una glándula. El cuerpo lúteo grávido conti- 
núa creciendo hasta que, al final del tercer mes, alcanza el 
30-50% del volumen ovárico. Hasta el final del cuarto mes 
las células luteínicas siguen segregando progesterona; 
después, degeneran lentamente. Si se extirpa el cuerpo 
lúteo antes del cuarto mes se produce un aborto. 


Al 8.” día del desarrollo embrionario el blastocisto está 
parcialmente incluido en el tejido conjuntivo endome- 


trial. El trofoblasto que recubre el embrioblasto forma 
un disco de dos capas: el citotrofoblasto (la más inter- 
na) y el sincitiotrofoblasto (la más externa), de acuerdo 
con la naturaleza de las células que las componen (Fig. 
10.17.B). Las mitosis tienen lugar en el citotrofoblasto. 
El sincitiotrofoblasto va aumentando de grosor debido 
a que se le añaden células del citotrofoblasto. En el polo 
opuesto (polo abembrionario o vegetativo), el trofoblas- 
to apenas se diferencia y es una delgada capa de célu- 
las aplanadas. En los días siguientes el sincitiotrofo- 
blasto irá extendiéndose hacia el polo vegetativo hasta 
terminar recubriendo todo el embrión (Fig. 10.19.A). 

Las células de la masa celular interna del embrioblasto 
se convierten en dos capas que, en conjunto, forman el 
disco germinativo o bilaminar. la capa germinativa endo- 
dérmica, que es la más interna y está formada por células 
cubicas bajas, y la capa germinativa ectodérmica, la más 
externa, formada por células más altas. Las células ecto- 
dérmicas están al principio muy unidas al citotrofoblasto, 
pero poco a poco comienzan a aparecer pequeñas hendi- 
duras, que se fusionan formando el espacio llamado cavi- 
dad amniótica. A lo largo del borde trofoblástico de esta 
cavidad se advierten células voluminosas y aplanadas: 
los amnioblastos (derivados probablemente del trofo- 
blasto). Los amnioblastos se continúan con la capa ecto- 
dérmica y revisten la cavidad amniótica (Fig. 10.19). 

Hacia el 9.” día el blastocisto se hunde por completo 
en el útero y un coágulo de fibrina cierra la entrada. En 
el sincitiotrofoblasto (muy desarrollado) del polo em- 
brionario aparecen lagunas. El tejido conjuntivo endo- 
metrial adyacente tiene células ricas en glucógeno y 
presenta congestión vascular (Fig. 10.19.A). En el polo 
vegetativo se separan células desde el citotrofoblasto. 
Estas células forman una capa delgada: la membrana 
de Heuser, que se continúa con el endodermo y forma 
el revestimiento de la cavidad exocelómica o saco viteli- 
no primitivo, el cual sustituye al blastocele. 

Hacia el 11. o 12.” día el coágulo de fibrina desapa- 
rece y el epitelio endometrial sustituye a la cicatriz, aun- 
que se nota el blastocisto, que forma un abultamiento 
en el útero. Las lagunas del sincitiotrofoblasto del polo 
embrionario se intercomunican. Como las células sin- 
citiales erosionan el tejido conjuntivo y destruyen el en- 
dotelio de los capilares congestionados (sinusoides), la 
sangre llega a invadir las lagunas del sincitiotrofoblas- 
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Figura 10.18. Desarrollo embrionario humano. A: Blastocisto de 4.5 días. Compárese con el esquema de la Figura 10.17.A. 
B: Embrión de 16 días. Compárese con la Figura 10.22.A. C: Embrión de 20 días. Compárese con la Figura 10.25.B. D: Embrión de 
22 días. Compárese con la Figura 10.31.A. E: Embrión de 33 días. F: Embrión de 37 días. G: Embrión de 41 días. H: Embrión de 
44 dias. I: Feto de 11 semanas rodeado por la placenta. (Las Figuras A, D e I son fotografías de R.J. Huskey. Zool 4134, Embryo- 
logy. Las Figuras B y C son fotografías de UNSW Embryology. Las Figuras E-H son fotografías del National Institute of Child He- 
alth and Human Development.) 
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Figura 10.19. Desarrollo del trofoblasto y del celoma extraembrionario en el embrión humano. 
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to. Con la erosión progresiva se ponen en comunica- 
ción las arterias, lagunas y venas. De este modo, la san- 
gre materna circula desde las arterias a las venas a tra- 
vés de las lagunas, estableciéndose la circulación 
útero-placentaria (Fig. 10.19.B). 


Del citotrofoblasto siguen separándose células que 
quedan por fuera de la cavidad exocelómica y forman el 
mesodermo extraembrionario. Éste queda limitado por 
el trofoblasto hacia fuera, y por el amnios y el saco vite- 
lino primitivo hacia dentro (Figs. 10.19.B y 10.20). En es- 
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te mesodermo se forman cavidades que, al fusionarse, 
forman el celoma extraembrionario. Rodean por com- 
pleto el saco vitelino y la cavidad amniótica, excepto 
donde el mesodermo extraembrionario forma la cone- 
xión entre el disco germinativo y el trofoblasto. El me- 
sodermo extraembrionario que reviste el citotrofoblas- 
to se denomina hoja somatopleural del mesodermo 
extraembrionario, y el que recubre el saco vitelino se 
denomina hoja esplacnopleural del mesodermo ex- 
traembrionario. Hacia el final de la segunda semana, en 
la porción cefálica, la hoja germinativa endodérmica 
muestra un pequeño engrosamiento llamado lámina 
procordal (Fig. 10.21.A). Se trata de una zona de células 
cilíndricas íntimamente unidas al disco ectodérmico su- 
prayacente. Hacia el final del 11.° día algunas células 
endodérmicas comienzan a extenderse por el interior 
de la membrana de Heuser (Fig. 10.19.B). 

El endodermo continúa proliferando por el interior de 
la membrana de Heuser hasta que se cierra delimitando 
una nueva cavidad: el saco vitelino secundario o definiti- 
vo (Figs. 10.20 y 10.21.B). Porciones voluminosas de la ca- 
vidad exocelómica forman quistes exocelómicos que se 
advierten en el celoma extraembrionario, que ahora está 
muy dilatado y se denomina cavidad coriónica. El celoma 
extraembrionario reviste el interior del citotrofoblasto for- 
mando la placa o lámina coriónica. El único sitio por don- 
de el mesodermo extraembrionario atraviesa la cavidad 
coriónica es por el pedículo de fijación que une el em- 
brión con el trofoblasto (Fig. 10.20). 


El endometrio aparece edematoso; sus células se han 
tornado poliédricas y acumulan lípidos y glucógeno. Son 
los cambios deciduales (reacción decidual), que se cir- 
cunscriben al lugar de la nidación pero que pronto alcan- 
zarán a todo el endometrio. El aumento de caudal san- 
guíneo puede causar hemorragias que se confunden con 
la menstruación. El trofoblasto correspondiente al polo 
embrionario se ha desarrollado mucho. El citotrofoblasto 
forma columnas que empujan el sincitiotrofoblasto en el 
endometrio dando lugar a los troncos de las vellosidades 
primarias (Fig. 10.20). 


Este proceso es muy similar al que tiene lugar en las aves. 
En la tercera semana del embrión humano se forma la /i- 
nea primitiva en la superficie del ectodermo, orientada ha- 
cia la cavidad amniótica (véase Fig. 10.18.B. y Figs. 10.21.A 
y 10.22.A). En el embrión de 15-16 días la línea primitiva es 
un surco angosto, limitado por zonas algo salientes. Su 
extremo cefálico se llama nudo primitivo o de Hensen, y 
es una elevación alrededor de una fosita (fosita primitiva) 
(Fig. 10.23.A). En un corte transversal por el extremo cau- 
dal del embrión se advierte que las células de la región de 
la línea primitiva son redondas. Además, se advierte una 
nueva capa celular entre las capas ectodérmica y endodér- 
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Figura 10.22. Embrión trilami- 
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mica: la capa germinativa mesodérmica (Fig. 10.22.B). Es- 
ta capa se origina a partir de las células ectodérmicas que 
comienzan a emigrar en dirección a la línea primitiva. Al 
llegar allí adoptan forma de matraz, se hunden y se diri- 
gen hacia el surco. Al invaginarse emigran entre las capas 
ectodérmica y endodérmica. Las células de esta capa ger- 
minal mesodérmica empiezan a emigrar en dirección late- 
ral y cefálica hasta llegar a la lámina procordal, pequeña 
zona donde las capas germinativas ectodérmica y endo- 
dérmica están firmemente unidas entre sí (Figs. 10.21.A y 
10.23.B). Las células que se extienden desde la fosita pri- 
mitiva hasta la lámina procordal forman un tubo: la pro- 
longación cefálica o notocordal, que se considera una pro- 
longación hacia adelante de la fosita primitiva (Figs. 
10.23.B y 10.23.C). En la zona de la lámina procordal, las 
células del ectodermo y endodermo se adhieren tan inti- 
mamente que las células de la prolongación cefálica no 
pueden separarlas. En la parte posterior del embrión, el 
ectodermo y el endodermo quedan también íntimamente 
unidos en la zona denominada lámina o membrana cloa- 
cal (Fig. 10.23.B). Para el día 17.” el ectodermo y el endo- 
dermo están completamente separados por el mesoder- 
mo, salvo en la lámina procordal y en la lámina cloacal, 
donde el mesodermo no tiene espacio para penetrar. 
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Figura 10.23. Formación de la prolongación notocordal, la lámina notocordal y el mesodermo intraembrionario en el embrión 


Para el 18.° día, el suelo de la prolongación notocor- 
dal se fusiona con el endodermo subyacente. La prolon- 
gación notocordal no es ya un tubo sino una lámina ce- 
lular (Fig. 10.23.D). En la fosita primitiva queda un 
conducto: el conducto neuroentérico, que comunica el 
saco vitelino con la cavidad amniótica (Fig. 10.24.A). En 
etapas ulteriores las células de la prolongación notocor- 
dal proliferan para transformar el tubo en un cordón 
macizo: la notocorda definitiva (Fig. 10.24). 

Al mismo tiempo que se forma la membrana cloacal, 
la pared posterior del saco vitelino origina un pequeño 
divertículo: el alantoides o divertículo alantoentérico 
(Fig. 10.24.A). Éste es un reservorio de productos de ex- 
creción del riñón en otros vertebrados; en el hombre y 
en otros mamíferos es rudimentario y se considera un 
resto evolutivo. 

Al inicio de su formación, el disco embrionario es 
aplanado y redondo. Poco a poco se alarga y para el 18.” 
día tiene un extremo cefálico ancho y un extremo caudal 
angosto (Fig. 10.23.A). La expansión se produce sobre to- 
do en la región cefálica. La región de la linea primitiva no 
aumenta apenas de tamaño, pero las células que desde 
ella emigran determinan el amplio desarrollo de la por- 
ción cefálica. 
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3 Figura 10.24. Formación de la notocorda y del mesodermo intraembrionario en un embrión humano de 18 días. 


Después del 19.* día la línea primitiva experimenta 
una regresión caudal (Fig. 10.25 y véase Fig. y 10.18.C); 
sin embargo, la invaginación de células superficiales y el 
desplazamiento ulterior de ellas hacia adelante continú- 
an hasta el final de la 4. semana. En esta etapa la linea 
primitiva muestra modificaciones regresivas, disminuye 
de tamaño y termina por desaparecer. A veces quedan 
restos que originan tumores en los que se ven tejidos de 
las tres capas germinativas (teratomas). El hecho de que 
el extremo caudal del disco embrionario proporcione 
nuevas células hasta el final de la cuarta semana está re- 
lacionado con el desarrollo ulterior del embrión. 
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Figura 10.25. Vista superior de embriones humanos de 
19 y 20 días que muestra la regresión de la línea primitiva 
y la aparición de los primeros somitas. 
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En la porción cefálica, las capas germinativas co- 
mienzan a presentar una diferenciación específica hacia 
la mitad de la tercera semana. En cambio, en la porción 
caudal esto sucede al final de la cuarta semana. 


Al comienzo de la tercera semana hay abundantes tron- 
cos de las vellosidades primarias. Cada una de ellas con- 
siste en un centro citotrofoblástico cubierto de sincitiotro- 
foblasto (véase Fig. 10.20). Posteriormente, células del 
mesodermo extraembrionario se introducen en el centro 
de las vellosidades primarias, que pasan a ser vellosida- 
des secundarias. Para el final de la tercera semana se han 
formado vasos sanguíneos y células sanguíneas, en el 
mesodermo de las vellosidades. Es el tronco de las vello- 
sidades terciarias (Figs. 10.26 y 10.27). Durante la cuarta 
semana se advierten estas vellosidades en toda la super- 
ficie del corion. Los capilares de las vellosidades se po- 
nen en contacto con los capilares que se desarrollan en 
el mesodermo extraembrionario o capa coriónica y en el 
pedículo de fijación. A su vez, estos vasos comunican 
con el sistema circulatorio intraembrionario, conectando 
así la placenta y el embrión. Cuando el corazón empieza 
a latir en la cuarta semana, el sistema de vellosidades es- 
tá preparado para proporcionar al embrión los nutrientes 
y el oxígeno necesarios. Hasta entonces estas necesida- 
des se satisfacen por difusión. 

Entre tanto, las células del citotrofoblasto se introdu- 
cen en el sincitiotrofoblasto suprayacente y lo atraviesan 
hasta ponerse en contacto con el endometrio. Allí esta- 
blecen continuidad unas vellosidades con otras, adheri- 
das por el citotrofoblasto al endometrio, formando así la 
envoltura citotrofoblástica (Fig. 10.27). Ésta se inicia en el 
polo embrionario y después se extiende rodeando por 
completo el trofoblasto; une así firmemente el saco co- 
riónico al tejido materno-endometrial. 

Simultáneamente, el celoma extraembrionario o ca- 
vidad coriónica se hace mayor y, para el día 19-20, el 
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embrión está unido a la envoltura trofoblástica por el 
pedículo de fijación, de escaso calibre (Fig. 10.26). El pe- 
dículo consiste en mesodermo extraembrionario, conti- 
nuo con el de la placa coriónica, unido al embrión por el 
extremo caudal de éste. Ulteriormente se convierte en 
el cordón umbilical, que comunica la placenta con el 
embrión. 

La placenta descrita se denomina hemocorial, por- 
que la sangre materna queda en íntimo contacto con el 
trofoblasto al erosionarse los vasos sanguíneos y trans- 
formarse el endometrio en decidua (Figs. 10.28.A y 
10.28.B). Se encuentra en seres humanos, primates su- 
periores, quirópteros, y algunos insectívoros y roedo- 
res. Otros mamíferos, como los carnívoros y la mayoría 
de los roedores, tienen una placenta endoteliocorial, en 
la que el corion está en contacto directo con los capila- 
res sanguíneos del endometrio, cuyo endotelio está in- 
tacto (Fig. 10.28.C). Algunos rumiantes tienen una pla- 
centa sindesmocorial, pues el trofoblasto queda en 
contacto con el tejido conjuntivo endometrial, en cuyo 
seno hay vasos sanguíneos que no están en contacto 
directo con el trofoblasto (Fig. 10.29). Finalmente, está 
la placenta epiteliocorial, propia del cerdo y del caballo, 
en la que ni siquiera se ha erosionado el epitelio endo- 
metrial, quedando éste en contacto con el trofoblasto 
(Fig. 10.29). 


De la cuarta a la octava semana transcurre la etapa llama- 
da período embrionario. Esta etapa se caracteriza porque 
cada una de las hojas germinativas da origen a varios teji- 
dos y Órganos específicos. Al final del segundo mes se re- 
conocen los caracteres externos principales del cuerpo. 


DERIVADOS DEL ECTODERMO 


En términos generales, el ectodermo origina: 1) el siste- 
ma nervioso central y periférico; 2) el epitelio sensorial 
del ojo, la nariz y el oído; 3) la epidermis; y 4) las glándulas 
subcutáneas y mamarias, la hipófisis y el esmalte dental. 

El sistema nervioso se origina tras aparecer la notocor- 
da, a partir del ectodermo suprayacente a ésta. En el em- 
brión de 19 días el sistema nervioso es un engrosamiento 
redondo u ovalado del ectodermo en la región cefálica, 
denominado placa neural (Fig. 10.30). Hacia el día 21 el en- 
grosamiento tiene forma alargada y va extendiéndose ha- 
cia la lámina primitiva. En los días sucesivos los bordes se 
elevan formando los pliegues neurales; en el centro queda 
el surco neural. Los pliegues empiezan a fusionarse desde 
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Figura 10.27. Esquema de la placenta y etapas del desarrollo de las vellosidades placentarias. 


el cuarto somita (en ese momento existen de 4 a 7 somi- 
tas en el embrión), avanzando en dirección cefálica y cau- 
dal. Ahora se ha formado el tubo neural, que queda abier- 
to en los extremos cefálico y caudal por el neuroporo 
anterior y el neuroporo posterior, respectivamente. Por 
ambos neuroporos el tubo neural queda en comunicación 
con la cavidad amniótica hasta que ambos neuroporos se 
cierran. El anterior se cierra el día 25 y el posterior el 27. 

Más tarde el tubo neural se dilata en la porción cefá- 
lica, dando lugar a las vesículas encefálicas; en cambio, 
en la porción caudal, permanece cilíndrico, formando la 
médula espinal. Al cerrarse el tubo neural se hacen visi- 
bles la placoda óptica del cristalino y la placoda auditiva 
(Fig. 10.31 y véase 10.18.D) y los pliegues neurales se 
convierten en las crestas neurales. 

Las células de la cresta neural emigran muy extensa- 
mente a través del embrión, originando los componen- 
tes del sistema nervioso periférico, entre ellos las célu- 
las de Schwann. Algunas células de las crestas neurales 
se mueven también en el ectodermo, y luego produci- 
rán las células pigmentarias denominadas melanocitos. 
Otras células también posiblemente derivadas de las 
crestas neurales son las células cromafines de la glán- 
dula adrenal y las células que constituyen el sistema 


neuroendocrino difuso (véase Fig. 11.26). Sin embargo, 
este mapa de formación de los tejidos sólo es aplicable 
al tronco del animal, pues hay datos que sugieren que, 
en la cabeza del embrión, las crestas neurales pueden 
originar, además, cartílago, hueso y tejido conjuntivo. 


DERIVADOS DEL MESODERMO 


Del mesodermo derivan el tejido conjuntivo, el cartíla- 
go, el hueso, el corazón, la sangre y vasos sanguíneos, 
los músculos estriados y lisos, los riñones, las gónadas, 
la porción cortical de la glándula suprarrenal y el bazo. 

Hacia el 17.* día, a ambos lados de la línea media em- 
brionaria se forma un cordón engrosado: el mesodermo 
paraxial. Hacia los lados del mesodermo paraxial, el meso- 
dermo sigue siendo delgado y constituye el mesodermo 
lateral o las láminas laterales, con una hendidura entre 
ellas (la cavidad celómica). Cada lámina lateral se une al 
mesodermo paraxial por el mesodermo intermedio. La lá- 
mina lateral termina dividiéndose en dos hojas (Fig. 10.30): 


1. Una hoja que se aplica contra el ectodermo y se 
continúa con el mesodermo extraembrionario que 
recubre el amnios. Es la hoja somática o parietal. 
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Figura 10.28. A: Placenta humana de tres meses en la que se observan vellosidades secundarias seccionadas transversal- 
mente (flecha). Se observa un eje de mesodermo (asterisco) recubierto por dos capas epiteliales. La interna es el citotrofo- 
blasto y la externa el sincitiotrofoblasto. H.E. X250. (Micrografía de Blue Histology.) B: Placenta humana de siete meses. 
Las vellosidades quedan separadas de la sangre materna por el trofoblasto, en este caso formado exclusivamente por sinci- 
tiotrofoblasto (vellosidades terciarias). En el interior de las vellosidades se observan capilares sanguíneos (asterisco), y en 
los troncos y ramas más gruesas se aprecian vasos sanguíneos de mayor calibre (estrella) y ramas más finas. H.E. X250. 
C: Placenta de rata. Corresponde al tipo endoteliocorial en el que las vellosidades quedan rodeadas por capilares sanguíne- 
os maternos (flecha). En el interior de las vellosidades hay vasos sanguíneos (estrella) cuyo calibre se corresponde con el 
grosor de la vellosidad. H.E. X250. 


2. Otra hoja que se aplica contra el endodermo y se Hacia el comienzo de la cuarta semana las células 
continúa con el mesodermo extraembrionario que epitelioides de las paredes ventral y media de los somi- 
recubre el saco vitelino. Es la hoja esplácnica o vis- tas proliferan intensamente, se tornan polimorfas y 
ceral. emigran hacia la notocorda, constituyendo el escleroto- 

Entre ambas hojas queda una cavidad: el celoma in- 

traembrionario, que se continúa con el extraembriona- TaBLA 10.1. Relación entre el número de pares 
rio o cavidad coriónica. Al final de la cuarta semana de somitas y la edad del embrión. 


desaparece la comunicación. 


Derivados del mesodermo paraxial: somitas 


Hacia el día 20.” el mesodermo paraxial comienza a divi- 
dirse en pares de bloques constituidos por células epite- 
lioides. Cada bloque se denomina somita. Ese día apare- 
ce el primer par en la región cefálica, y desde ahí siguen 
formándose en dirección craneocaudal, a un ritmo de 
unos tres pares por día (Fig. 10.31). En la Tabla 10.1 se ex- 
presa la edad del embrión según el número de somitas. 


8 N 


Sangre materna en ea Sincitiotrofoblasto 
lagunas del endometrio  '*taes Citotrofoblasto 


Endoteliocorial 


(humana) (carnívoros y roedores 


Capilares del endometrio Epitelio del endometrio 


Epiteliocorial. 
(cerdo y caballo) 


(rumiantes 


Figura 10.29. Esquema de las relaciones entre la sangre 


fetal y la sangre materna en los diferentes tipos de placenta. 


mo, que da lugar al mesénquima (Fig. 10.32). Se trata 
de células susceptibles de muchas diferenciaciones, co- 
mo fibroblastos, condroblastos y osteoblastos. Parte de 
estas células formarán la columna vertebral. 

La pared dorsal restante de los somitas forma el der- 
matomo. Estas células pierden el carácter epitelioide y se 
extienden bajo el ectodermo para formar la dermis. De la 
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superficie interna del dermatomo se origina una nueva 
capa celular: el miotomo. Estas células tienen un núcleo 
pálido y formarán la musculatura en cada segmento co- 
rrespondiente. 


Derivados del mesodermo intermedio 


El mesodermo intermedio de las regiones cervical y 
dorsal superior origina acumulaciones celulares de dis- 
posición segmentaria llamadas nefrotomos. En la re- 
gión caudal, el mesodermo intermedio origina una ma- 
sa no segmentada de tejido: el cordón nefrógeno. Ambos 
componentes formarán el riñón primitivo o mesonefros 
(Fig. 10.33). 

El mesodermo somático, junto con el ectodermo su- 
prayacente, forma las paredes laterales y ventrales del 
cuerpo. El mesodermo esplácnico y el endodermo for- 
man la pared del intestino y los órganos respiratorios 
(Figs. 10.33 y 10.34). La cavidad celómica queda revesti- 
da por células mesoteliales. 


Formación de los vasos sanguíneos, el corazón 
y la sangre 


Hacia la mitad de la tercera semana, las células del me- 
sodermo esplácnico situadas a cada lado de la línea me- 
dia y por delante de la lámina procordal se convierten en 
células que originan vasos sanguíneos (angioblastos) 
(véase Fig. 10.30.B). Estas células forman acumulaciones 
y cordones aislados que gradualmente se canalizan. Las 
células sanguíneas primitivas provienen de una célula 
precursora (llamada CFC, unidad formadora de colonias 
o hemocitoblasto primitivo) que es originada en el saco 


g aN 
Mesodermo lateral 
Ectodermo Amnios Placa neural, aAA == 
Cavidad amniótica ~ _ 
Notocorda Saco vitelino Mesodermo _Islotes de Mesodermo 
eee Mesodermo intraembrionario paraxial angioblastos intermedio 
A Embrion de 17 dias B  Embrión de 19 días 
Ectodermo Crestas neurales 
Tubo neural 
Pliegue neural Surco neural Hoja somática 
del mesodermo 
Amnios 
(cortado) 
Celoma intraembrionario Hoja esplécnica 
del mesodermo 
C  Embrión de 20 días D  Embrión de 21 días 
Figura 10.30. Formación del tubo neural y crestas neurales, del mesodermo y de vasos sanguíneos en el embrión humano. 
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A Embrión de 22 días B  Embrión de 23 dias 
Figura 10.31. Vista superior de embriones humanos de 
22 y 23 días que muestra el desarrollo de los somitas y la 
formación del tubo neural. 


y 


vitelino. Las acumulaciones de angioblastos producen 
pronto yemas que se conectan y comunican entre sí. De 
un modo similar se forma el endocardio del corazón (Fig. 
10.34.B). También mediante gemación, estos vasos co- 
munican con los del mesodermo extraembrionario y del 
pedículo de fijación (formados unos días antes). Así que- 


dan conectados el embrión y la placenta, estableciéndo- 
se la circulación fetal. De este modo, la sangre materna y 
la fetal no se mezclan, intercambiándose sustancias a 
través de la barrera placentaria. 


DERIVADOS DEL ENDODERMO 


Del endodermo derivan: 1) el epitelio del tubo digesti- 
vo y el árbol respiratorio; 2) el parénquima de amígda- 
las, glándula tiroidea, paratiroides, timo, hígado y pán- 
creas; 3) el epitelio de la vejiga urinaria y de parte de la 
uretra; y 4) el epitelio del tímpano y de la trompa de 
Eustaquio. 

En el embrión tiene lugar un encorvamiento cefalo- 
caudal (originado por el crecimiento del sistema nervio- 
so) y otro lateral (originado por la diferenciación de los 
somitas) (Figs. 10.33 y 10.34). Esto determina que el tu- 
bo digestivo se forme de un modo pasivo a partir del 
saco vitelino, quedando entre ambos una comunicación 
mediante el conducto onfalomesentérico o vitelino (Fig. 
10.34.D). El intestino se denomina anterior, medio y 
posterior (caudal). Al intestino medio le corresponde el 
conducto onfalomesentérico (Figs. 10.34.D y 10.35). 

En el extremo cefálico, la lámina procordal limita el 
intestino anterior y forma la membrana bucofaríngea, 
una membrana ectodérmica y endodérmica que se 
rompe hacia el final de la tercera semana; de este mo- 
do, se comunican el intestino y la cavidad amniótica 
(Fig. 10.34.C). En el extremo caudal está la membrana 
cloacal, que se divide en membrana urogenital y mem- 
brana anal (Figs. 10.34.A y 10.35.B). Ambas membranas 
cloacales se rompen mucho más tarde. 
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Figura 10.32. Evolución de 
los somitas y formación del es- 
clerotomo, dermatomo y mio- 
tomo, tal como se observa en 
secciones transversales. (Mo- 
dificado de Langman J. Medi- 
cal Embryology. Baltimore, Wi- 
lliams and Wilkins, 1975.) 
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Figura 10.33. Formación del 
mesonefros y plegamiento del 
embrión, tal como se observa 
en secciones transversales. 
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Figura 10.34. Desarrollo y ple- 
gamiento del embrión observado 
en vista tridimensional (columna 
de la izquierda) y en cortes histo- 
lógicos sagitales. (Modificado de 
Langman J. Medical Embryology. 
Baltimore, Williams and Wilkins, 
1975.) 
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Figura 10.35. Secciones sagitales de embriones que mues- 
tran los derivados endodérmicos. (Modificado de Langman 
J. Medical Embryology. Baltimore, Williams and Wilkins, 


1975.) 
Go A 


El alantoides forma la cloaca en el extremo caudal 
del embrión y se continúa en forma de tubo hacia el 
otro lado, dentro del pedículo de fijación. Al final de la 


Anfibios 


Aves 


Mamíferos 


Figura 10.36. Comparación de los estadios de desarrollo 
embrionario en un pez, un anfibio, un ave y un mamífero, 


C según un dibujo de E. Häckel de 1874. ) 


cuarta semana, el saco vitelino y el pedículo de fijación 
se fusionan y forman el cordón umbilical (Fig. 10.35). 

En las Figuras 10.18.E-10.18.1 se muestra la evolu- 
ción desde el embrión de 5 semanas hasta el feto de 11 
semanas. En la Figura 10.36 se ilustra el desarrollo em- 
brionario comparado de peces, anfibios, aves y mami- 
feros, y en ella se puede observar la gran similitud en 
los primeros estadios y la progresiva diferenciación 
posterior. 
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CELULAR 


DETERMINACIÓN Y DIFERENCIACIÓN 


Se entiende por diferenciación el proceso mediante el 
cual una célula cambia sus características de modo per- 
manente (aunque no forzosamente irreversible), de for- 
ma que sus descendientes mantendrán esas caracterís- 
ticas o las cambiarán de nuevo si se produce una nueva 
diferenciación en otro sentido. La diferenciación es la 
manifestación externa (morfológica o bioquímica) de al- 
go imperceptible que ha ocurrido antes y que se deno- 
mina determinación. Se entiende por determinación el 
conjunto de cambios irreversibles en el estado interno 
de una célula debidos a alteraciones en la expresión de 
los genes, responsables de un compromiso en el desti- 
no celular, es decir, una decisión de diferenciación. Este 
tipo de modificaciones, que en general no son aprecia- 
bles morfológicamente, suelen ser irreversibles. 

Las células tienen una memoria celular que les dice 
en qué sentido, cuándo y dónde deben diferenciarse, y 
después mantienen ese estado. La decisión de diferen- 
ciarse precede a la misma diferenciación. Así, de los 
somitas emigran células a las extremidades y allí se di- 
ferencian en células musculares, mientras que las cé- 
lulas que ya estaban allí se diferencian en otro sentido 
como, por ejemplo, en tejido conjuntivo. La célula que 
toma esa decisión está determinada. La determinación 
supone un cambio que reúne las siguientes caracterís- 
ticas: 


1. Afecta a una vía concreta de desarrollo. 

2. Se trata de un cabio interno. No depende del am- 
biente en que se encuentra la célula por su posi- 
ción en el embrión. 

3. El cambio es autoperpetuable. La célula ya deter- 
minada no pierde la memoria ni su carácter defi- 
nido en una vía concreta al variar las circunstan- 
cias que la produjeron. Esto equivale a afirmar 
que el cambio es casi irreversible. 

4. Es un cambio heredable: se transmite a sus célu- 
las hijas (memoria celular). 


Se entiende por destino celular lo que una célula, o 
un grupo de células embrionarias, llega a ser normal- 
mente. Así, por ejemplo, las células de los miotomos de 
los vertebrados se convierten en células musculares, y 
las células del labio dorsal del blastoporo de un anfibio 


se convierten en células de la notocorda. Se habla de 
especificación para referirse a aquello que produce una 
célula embrionaria aislada en un medio neutro, que 
puede ser diferente de su destino normal. Así, las célu- 
las del polo animal (cápsula animal) de la blástula del 
anfibio Xenopus laevis pueden producir epidermis y tu- 
bo neural (sus destinos celulares), mientras que aisla- 
das en un medio neutro sólo generan células epidérmi- 
cas. Por tanto, las células de la cápsula animal de la 
blástula de Xenopus están especificadas para producir 
epidermis. La especificación es independiente de los 
procesos de determinación y diferenciación. 


Para saber si se ha producido determinación, se hacen 
trasplantes. Si las células trasplantadas a otro lugar se 
diferencian de acuerdo con su situación primitiva, es 
que estaban determinadas. Mediante estos experimen- 
tos se ha podido conocer una serie de características de 
los momentos de la determinación en las células em- 
brionarias. 


TOTIPOTENCIALIDAD DEL EMBRIÓN EN LOS 
PRIMEROS ESTADIOS DE LA SEGMENTACION 


Durante las primeras etapas de la segmentación, todas 
las células del embrión de un mamífero son funcional- 
mente equivalentes (células madre totipotenciales), es- 
to es, cada una es capaz de desarrollar un individuo 
completo. Los siguientes experimentos que exponemos 
a continuación demuestran que esto es así al menos 
hasta la fase de ocho células. 


1. Obtención de un individuo entero de una de las 
dos células resultantes de la primera división del 
cigoto. Si en un embrión de mamífero de dos cé- 
lulas se pincha una de ellas destruyéndola, la otra 
prosigue las divisiones y da lugar al embrión en- 
tero. 
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Embrión de 8 células de ratón blanco 


vO 


Embrión de 8 células de ratón negro 


Se forma el blastocisto mezcla de ambos embriones 
y es transferido al útero de una hembra embarazada 


Figura 11.1. Obtención de 
un ratón quimérico a partir 
de una mórula de ratón blan- 
co y otra de ratón negro. 


2. Formación de gemelos idénticos a partir de un so- 
lo embrión. Si un embrión de mamífero de dos a 
ocho células se separa en dos masas, cada una 
puede formar un individuo entero. 

3. Formación de quimeras. Si a un embrión de un ra- 
tón blanco de ocho células se le quita la zona pelú- 
cida y se une con otro embrión igual de un ratón 
negro, el desarrollo embrionario continúa produ- 
ciendo un solo embrión (Fig. 11.1). Este embrión 
mixto incluso puede implantarse en el útero de una 
hembra de ratón, que actúa de madre adoptiva. 

4. Las células de un teratoma se incorporan a un 
blastocisto normal. Se denomina teratoma al des- 
arrollo parcial de embriones a partir de óvulos no 
fecundados (partenogenéticos) o incluso de célu- 
las germinales (Fig. 11.2). A veces, la partenogé- 
nesis tiene lugar espontáneamente y óvulos no 
fecundados inician el desarrollo y terminan por 
degenerar en el útero. Pero otras veces este des- 
arrollo espontáneo se inicia en el ovario, antes de 
que el óvulo sea expulsado, o en el testículo, a 
partir de una célula germinal, y conduce a la for- 
mación de fragmentos de órganos y de tejidos 
entremezclados (hueso, epidermis, tubo digesti- 
vo, diente, etc.); si originan un cáncer, éste se lla- 
ma teratocarcinoma. 

5. Las células madre totipotenciales embrionarias se 
pueden modificar genéticamente para conseguir 
un animal con ciertas modificaciones genéticas. 
Esta técnica utiliza recombinación génica para sus- 
tituir un segmento de DNA por otro segmento arti- 
ficialmente fabricado. Aunque sólo pocas células 
incorporan esta secuencia artificial, existen proce- 
dimientos que permiten identificar estas células 


modificadas y seleccionarlas. Una vez aisladas, 
pueden introducirse en un blastocisto y crear una 
quimera. El embrión que se desarrolle dispondrá 
de células derivadas de las artificialmente alteradas 
que portarán la modificación genética transferida. 


POTENCIALIDAD DE LAS CÉLULAS , 
EMBRIONARIAS SEGUN LA POSICION 
EN ESTADIOS AVANZADOS DE LA MORULA 


En estadios más avanzados del embrión (mórulas con 
más de 16 células), el destino de cada célula viene de- 
terminado por la posición que ocupa en la mórula. Esto 
se prueba con el siguiente experimento: si se intenta 
formar una quimera a base de una mórula de más de 16 
células marcadas con otra mórula igual, pero cuyas cé- 
lulas no están marcadas, ambas mórulas se mezclan, 
pero ya no hay una totipotencialidad absoluta. De esta 
forma, si la mórula marcada se rodea de las mórulas no 
marcadas, la primera forma la masa celular interna; si la 
mórula marcada se sitúa entre las mórulas externas, la 
mórula marcada forma parte del trofoblasto. 


MULTIPLICIDAD DE DESTINOS DE 
LOS DESCENDIENTES DE LAS PRIMERAS 
CELULAS DE LA MORULA 


Cuando se observa un órgano de un animal desarrollado 
se puede pensar que todas las células de ese órgano pro- 
vienen de una célula madre o célula fundadora, que se di- 
ferenció en una etapa más o menos temprana del desarro- 
llo embrionario y que, por divisiones sucesivas, originó 


Células de Inyección de estas Las células del 
teratoma células en el 
en cultivo blastocisto de ratón con las otras 


teratoma se mezclan blástula hay áreas formadas 
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Figura 11.2. Obtención de 

un ratón quimérico sano a 
= partir de una blástula de ra- 
tón normal a la que se han 
añadido células de terato- 
carcinoma que se combinan 
con las de la blástula y dan 
lugar a células descendien- 
tes en el ratón obtenido. 


En el ratón procedente de la 


por células de teratoma 
entremezcladas con tejidos 
normales 


todas las células de ese órgano. Algunas de esas células 
hijas serían del mismo tipo celular que la madre; otras se 
irían diferenciando en diversos sentidos hasta completar 
toda la variedad celular del órgano que se observa. 

Sin embargo, esto no ocurre así. Si se combinan dos 
mórulas de ocho células (una marcada y otra sin mar- 
car) para formar una quimera, en el animal maduro for- 
mado se ve que el hígado, o cualquier otro órgano, es 
una mezcla de células marcadas y no marcadas. Por 
consiguiente, es un grupo de células fundadoras, y no 
una única célula fundadora, lo que da origen a un tejido 
u órgano particular. 

El gusano nematodo Caenorhabditis elegans, que 
mide sólo un milímetro, tiene unas 1000 células somáti- 
cas y unas 2000 germinales. Es macho o hermafrodita. 
Cada núcleo posee seis pares de cromosomas homólo- 
gos, con un total de 3000 genes esenciales (20 veces su- 
perior al genotipo de Escherichia coli). El linaje celular 
del embrión temprano muestra que la mayoría de las 
estructuras no surgen como clones descendientes de 
una única célula fundadora. Así, la hipodermis, el siste- 
ma nervioso, la musculatura y el componente somático 
de la gónada tienen un origen multicelular: cada uno 
está compuesto por células procedentes de diversos li- 
najes. Además, a veces una célula nerviosa y una mus- 
cular pueden ser hermanas de la división de la progeni- 
tora. En cambio, las células intestinales y las de la línea 
germinal constituyen un clon derivado de una única cé- 
lula en cada caso (Fig. 11.3). 

En este nematodo, la citocinesis no es necesaria pa- 
ra la diferenciación celular. Si se bloquea la citocinesis 
mediante citocalasina B, se sigue duplicando el DNA y 
continúan formándose núcleos poliploides. Estas célu- 
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las poliploides empiezan a diferenciarse según lo pre- 
visto cuando llega su momento, por ejemplo, hacia cé- 
lulas intestinales o germinales (si la célula poliploide 
procede de una célula destinada a este lugar) o adquie- 
ren una mezcla de propiedades de varios tejidos (si la 
célula iba a dar lugar a diversos tejidos, como el siste- 
ma nervioso, la musculatura, etc.). La citocinesis actua- 
ría segregando los diferentes rasgos en células especia- 
lizadas. Cada uno de estos rasgos resulta de la expresión 
de unos genes particulares que actuarían en una célula 
determinada y no en otra célula hermana. 


DESARROLLO EN MOSAICO Y 
DESARROLLO REGULATIVO 


A finales del siglo xix, admitida la teoría celular, se asu- 
mió que el embrión estaba formado por células produci- 
das por mitosis a partir de otra célula, el cigoto, y comen- 
zaron a realizarse numerosos estudios de embriología 
experimental que llevaron a proponer dos posibles me- 
canismos para explicar el desarrollo: 


1. Desarrollo en mosaico (mosaicismo). Se realiza- 
ron experimentos con embriones de anfibios en 
los cuales se tomaron embriones de dos células, 
una de las cuales se inutilizó mediante una aguja. 
El resultado fue que, a partir del blastómero vivo, 
se produjeron «medios» embriones; (lo que, como 
se ha dicho, no ocurre en mamíferos y tampoco 
ocurre siempre en anfibios). La conclusión fue que 
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Figura 11.3. A: Esquema histoló- 


gico del nematodo Caenorhabditis 
elegans. B: Origen de los diferentes 
tejidos del nematodo a partir de la 
célula huevo. B 
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el desarrollo de un embrión tiene lugar en territo- 
rios independientes, de tal forma que si uno de los 
territorios es destruido, el embrión se desarrolla 
sin él. Este desarrollo se llamó en mosaico, porque 
se comparaba el embrión con un mosaico, en el 
que la falta de una pieza deja el mosaico incomple- 
to. La explicación para este mecanismo sería que 
en el huevo existen unas sustancias repartidas por 
el citoplasma de forma asimétrica, llamadas deter- 
minantes morfogenéticos, que durante la segmen- 
tación quedarían confinadas en diferentes blastó- 
meros y marcarían el destino de cada uno de ellos. 
Con los conocimientos actuales se asume que es- 
tos determinantes corresponden a diversos MRNA 
que llevan una secuencia específica de nucleóti- 
dos, localizada hacia el extremo 3' en la región de 
no-traducción que va desde la señal stop de final 
de transcripción hasta el inicio de la cola poli-A, y 
que determina en qué lugar del citoplasma se si- 
tuará ese mRNA. 

2. Desarrollo regulativo. En otros experimentos, rea- 
lizados primero con embriones de erizo de mar y 
luego repetidos con embriones de anfibios, se 
comprobó que, separando ambos blastómeros de 
un embrión bicelular, cada uno de ellos producía 
un embrión completo, aunque menor de lo nor- 
mal. Se llegó a la conclusión de que el desarrollo 
es un proceso regulado, donde la falta de una par- 
te puede ser suplida reorganizando los destinos 
normales de los demás blastómeros. Para expli- 
car este proceso hay que suponer la existencia de 
interacciones celulares, que permiten a cada célu- 
la embrionaria saber en cada momento el estado 
del embrión y desarrollarse en consecuencia. 


Actualmente se considera que, en todos los embrio- 
nes, existen procesos regulativos de desarrollo. Sin em- 
bargo, en los embriones de algunas especies existen 
mecanismos mosaicistas, es decir, mediante determi- 
nantes, que en ciertos casos son tan importantes que 
han llevado a pensar durante muchos años en la inexis- 
tencia de mecanismos regulativos. 


DETERMINANTES EN EL HUEVO 


La presencia de determinantes morfogenéticos en el ci- 
toplasma del huevo implica que la determinación es 


temprana y que el destino celular queda fijado por el li- 
naje de la célula, no por su posición en el embrión. Du- 
rante mucho tiempo se han hecho conjeturas sobre la 
naturaleza y características de estos determinantes. Hoy 
sabemos que, en su mayoría, son moléculas de mRNA 
producidas y almacenadas asimétricamente durante la 
ovogénesis en el citoplasma del ovocito y que, durante 
las primeras fases del desarrollo, son leídas por los ri- 
bosomas para producir proteínas. 

En los mamíferos todo el huevo es aparentemente 
igual, y las células de la mórula parecen totipotenciales. 
Sin embargo, en moluscos y ascidias hay diversas re- 
giones en el huevo que determinan que, ya desde los 
primeros estadios de la segmentación, unos blastóme- 
ros contengan fragmentos del huevo diferentes de los 
que contienen blastómeros de otras zonas; de esta ma- 
nera se ha determinado un desarrollo en mosaico, con 
zonas presuntivas ya preestablecidas en el citoplasma 
del óvulo sin fecundar. Si se centrifuga el huevo, alte- 
rando la distribución del citoplasma, se producen alte- 
raciones en el patrón de segmentación. 

En Drosophila la segmentación del huevo se inicia 
con la división de núcleos no acompañada de citocine- 
sis. Después de nueve divisiones los núcleos emigran a 
la periferia y forman el blastodermo sincitial. Tras cua- 
tro divisiones más, la membrana plasmática del huevo 
se invagina para rodear separadamente a cada uno de 
los núcleos, con lo que se individualizan las células dan- 
do lugar al blastodermo celular (unas 5000 células). An- 
tes de la segmentación, en la zona posterior del huevo 
(citoplasma polar), hay un citoplasma diferente que po- 
see pequeñas partículas (de 0.5 a 1 um de diámetro) de 
RNA llamadas gránulos polares. Estas partículas contie- 
nen los mRNA de ciertos genes responsables de la for- 
mación de las células germinales y se localizan en ese 
lugar del citoplasma, debido a la secuencia señal espe- 
cial antes comentada (Fig. 11.4). Cuando, tras la división 
de los núcleos y su posterior emigración, se forman las 
células de esta zona, éstas son más grandes que las del 
resto del embrión y contienen los gránulos polares. Son 
las células polares, que formarán las células germinales 
primordiales. 

Si se irradia la zona de citoplasma polar de un huevo 
de Drosophila, las moscas serán estériles. Si se tras- 
planta el citoplasma polar al extremo anterior del hue- 
vo, se forman ahí células polares. Estas células pueden 
extraerse y ser inoculadas a un huevo cuya zona polar 
se ha destruido, y se forman gónadas viables cuyo ge- 


7 


Citoplasma polar Sincitio 


Huevo fecundado 


Los núcleos se dividen 


Los núcleos emigran 
a la periferia 


Figura 11.4. Segmentación en Drosophila que provoca la segregación de las células somáticas y de las germinales o polares. 
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notipo es el del donante. Parece ser que en los anfibios 
ocurre algo parecido en la determinación de las células 
germinales. 


INTERACCIONES CELULARES 


Como ya se ha indicado, la mayoría de los embriones 
siguen un desarrollo regulativo, con mayor o menor 
presencia de mecanismos mosaicistas. Los principales 
mecanismos de interacciones entre células durante el 
desarrollo son: 


1. Inducción embrionaria. En este caso, un tejido (te- 
jido inductor) induce a otro diferente próximo (te- 
jido competente) para que se transforme en un 
tercer tipo tisular, distinto a ambos. 

2. Inducción homoiogenética. El tejido inductor pro- 
voca la transformación del tejido competente en 
tejido inductor. A veces la transformación no es 
completa, es decir, el tejido competente adquiere 
algunas de las características del tejido inductor, 
aunque no todas. 

3. Inducción autocrina. Un tipo celular produce mo- 
léculas señal que regulan su propio desarrollo. Se 
cree que este tipo de regulaciones son las respon- 
sables del llamado efecto comunidad, denomina- 
do así porque se ha comprobado, que en muchos 
casos, para que unas células alcancen su destino 
final, es preciso que se encuentren agrupadas. 


Las señales inductoras pueden producirse mediante 
factores difusibles (mediadores químicos locales), por 
contacto directo mediante proteínas transmembrana y 
a través de las uniones de hendidura (véase Fig. 7.22). 
El último resultado de la mayoría de los procesos induc- 
tivos es el cambio en la transcripción del DNA, por lo 
que algunos genes dejan de expresarse y otros comien- 
zan a hacerlo. 


Las inducciones entre células embrionarias pueden 
ser instructivas o permisivas. 


1. Las inducciones instructivas se producen cuando, 
entre las varias opciones que tiene un tejido com- 
petente, éste elige la que le indica el tejido induc- 
tor. Es como si el tejido competente recibiera ins- 
trucciones para poder desarrollarse. Hay dos tipos 
de inducciones instructivas: 


— Inducción aposicional. Los dos tejidos implica- 
dos están próximos y el tejido competente só- 
lo responde si la señal recibida supera un um- 
bral. 

— Gradiente de morfógeno. El tejido inductor pue- 
de ser el mismo que el tejido competente. En 
este caso, en el tejido se produce un gradiente 
de una sustancia inductora (morfógeno), y el 
tejido puede responder de distintas maneras 
ante diferentes concentraciones, lo que provo- 
ca su división en varias regiones distintas se- 
gún la distancia a la fuente del morfógeno. 
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2. En las inducciones permisivas, el destino del teji- 
do se ha seleccionado previamente, es decir, la 
célula ya está determinada, y la señal recibida 
desde el tejido inductor sólo es necesaria para la 
correcta diferenciación. 


Los procesos de interacción celular son frecuentes, tan- 
to durante las primeras fases del desarrollo embrionario 
como durante el proceso concreto de formación de cada 
órgano (organogénesis). Muchos órganos poseen dos o 
más poblaciones diferentes que interaccionan. Menciona- 
remos a continuación algunos ejemplos de ambos casos. 


Interacciones celulares durante las primeras 
etapas del desarrollo embrionario 


1. Inducción determinada por la posición en la blás- 
tula. Las células del polo animal de una blástula 
normalmente dan lugar a ectodermo. Así ocurre 
también si se mantienen en cultivo. No obstante, 
si estas células se trasplantan cerca del polo vege- 
tativo, se convierten en mesodermo (Fig. 11.5). 
Esto indica que las células del polo vegetativo in- 
ducen la formación del mesodermo. El mismo 
efecto se consigue administrando FGF o TGF-B2. 

2. Inducción del tubo neural por el mesodermo sub- 
yacente. Si en una gástrula de anfibio se toma un 
fragmento de mesodermo subyacente al futuro tu- 
bo neural y se trasplanta a otra región bajo el ecto- 
dermo, ese mesodermo consigue que el ectoder- 
mo suprayacente forme tubo neural. El carácter del 
tubo neural depende del fragmento de mesodermo 
injertado: si es anterior inducirá prosencéfalo y si 
es posterior, médula espinal. 


Inducciones durante la organogénesis 


Inducción de las estructuras epidérmicas 
por la dermis 


La dermis controla el tipo de estructuras que se for- 
man en la epidermis. Si se separa la epidermis embrio- 
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Figura 11.5. Experimento que muestra la inducción de la 
formación del mesodermo por las células del polo vegetativo 
de la blástula. Si las células del polo animal de una blástula, 
que normalmente dan lugar a ectodermo, se trasplantan cer- 
ca del polo vegetativo, estas células formarán mesodermo. 
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naria de la dermis en el dorso y en la pata del embrión 
de pollo, y se combinan epidermis y dermis cambia- 
das, se formarán escamas en el dorso y plumas en las 
patas. 

Si se trasplanta epidermis del dorso del embrión del 
pollo a la dermis del hocico de ratón, se formarán ye- 
mas de plumas en vez de pelos, pero con la distribución 
característica de los pelos del hocico del ratón. 

El mesénquima también controla el patrón geométri- 
co de las glándulas que se forman por invaginación del 
ectodermo suprayacente, pero no su naturaleza. Así, si 
en un embrión de ratón se trasplanta el mesénquima de 
donde debe formarse una glándula salival a donde de- 
be formarse una glándula mamaria, se forma una glán- 
dula con aspecto de glándula salival (acinar y no alveo- 
lar) pero que produce leche. 


Control de la diferenciación de células gliales 
en el nervio óptico 


En el nervio óptico adulto hay tres clases de células 
gliales: oligodendrocitos y dos tipos de astrocitos (as- 
trocitos 1 y astrocitos 2). Existen dos tipos de células 
precursoras en el nervio óptico embrionario: una que 
origina los astrocitos 1 ya en el período embrionario (ti- 
po A1), y otra que sigue proliferando durante este pe- 
ríodo y origina los astrocitos 2 y los oligodendrocitos 
después del nacimiento (tipo O-A2). 


Si se cultivan células precursoras del segundo tipo, la 
diferenciación de los astrocitos 2 y oligodendrocitos se 
produce tardíamente (como sucede ¡n vivo) si en el cultivo 
hay astrocitos 1, e inmediatamente si el cultivo carece de 
astrocitos 1 (Fig. 11.6). Esto sugiere que los astrocitos 1 
controlan la diferenciación de los otros dos tipos de célu- 
las gliales por la producción de un factor local que mantie- 
ne la proliferación e inhibe dicha diferenciación. Cuando 
después del nacimiento los astrocitos 1 dejan de generar 
ese factor, se produce la diferenciación. No obstante, debe 
de haber algún otro factor que determine si la célula pre- 
cursora O-A2 va a originar astrocitos 2 u oligodendrocitos. 

Administrando diversos factores de crecimiento a los 
cultivos se ha visto que, si en ausencia de astrocitos 1 se 
administra PDGF, se produce la diferenciación retardada 
de los oligodendrocitos, pero no hay diferenciación de as- 
trocitos 2 en ningún momento. Así, bien pudiera ser este 
factor, u otro similar, el responsable de la inhibición de la 
diferenciación de los precursores O-A2 hasta el momento 
oportuno. Para conseguir la diferenciación de astrocitos 2 
se requiere o bien astrocitos 1 u otro factor, el factor neu- 
rotrófico ciliar (CNTF) (Fig. 11.6). Todo parece indicar que, 
así como la diferenciación de los oligodendrocitos se pro- 
duciría espontáneamente y sería tan sólo frenada durante 
algún tiempo por los astrocitos 1 mediante la producción 
de PDGF, la diferenciación de los astrocitos 2 requiere po- 
sitivamente el estímulo del CNTF, que es generado por 
los astrocitos 1 tras el nacimiento. 
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Figura 11.6. En el nervio óptico 
hay tres clases de células gliales: 
oligodendrocitos y dos tipos de as- 
trocitos (astrocitos 1 y astrocitos 2). 
Existen dos tipos de células pre- 
cursoras: uno que origina los astro- 
citos 1 ya durante el período em- 
brionario, y otro que origina los 
astrocitos 2 y los oligodendrocitos 
después del nacimiento. La supre- 
sión de astrocitos 1 causa la dife- 
renciación prematura (antes del 
nacimiento) de astrocitos 2 y oli- 
godendrocitos. Esto sugiere que 
los astrocitos 1 segregan un factor 
que inhibe la formación de astroci- 
tos 2 y oligodendrocitos antes del 
nacimiento. En lo que respecta a la 
diferenciación retardada (después 
del nacimiento) de los oligoden- 
drocitos, este factor puede suplirse 
con el factor de crecimiento deri- 
vado de las plaquetas PDGF. Sin 
embargo, el PDGF no consigue la 
diferenciación de los astrocitos 2 en 
ningún momento. Esta diferencia- 
ción puede conseguirse mantenien- 
do los astrocitos 1 o sustituyéndo- 
los por el factor neurotrófico ciliar 
(CNTF). 


Astrocitos 2 


Control de la diferenciación gonadal 
en nematodos 


Se han realizado una serie de experimentos en el nema- 
todo C. elegans que muestran que el desarrollo de una 
célula está controlado por factores heredados de la cé- 
lula madre y por claves extrinsecas tomadas de las cé- 
lulas vecinas. 

Si con microcirugía láser se destruyen una o varias 
células sin afectar a las vecinas, se puede ver cuáles son 
las consecuencias. En líneas generales, cada célula si- 
gue su proliferación normal aunque se hayan destruido 
las vecinas, lo que indica que, en estos casos, el factor 
importante es el linaje celular y no la inducción por las 
células vecinas. Pero hay excepciones en que se de- 
muestra esa influencia. 

En el punto en que se diferencia la gónada, hay una 
célula áncora que fija la gónada a la pared corporal en un 
punto en el que ésta se diferencia formando un conducto 
(vulva) para que salgan los huevos. Si se destruye la célu- 
la áncora no se forma vulva. Si se destruye la gónada, pe- 
ro no la célula áncora, se forma vulva (Fig. 11.7). La célula 
áncora, por tanto, induce la diferenciación de la vulva. 

Otros experimentos con el mismo nematodo revelan 
que una célula apical distal de la gónada controla la 
proliferación de las células germinales. Esta célula nun- 
ca entra en mitosis. A continuación están las esperma- 
togonias u ovogonias que proliferan por mitosis para 
formar espermatocitos u ovocitos, los cuales realizan la 
meiosis para originar los gametos. Si la célula apical 
distal es destruida, ya no hay población de células ma- 
dre en mitosis y llega un momento en que todas han 
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entrado en meiosis. Si la célula apical distal se desplaza 
hacia un lado de la gónada, es ahí donde se desarrollan 
las células madre; cambia, pues, la polaridad (Fig. 11.8). 


GRUPOS DE CÉLULAS EQUIVALENTES 


A veces, la destrucción de unas células provoca que 
otras células adyacentes realicen la función de la destrui- 
da. En el embrión de C. elegans hay un grupo de seis cé- 
lulas (denominadas D, E, F, G, H e I) que se encargan de 
formar la vulva y la hipodermis adyacente. En concreto, 
las células F-G-H forman por proliferación la vulva; mien- 
tras que las células D-E-l forman la hipodermis. Si se eli- 
minan las células F-G-H, entonces las células D-E-l pasan 
a formar la vulva. Si se elimina la célula áncora, las seis 
células forman la hipodermis. Así pues, las seis células 
del grupo son potencialmente equivalentes (Fig. 11.9). 

No obstante, existen mutaciones que cambian estas 
células. Una de ellas, conocida como multivulva, consi- 
gue que las seis células del grupo originen vulvas, for- 
mándose varias minivulvas, las cuales no son afectadas 
por la célula áncora. 

Otro grupo de equivalencia en el mismo nematodo lo 
forman las células J-K-L de la región terminal en el ma- 
cho. Cada una de ellas da lugar a una estructura diferen- 
te para el apareamiento. Se deduce que la célula L influ- 
ye en las células J y K, y a su vez la K influye en la J. 
Normalmente la célula K impide a la J convertirse en K, y 
la L impide a la K y a la J convertirse en L. Así pues, hay 
una jerarquía de destinos, mediante la secreción de una 
sustancia inhibidora o marca de la posición (Fig. 11.9). 
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Figura 11.7. A: Esquema histo- 
lógico del nematodo C. elegans. 
B: El desarrollo normal de la vul- 
va es controlado por una célula 
áncora. C: La eliminación de di- 
cha célula impide el desarrollo 
de la vulva. D: La eliminación de 
la gónada, pero no de la célula 
áncora, permite el desarrollo de 
la vulva. 
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Figura 11.8. A: En el testículo 
del nematodo C. elegans existe 
una célula apical distal que con- 
trola el desarrollo de las células 
germinales para que se dividan 
por mitosis formando esperma- 


Espermátidas Espermatogonias togonias y espermatocitos, de ma- 
(diferenciación) (mitosis) nera que éstos entren en meiosis 
formando espermátidas que se 
diferencien en espermatozoides. 
B: La supresión de dicha célula 
impide la proliferación de esper- 
matogonias; los espermatocitos 
siguen entrando en meiosis y las 
Espermatocitos Célula apical distal espermátidas siguen realizando 
(meiosis) la espermatogénesis, pero no hay 
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Figura 11.9. En el nematodo 
C. elegans existen diferentes gru- 
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otros. La realidad es que todas las células tienen el mis- 
mo genotipo. Así, un núcleo de enterocito de rana tras- 
plantado a un óvulo enucleado de esa rana da lugar a 
un embrión (clonación) (Fig. 11.10). Esto es lo que se ha 
llamado hipótesis de la expresión génica diferencial, cu- 


EXPRESION GENICA yos tres postulados son: 
Las grandes diferencias en la especialización celular su- 1. Equivalencia genómica. Todos los núcleos de to- 
gieren que, a medida que se va desarrollando el em- das las células de un organismo poseen un geno- 


brión, unas células pierden unos genes y amplifican ma idéntico al del cigoto. 
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Figura 11.10. Desarrollo de un embrión de rana en un ovocito enucleado de rana al que se ha trasplantado el núcleo de un 
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2. Estabilidad génica. Los genes no utilizados por ca- 
da célula están presentes en su genoma, y podrían 
ser activados en determinadas condiciones. 

3. Síntesis diferencial de RNA. En cada célula se ex- 
presan sólo unos genes, algunos de los cuales 
son específicos de cada tipo celular. 


No obstante, hay las siguientes excepciones: 


1. En etapas muy tempranas del desarrollo embrio- 
nario algunos insectos pierden los cromosomas 
sexuales en las células que serán somáticas. 

2. Algunos nematodos e insectos dipteros realizan 
una disminución cromatínica o reducción cromati- 
nica en el desarrollo embrionario durante la seg- 
mentación. Este proceso consiste en que, al dividir- 
se un blastómero que va a dar lugar, por sucesivas 
divisiones, a las células somáticas, se pierden frag- 
mentos de cromosomas. En el nematodo Ascaris 
megalocephala, los dos cromosomas se fragmen- 
tan en aproximadamente una treintena de frag- 
mentos que actúan como cromosomas individua- 
les en las siguientes divisiones, pero algunos de 
esos fragmentos se pierden y se desintegran. Sólo 
las células de la línea germinal mantienen sus cro- 
mosomas intactos. En algunos dípteros, en la telo- 
fase mitótica de las células que originarán células 
somáticas, parte del material cromosómico queda 
fuera de los núcleos neoformados y degenera. De 
esta manera, sólo las células germinales tienen la 
dotación cromosómica completa. 

3. Las células con cromosomas politénicos tienen 
genes amplificados que transcriben. 

4. Los núcleos de ovocitos de anfibios amplifican los 
genes que transcriben rRNA. 


Fuera de estas excepciones, la diferenciación no de- 
pende de modificaciones en el genoma sino de: 


1. Factores ambientales y del citoplasma (memoria 
citoplásmica) que actúan sobre el genoma de la 
célula, como el ya mencionado trasplante de un 
núcleo somático a un ovocito enucleado. 


2. Algunos genes del genoma presente en todas las cé- 
lulas del individuo (memoria nuclear). Por ejemplo, 
algunos genes sólo se expresan cuando se heredan 
del padre o de la madre (huella génica). Así lo sugie- 
ren los experimentos de trasplante de núcleos a 
huevos enucleados. Si en el huevo enucleado se in- 
troducen dos núcleos de espermatozoide, el huevo 
se desarrolla con alteraciones en la masa celular in- 
terna. Pero si el huevo contiene dos núcleos de ovo- 
cito, las alteraciones se producen en el trofoblasto. 


GENES MATERNOS Y GENES CIGÓTICOS 


En la mayor parte de los embriones, las primeras fases 
del desarrollo no están bajo control del genoma embrio- 
nario. Esto se debe a que, durante la segmentación, el ci- 
clo celular es muy corto, restringido casi a la fase S y sin 
fases G, o Ga, por lo que el DNA no está disponible para 
la transcripción. Puesto que el núcleo de los primeros 
blastómeros no produce mRNA, la síntesis de proteínas 
corre a cargo de los MRNA almacenados en el huevo du- 
rante la ovogénesis. Ya hemos visto que, en muchos ca- 
sos, algunos de estos mRNA maternos se almacenan asi- 
métricamente, causando la determinación de territorios 
embrionarios en mosaico. Esto es lo que ocurre, por 
ejemplo, en la formación de las células germinales en 
C. elegans. Estas células provienen de divisiones asimé- 
tricas del huevo. El punto de entrada del espermatozoide 
define el polo posterior del huevo, que adquiere forma 
alargada. Las proteínas del huevo interactúan entre sí y 
se organizan en torno a este punto para elaborar una asi- 
metría en el interior de la célula huevo. Estas proteínas 
se originan del RNA del huevo; por tanto, son de origen 
exclusivamente materno, pues todavía no ha empezado 
la transcripción. Los genes que organizan la división asi- 
métrica en C. elegans se llaman genes maternales de 
partición (par) y se transcriben formando gránulos de ri- 
bonucleoproteínas (gránulos P) en el polo posterior del 
huevo, de modo que, al dividirse éste, las células que se 
forman en ese polo tienen esos gránulos. En cada mito- 
sis esos gránulos se segregan a una única célula, hasta el 
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estadio de 16 células. A partir de entonces, la célula con 
gránulos forma las células germinales. Algo similar ocu- 
rre en insectos, peces y anfibios. 

Por tanto, el control genético del desarrollo tempra- 
no se debe a genes maternos. Después, y a medida que 
las divisiones celulares se ralentizan antes y durante la 
gastrulación, las células embrionarias comienzan a pro- 
ducir sus propios mRNA a partir de sus propios genes 
nucleares. Por ello, en el embrión temprano se distin- 
gue entre los mRNA de genes maternos (almacenados 
en el huevo) y los mRNA de genes cigóticos, produci- 
dos por las propias células. 

El control del desarrollo por los genes maternos es 
responsable de que la herencia de estos genes mater- 
nos sea un tanto peculiar. Imaginemos el caso de Dro- 
sophila; supongamos que existe un gen (A) que contro- 
la las primeras fases del desarrollo, y que hay un macho 
y una hembra con una mutación recesiva de dicho gen 
en heterocigosis (Aa). La cuarta parte de la descenden- 
cia producida por el cruzamiento entre ambos será pro- 
blablemente portadora de la mutación en homocigosis 
(aa). Sin embargo, estos embriones son absolutamente 
viables, puesto que se desarrollan gracias a los mRNA 
almacenados en el huevo por la madre, que son funcio- 
nales porque la mosca contiene al menos una copia co- 
rrecta del gen. Ahora bien, las hembras mutantes (aa) 
que nazcan en este cruzamiento producirán siempre, 
cuando sean adultas, embriones defectuosos (que ex- 
presarán la mutación), porque todos los huevos produ- 
cidos por ella habrán almacenado copias defectuosas 
del mRNA del gen en cuestión, y ello aunque el macho 
con el que se crucen sea de tipo silvestre (AA) y de que, 
por tanto, los embriones lleven en su genoma una co- 
pia correcta del gen (es decir, embriones Aa). 

La activación de los genes cigóticos se puede reali- 
zar de forma brusca o gradual. Por ejemplo, en anfibios 
se ha descrito un período denominado transición de la 
blástula media, durante el cual se produce la activación 
paulatina de los genes cigóticos. 


SILENCIAMIENTO DE GENES 


Como ya hemos indicado, todas las células poseen los 
mismos genes, pero algunos no se expresan, es decir, 
están silenciados. Existen varios mecanismos para si- 
lenciar los genes, que suelen deberse a modificaciones 
químicas de la cromatina. Estos cambios, que actúan 
sobre el genoma, no alteran las secuencias de DNA pe- 
ro definen el conjunto de genes que se expresan. Una 
vía para seleccionar estos genes es la metilación del 
DNA (véase página 79). Otra vía de silenciamiento es la 
heterocromatinización, es decir, la condensación de cro- 
mosomas o regiones cromosómicas. Un ejemplo de es- 
te proceso es el que se ha comentado acerca de la cro- 
matina sexual (véase página 79). 


MEMORIA CELULAR 


Para que el proceso de determinación y diferenciación 
celular durante el desarrollo sea eficaz, es preciso que 


cuando una célula se divida, sea capaz de transmitir a 
las células hijas una memoria histórica del camino que 
ha seguido, para que éstas no retrocedan o alteren su 
destino de forma inadecuada. Los mecanismos que uti- 
lizan las células para conseguirlo constituyen la memo- 
ria celular, y pueden ser: 


1. Activación autocatalítica. Un gen se activa por su 
propio producto proteico, que es un factor de 
transcripción que además activa a otros genes. 
Una vez activado el gen, su producto se acumula 
en el núcleo y pasa a las células descendientes, 
manteniendo activa su propia expresión. 

2. Alteraciones estructurales de los cromosomas. Es el 
caso de la heterocromatinización, que es heredable. 

3. Alteraciones químicas de los cromosomas, como 
la metilación. 


CONTROL COMBINATORIO DE GENES 


Las instrucciones necesarias para producir un animal 
multicelular se encuentran en los factores de transcrip- 
ción (proteínas reguladoras génicas codificadas por ge- 
nes cuya función es regular la expresión de otros genes) 
y en las secuencias reguladoras de DNA (promotores, in- 
tensificadores, etc., a las que se unen estos factores para 
controlar su actividad). 

Cuando se comparan diferentes especies se observa 
que los genes que codifican las diversas proteínas del in- 
dividuo son muy similares, pero que las secuencias regu- 
ladoras son muy diferentes. Además, muchos de los pri- 
meros genes que se expresan en un embrión codifican 
diversos factores de transcripción, cada uno de los cua- 
les puede controlar la expresión de varios genes. Ade- 
más, cada gen puede estar controlado por varios facto- 
res de transcripción. Por tanto, las combinaciones de 
factores de transcripción presentes en cada momento 
pueden producir diversos patrones de expresión génica. 
Un factor de transcripción puede expresarse en un único 
tipo celular, incluso en un momento del desarrollo exclu- 
sivamente, pero es posible también que se exprese en 
varios tipos celulares, en varios lugares del organismo y 
en varios momentos del desarrollo diferentes. Por tanto, 
mediante la combinación de distintos genes se pueden 
producir diferentes tipos celulares. Así pues, se considera 
que los genes regulan el desarrollo mediante un control 
combinatorio que permite generar una gran diversidad 
de tipos celulares con unos pocos factores de transcrip- 
ción. Esto también es importante desde el punto de vista 
evolutivo, ya que un cambio en una proteína puede pro- 
vocar grandes cambios en el organismo. 

En el control de estos factores de transcripción inter- 
vienen activamente los sistemas de señales intercelula- 
res de los que se ha tratado en los Capítulos 7 (Fig. 7.41) 
y 8 (Fig. 8.4), y que son responsables de las interaccio- 
nes celulares reguladoras del desarrollo comentadas 
anteriormente. 


TRANSDETERMINACIÓN 


La mosca adulta procede de grupos de células de la lar- 
va, los cuales habían quedado aparentemente sin dife- 
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Figura 11.11. Representación de los discos imaginales de 
Drosophila. 
No 


renciar. Estos grupos de células se denominan discos 
imaginales. Hay 19 pares de discos imaginales dispues- 
tos lateralmente, y un disco central que también mues- 
tra una estructura par (Fig. 11.11). 

Los discos imaginales se diferencian en la fase de 
pupa, debido la acción de la hormona de la muda. Si se 
suministra antes esta hormona, se anticipa la diferen- 
ciación. Pues bien, se pueden tomar discos imaginales 
de una larva y trasplantarlos a un insecto adulto. Como 
en el adulto no existe esa hormona, los discos no se di- 
ferencian. Las células en ese ambiente crecen y se mul- 
tiplican llegando a formar grandes discos, siempre indi- 
ferenciados. En cualquier momento los discos se pueden 
trasplantar a una larva y es posible observar su diferen- 
ciación; ésta tiene lugar de acuerdo con su determina- 
ción, no con el sitio de la larva donde se coloquen. Es 
decir, la determinación es heredable y se mantiene du- 
rante muchas generaciones celulares. 

Algunos datos indican que existen genes de control 
que gobiernan el carácter de los discos imaginales de 
Drosophila. A veces, en experimentos de trasplantes, un 
disco imaginal se diferencia de modo distinto del previs- 
to; este fenómeno se conoce como transdeterminación. 
No se trata de una mutación, puesto que: a) no la causan 
mutágenos químicos; b) es muy frecuente; y c) aparece 
simultáneamente en un grupo de células. Cuando se pro- 
duce una transdeterminación, la zona transdeterminada 
del disco es una mezcla de células normales y células 
con fenotipo cambiado (la transdeterminada original y 
sus descendientes). Las células transdeterminadas pue- 
den recuperar su estado original, o transdeterminarse a 
otro, pero siempre hay unas transdeterminaciones más 
frecuentes que otras (Fig. 11.12). 


MUTACIONES HOMEÓTICAS 


Existen ejemplares de Drosophila que muestran muta- 
ciones que transforman ciertas partes del cuerpo en 
estructuras típicas de otras partes del cuerpo, hacien- 
do que extremidades u órganos se desarrollen ectópi- 
camente (p. ej., sale una pata en la cabeza en lugar de 
una antena). Son las mutaciones homeóticas, y los ge- 
nes que las sufren se denominan genes homeóticos 
selectores. 
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Figura 11.12. Frecuencias relativas de transdeterminación 
entre los diferentes discos imaginales de Drosophila. 


Igual que la transdeterminación, las mutaciones ho- 
meóticas revelan genes que controlan la determinación 
celular. Todo parece indicar que determinados discos 
imaginales han sufrido una transdeterminación. Esto 
sugiere que dichas mutaciones son trastornos de los 
genes que controlan la determinación y transdetermi- 
nación. Gracias a estas mutaciones se han identificado 
más de 30 loci diferentes de genes que controlan la de- 
terminación. 

Un grupo de estos genes determina el carácter ante- 
roposterior del segmento en la mosca. Hay un grupo de 
tres genes (complejo bitórax) que controla la identidad 
de los segmentos torácicos y abdominales. La larva mu- 
tante, denominada bitoraxoide, y el adulto originado de 
ella tienen el primer segmento abdominal (A1) igual 
que el último torácico (T3 o metatórax). Si faltan todos 
los genes del complejo bitórax, las larvas se mueren, 
pero muestran cabeza, protórax (T1), mesotórax (T2) y 
metatórax (T3), habiéndose transformado los ocho seg- 
mentos que deberían ser abdominales en segmentos 
como el metatórax. La función de los genes del comple- 
jo bitórax es, por tanto, regular la diferenciación de los 
segmentos para que cada uno tenga su carácter propio. 

Otro grupo de cinco genes (complejo antennapedia) 
controla los segmentos cefálicos y los primeros seg- 
mentos torácicos. 

Los complejos antennapedia y bitórax son las dos 
mitades de una única entidad, llamada complejo hox, y 
trabajan coordinamente en el control de la diferencia- 
ción de la cabeza y el cuerpo. Los productos de los ge- 
nes homeóticos selectores son proteínas reguladoras 
génicas y tienen en común la existencia de un dominio 
de 60 aminoácidos de unión al DNA. El gen correspon- 
diente se denomina homoebox. 

Puede haber genes similares en los vertebrados en 
el control de los somitas, hileras de dientes, segmentos 
de las extremidades, etcétera. 


MUTACIONES HETEROCRÓNICAS 


Las mutaciones en los genes implicados en el control 
del desarrollo causan desorganización del plan corpo- 
ral, dando lugar a células normalmente diferenciadas 
pero dispuestas en un patrón o número anormales. El 
efecto de algunas de estas mutaciones es simplemente 
la sustitución de un tipo celular por otro en el plan cor- 
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poral final. Otras mutaciones afectan a una célula muy 
primitiva en un linaje celular, de tal forma que toda su 
descendencia es reemplazada por otra (mutaciones he- 
terocrónicas). Esto implica que, por ejemplo, una célula 
se comporte como lo haría otra que fuera su ascendien- 
te en varias generaciones, de modo que, en parte del 
cuerpo del individuo, una fase del desarrollo se repite 
varias veces y queda retrasado. 

En el nematodo C. elegans pueden tener lugar dos 
grandes tipos de mutaciones con efectos opuestos en el 
gen denominado /in-14, cuyo efecto es retrasar la diferen- 
ciación celular; por tanto, el desarrollo normal depende 
de la reducción progresiva de la eficacia de este gen a 


medida que el individuo va madurando. Un primer tipo 
de mutación (pérdida de función) es la deficiente activi- 
dad de este gen, lo que hace que las células adopten pre- 
cozmente estadios maduros saltándose estadios interme- 
dios, de tal manera que el animal alcanza el estadio final 
prematuramente y con un número anormal de pequeñas 
células. El otro tipo de mutación (ganancia de función) es 
la hiperactividad de este gen, lo que provoca que las célu- 
las, en lugar de progresar a través de series normales de 
divisiones celulares características del primer, segundo, 
tercero y cuarto estadios larvarios, repitan los patrones 
de división celular característicos del primer estadio lar- 
vario, continuando así durante varios ciclos. 


FORMACIÓN DEL PATRÓN CORPORAL 


La diferenciación celular en el embrión se produce se- 
gún un determinado patrón corporal, es decir, se realiza 
por regiones, de manera que se garantiza que en cada 
individuo se produzca el patrón característico de la es- 
pecie, con la morfología y distribución adecuada de teji- 
dos y órganos. No sólo deben producirse, por ejemplo, 
células nerviosas, sino que además es preciso que unas 
neuronas se diferencien para originar el encéfalo, otras 
la médula espinal y así sucesivamente. 

Para que la diferenciación se produzca con arreglo al 
patrón corporal, la primera diferenciación debe ser de- 
pendiente de la posición, esto es, las células deben 
adquirir un valor posicional en función de su situación en 
el embrión, o en una determinada zona. Cada célula in- 
terpretará su valor posicional para responder de la forma 
adecuada. La adquisición del valor posicional y su inter- 
pretación son dos procesos independientes, ya que cada 
célula interpreta un mismo valor posicional de forma di- 
ferente según su memoria celular. Por ejemplo, dos célu- 
las situadas muy próximas en la yema que produce el 
brazo pueden interpretar el valor posicional de distinta 
manera: si una de ellas procede de los somitas formará 
el bíceps, mientras que si la otra procede del mesodermo 
lateral producirá el cartílago que origina el húmero. 

Para que cada célula adquiera su valor posicional es 
necesario que el embrión sea capaz de informar a cada 
célula de su situación. Por tanto, debe generarse una in- 
formación posicional. Las principales fuentes de infor- 
mación posicional son factores externos (luz, gravedad), 
determinantes morfogenéticos distribuidos asimétrica- 
mente y las interacciones celulares (inductores, morfóge- 
nos, etc.). 


Un mismo tipo celular se puede producir en distintas 
regiones del cuerpo, pero formando en cada caso es- 
tructuras diferentes. Por ejemplo, las células del hueso 


llamadas osteocitos son similares, pero producen hue- 
sos diferentes en cada región corporal. Esta diversidad 
regional específica puede explicarse mediante varios 
mecanismos distintos: 


1. Variaciones cualitativas regionales de las molécu- 
las señal, que pueden ser diferentes en distintas re- 
giones del embrión. Por ejemplo, en los vertebra- 
dos existen al menos tres versiones distintas del 
gen hedgehog: banded hedgehog, cephalic hedge- 
hog y sonic hedgehog, que se expresan en distin- 
tas regiones. 

2. Variaciones cuantitativas en las moléculas señal, 
mediante dos procesos: 


— Variaciones en la concentración local de una 
molécula, mediante la formación de gradientes 
de concentración. 

— Variaciones en las proporciones de la mezcla 
de moléculas: cada proporción de la mezcla de 
varias moléculas de señalización celular puede 
tener diferentes efectos. 


3. Diferencias regionales en la competencia de los 
tejidos que deben responder a las señales. 


Las moléculas señal que intervienen en estos proce- 
sos suelen ser inductores y morfógenos. Ya se ha co- 
mentado en apartados anteriores que un inductor es 
una molécula responsable de un proceso de inducción, 
mientras que un morfógeno es un factor que actúa lo- 
calmente para organizar el patrón espacial de diferen- 
ciación mediante diferencias de concentración. Muchos 
inductores son morfógenos y viceversa. Conviene re- 
cordar que el gradiente de morfógeno es un tipo de in- 
ducción instructiva (véase página 467). 

Se llama campo morfogenético a un área cuyas célu- 
las trabajan cooperativamente para formar una estruc- 
tura o un grupo de estructuras del embrión, como ocu- 
rre en el disco imaginal de Drosophila. En estas zonas, 
uno o varios morfógenos contribuyen a la división del 
campo morfogenético en regiones. 


Los gradientes de morfógeno se han estudiado ex- 
perimentalmente en hidras. Si se corta la región ante- 
rior de una hidra, ésta se regenera espontáneamente, 
cosa que no ocurre si a la hidra cortada se le trasplanta 
la región anterior de otra hidra, bien en el lugar de la 
amputación o bien en otra parte del cuerpo. De este ex- 
perimento se deduce que existe un morfógeno que se 
concentra en la región anterior. Una vez formado, este 
morfógeno inhibe la diferenciación de otras regiones de 
la hidra como zona anterior (oral). De ahí que la hidra 
sin región oral tienda a tenerla, mientras que la hidra 
con región oral (propia o ajena; correcta o incorrecta- 
mente situada) no duplique esta parte corporal. 


Los mecanismos genéticos que controlan la formación 
del patrón durante el desarrollo embrionario han sido 
muy estudiados en Drosophila, y es el modelo de esta 
especie el que se expondrá a continuación. 


DIFERENCIACIÓN DEL EJE DORSOVENTRAL 


La diferenciación del eje dorsoventral está controlada 
por un grupo de aproximadamente 21 genes. Diversas 
mutaciones en estos genes producen embriones caren- 
tes de estructuras dorsales o ventrales. 


DIFERENCIACIÓN DEL EJE ANTEROPOSTERIOR 


La diferenciación del eje anteroposterior está controlada 
por genes cuyas mutaciones dan lugar a embriones con 
duplicaciones o ausencias en su patrón anteroposterior. 
Estos genes se organizan jerárquicamente en tres nive- 
les, de manera que los productos de un gen de nivel su- 
perior regulan la expresión de los genes de nivel inferior. 
El orden de jerarquía es el siguiente: genes de polaridad 
del huevo, genes de segmentación (que a su vez se orga- 
nizan en tres niveles) y genes homeóticos selectores. 


Genes de polaridad del huevo 


Son genes maternos que establecen el primer control 
de la polaridad anteroposterior del embrión. Son los 
primeros que actúan en la diferenciación del eje, y lo 
hacen durante la ovogénesis, transcribiendo del geno- 
ma materno señales emitidas desde ambos extremos 
del huevo. Existen tres tipos de genes que producen 
tres tipos de mutaciones: 


1. Mutaciones que afectan a la región anterior del 
embrión. Se pierden la cabeza y el tórax. La muta- 
ción bicoid produce embriones sin cabeza ni tórax, 
y con estructuras abdominales excesivamente lar- 
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gas. Este mutante se desarrolla normalmente si se 
le inyecta citoplasma de la región anterior de un 
huevo normal. Se ha comprobado mediante hibri- 
dación in situ que el mRNA transcrito del gen bi- 
coid se halla en el extremo anterior del huevo. Tras 
la fecundación, el mRNA se traduce en los riboso- 
mas, y la proteína se distribuye en gradiente desde 
el polo anterior del embrión, ya que en las prime- 
ras fases de la segmentación, el embrión de Droso- 
phila es un sincitio. Otros genes que causan muta- 
ciones similares parece que intervienen en la 
localización del mRNA de bicoid. 

2. Mutaciones que afectan a la región posterior del em- 
brión. Se pierde la zona posterior del embrión y se 
producen embriones pequeños. Hay nueve genes 
en este grupo, de los cuales el fundamental parece 
ser nanos, cuyo mRNA se acumula en el extremo 
posterior del huevo, mientras que los demás genes 
del grupo contribuyen a la localización de nanos. A 
su vez, la función de nanos es producir una proteína 
que se distribuye en gradiente e inhibe la traducción 
del mRNA de otro gen materno, hunchback, que es- 
tá distribuido uniformemente en el eje anteroposte- 
rior del huevo. De esta forma, se consigue que el 
producto de hunchback se establezca según un gra- 
diente. Otros siete genes de este grupo ayudan a lo- 
calizar nanos en el extremo posterior. El noveno gen 
de este grupo, caudal, tiene un mRNA distribuido 
uniformemente en todo el huevo, pero la proteína se 
produce en gradiente, ya que su traducción es inhi- 
bida por la proteína producida por bicoid. 

3. Mutaciones que afectan a las dos regiones termi- 
nales. Producen larvas sin sus extremos termina- 
les anterior (acron) y posterior (telson). El gen fun- 
damental es torso, cuyo producto es una proteína 
que actúa como un receptor transmembrana, dis- 
tribuida regularmente por toda la superficie celu- 
lar. Este receptor es del tipo tirosina quinasa, y su 
activación provoca la fosforilación de proteínas ci- 
toplasmáticas del huevo. Tras la fecundación, el li- 
gando extracelular de torso, que estaba bloquea- 
do en la membrana vitelina de los polos anterior y 
posterior del huevo, se libera y activa a torso. 


Genes de segmentación 


La primera señal visible de la segmentación del embrión 
de Drosophila es la aparición de 14 parasegmentos. Pos- 
teriormente se forman los 16 segmentos, visibles en la 
larva y el adulto, por la unión de la parte posterior de un 
parasegmento y la anterior del parasegmento siguiente. 
Los segmentos cefálicos (C1 a C3) se fusionan para for- 
mar la cabeza; los segmentos T1 a T3 constituyen el tron- 
co, y del A1 al A8 forman el abdomen. El extremo caudal 
lo forman los segmentos A9 y A10 (Fig. 11.13). 

Los genes de segmentación son un conjunto de ge- 
nes cigóticos que actúan repetidamente en muchos 
segmentos sucesivos estableciendo en cada uno de 
ellos el plan del segmento prototipo, esto es, distin- 
guiendo entre posterior y anterior, dorsal y ventral, etc. 
Comprenden tres grupos que actúan secuencialmente: 
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Genes gap o de hiato. Son cinco genes cigóticos, 
denominados así porque sus mutaciones causan 
la pérdida de regiones enteras del embrión. Se re- 
quieren amplias regiones específicas situadas a lo 
largo del eje anteroposterior del embrión tempra- 
no para que el desarrollo sea adecuado. Marcan 
las grandes subdivisiones del embrión. La muta- 
ción krúppel ocasiona la ausencia de ocho seg- 
mentos (desde T1 a A5) (Fig. 11.13). 


. Genes de la regla par. Son ocho genes cigóticos 


cuyas mutaciones causan la pérdida de segmen- 
tos alternos, como ocurre en los mutantes even- 
skipped (Fig. 11.13). Por tanto, estos genes son 
necesarios para el desarrollo alternativo de seg- 
mentos, y son los responsables de la formación 
de los 14 parasegmentos del embrión. Cada uno 
de estos genes se expresa en un patrón de siete 
bandas verticales, aunque las bandas de expre- 
sión de cada gen no son coincidentes. 


. Genes de la polaridad del segmento. Son diez ge- 


nes cigóticos responsables de organizar el patrón 
anteroposterior de cada segmento individual. Mar- 
can las subdivisiones básicas de cada segmento, 
formando compartimentos distintos dentro de cada 
segmento larvario. Su mutación hace que se pierda 
una parte de cada segmento y que esta parte sea 
sustituida por la imagen especular de parte de otros 
segmentos. Como se ha dicho, cada segmento pro- 
viene de la fusión de la mitad posterior de un para- 
segmento con la mitad anterior del parasegmento 
siguiente. En la mutación gooseberry, esta mitad 
anterior está invertida, es decir, la mitad posterior 
de cada segmento es reemplazada por la copia es- 
pecular de la mitad anterior del parasegmento si- 
guiente (Fig. 11.13). Del gen engrailed, que controla 
la diferenciación del compartimiento posterior de 
los segmentos, se tratará a continuación. 


Figura 11.13. Resultados de mutaciones en los genes de 
segmentación. 
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Genes homeóticos selectores 


Posteriormente actúan los genes homeóticos selecto- 
res, que se han explicado en un apartado anterior (véa- 
se página 473). Estos genes son los responsables de 
conferir a cada segmento su identidad (cefálico, toráci- 
co, abdominal). 


ESTABLECIMIENTO DE COMPARTIMIENTOS 
DIFERENTES 


Los genes de polaridad del segmento comentados en el 
apartado anterior son responsables de la división del 
segmento en compartimientos. Un compartimiento es 
un dominio de restricción del linaje, es decir, que las cé- 
lulas de cada compartimiento y sus células hijas no se 
mezclan con las de otros compartimientos, pero sí pue- 
den hacerlo con las del mismo compartimiento. Por eso, 
a los compartimientos también se les llama policlones. 
El primer responsable de la formación de compartimien- 
tos en los segmentos de Drosophila es el gen engrailed. 
Cuando se empiezan a expresar los genes de polaridad 
del segmento, cada parasegmento de Drosophila está 
formado por una banda vertical de tres o cuatro hileras 
de células. De estas hileras, la anterior expresa engrailed. 
Cuando los parasegmentos embrionarios se convierten 
en los segmentos larvarios, como cada segmento queda 
formado por la parte posterior de un parasegmento más 
la parte anterior del parasegmento contiguo, la hilera de 
células que expresa engrailed pasa a quedar en la posi- 
ción posterior del segmento larvario. 

La existencia de compartimientos se ha demostrado 
mediante técnicas de recombinación mitótica. La re- 
combinación es normal en la meiosis, pero a veces pue- 
de darse en células somáticas durante la mitosis. En 
respuesta a los rayos X se producen intercambios entre 
cromátidas de cromosomas homólogos en Drosophila. 
De esta manera se consiguen clones de células con un 
genotipo diferente al del resto de las células somáticas, 
lo que se traduce morfológicamente en manchas de un 
color distinto al del resto del cuerpo, por ejemplo. 

Conseguidos estos clones en el ala (que, por ser una 
extensión superficial, se estudia muy bien), puede ob- 
servarse que los clones se distribuyen irregularmente y 
que su contorno es también irregular; no obstante, hay 
una línea de demarcación entre los compartimientos 
anterior y posterior del ala que nunca es sobrepasada 
por un clon (Fig. 11.14). Comparando los mismos clo- 
nes en individuos diferentes se ve que pueden estar en 
el compartimiento anterior o en el posterior, pero nunca 
en ambos, y que si crecen mucho, al alcanzar la línea di- 
visoria de ambos compartimientos se extienden sin so- 
brepasarla. Esta línea no coincide con la vena central 
del ala ni con estructura morfológica alguna. Ello sugie- 
re que, en un momento dado, entre las células del disco 
imaginal se ha establecido una distinción, de manera 
que se dividen en dos categorías: parte anterior y parte 
posterior del ala. Las células de cada categoría tienden 
a unirse entre sí y no con las de la otra categoría, deli- 
mitando la línea. 
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Compartimiento anterior 
del ala 


Figura 11.14. El desarrollo de un 
clon de crecimiento rápido en un 
ala de Drosophila respeta la línea 
de demarcación entre los compar- 
timientos anterior y posterior del 
ala. Dichos límites no coinciden 
con las venas (tráqueas) del ala. 


Compartimiento posterior 


Límite entre el compartimiento 
anterior y posterior del ala 


Clon expandido sin sobrepasar 
el compartimiento posterior 


Clon en crecimiento 


Dentro del ala de Drosophila se llegan a establecer 
hasta ocho compartimientos diferentes en el tiempo. 
Cada uno de ellos determina una estructura concreta. Al 
hablar del ala también hay que incluir el noto, que es la 
región adyacente del tórax. 

Así pues, primero se establecería la determinación 
en compartimientos anterior y posterior, después los 
compartimientos dorsal y ventral y, finalmente los com- 
partimientos proximal y distal (Fig. 11.15). De la inter- 
sección resultan los ocho compartimientos. Los clones 
mutantes generados con rayos X después de estableci- 
do un compartimiento nunca salen de él, pero sí lo ha- 
cen si se generaron antes. 

Estos genes que determinan compartimientos (ante- 
rior y posterior; dorsal y ventral, etc.) no son sólo carac- 
terísticos del disco imaginal del ala; a la vez, controlan 
las mismas posiciones o compartimientos en los demás 
discos imaginales. Así, la mutación engrailed convierte 
la mitad posterior de un ala en mitad anterior, y tam- 
bién la mitad posterior de una pata en una mitad de pa- 
ta anterior. 

Cuando se consigue un clon de crecimiento rápido 
se ve que sus células se extienden mucho más en el 
compartimiento en que se encuentran que las restantes 
células del compartimiento; incluso pueden ocupar casi 
todo el compartimiento, aunque éste no es más grande 
que si no hubiera existido ese clon. Así, el ala derecha 
con ese clon no adquiere mayor tamaño que la izquier- 
da sin dicho clon. Esto quiere decir que la extensión de 
la proliferación celular no está determinada por el re- 
cuento de divisiones celulares. Las células continúan 
proliferando hasta que reciben una señal de que se han 
alcanzado la forma y el tamaño adecuados de la estruc- 
tura. 
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Figura 11.15. Desarrollo de hasta ocho compartimientos 
diferentes en el ala y noto de Drosophila. 


ESPECIFICACIÓN DE LOS EJES DE SIMETRÍA 
Y LAS HOJAS GERMINALES 


Todos los vertebrados tienen un plan corporal básico. Es- 
te plan se establece en una fase del desarrollo inmediata- 
mente posterior a la neurulación: el estadio filotípico. 
Aunque los diversos grupos de vertebrados poseen dis- 
tintos tipos de huevos y diferentes mecanismos de seg- 
mentación y gastrulación, todos los embriones de verte- 
brados convergen en este estadio filotipico. Después, el 
desarrollo embrionario vuelve a ser divergente y se pro- 
ducen los caracteres propios de cada clase (Fig. 10.36). 

La formación del patrón se ha estudiado con detalle 
en el anfibio Xenopus laevis, aunque muchos de los ha- 
llazgos obtenidos han servido para realizar estudios si- 
milares en otros vertebrados. Por ello, nos centraremos 
en los mecanismos de formación del patrón en Xenopus. 

El primer hecho importante en el establecimiento de 
los ejes corporales en Xenopus es la entrada del esper- 
matozoide en el huevo, que causa la rotación del cito- 
plasma cortical pigmentado del polo animal hacia el 
punto de entrada el espermatozoide, con la formación 
de la medialuna gris en el punto opuesto a esta entrada 
(Fig. 11.16). Esta región determinará un lado dorsal (el 
de la medialuna gris) y otro ventral (el de entrada del 
espermatozoide) y una simetrización bilateral del huevo 
(véase página 436). 

En el polo vegetal del huevo de Xenopus se acumu- 
lan los mRNA de la proteína reguladora génica VegT 
(perteneciente a la familia T-box, integrada por unas 
proteínas señal de la superfamilia TGF-P) y también por 
algunas proteínas de la vía de señalización Wnt, como 
la Dishevelled). Todas estas señales dirigirán los movi- 
mientos del desarrollo. Tras la rotación del citoplasma 
cortical se reorganizan los microtúbulos para transpor- 
tar la proteína Dishevelled hacia la zona de la medialu- 
na gris (Fig. 11.16). 

Mediante experimentos de aislamiento en medios 
neutros, se ha comprobado que en el embrión de anfi- 
bios, el polo animal está especificado para producir ecto- 
dermo y el polo vegetal para producir endodermo (véase 
Fig. 11.5). Las células ecuatoriales, que normalmente 
producen mesodermo, están especificadas para producir 
también ectodermo, pero en el embrión se produce du- 
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Figura 11.16. Formación del eje de simetría dorsoventral en el embrión temprano de Xenopus laevis. La entrada del esperma- 
tozoide (cuyo punto de entrada determina la cara ventral) provoca una rotación del citoplasma cortical pigmentado, dando lu- 
gar a la medialuna gris (que señala la zona dorsal) en el punto opuesto al de entrada del espermatozoide. En el polo vegetal del 
huevo se acumulan los mRNA de la proteína reguladora génica VegT de la superfamilia TGF-$ y también algunas proteínas de la 
vía de señalización Wnt, como la proteína Dishevelled. Tras la rotación del citoplasma, la proteína Dishevelled se sitúa en la zo- 
na de la medialuna gris. Las células de esta región constituyen el centro de Nieuwkoop y expresan una serie de genes específi- 
cos que emiten señales que organizan el eje dorsoventral del cuerpo. Estas señales pueden resumirse en cuatro, los cuales ori- 
ginan los siguientes procesos. 1) inducción del mesodermo ventral; 2) inducción del mesodermo dorsal (organizador de 
Spemann); 3) ventralización del mesodermo, y 4) dorsalización del mesodermo. 


de 


rante la formación de la blástula una cascada de proce- 
sos inductores sucesivos que determina la formación del 
mesodermo antes de que se produzca la gastrulación. Se 
cree que este proceso inductivo tiene lugar mediante un 
modelo de cuatro señales (Fig. 11.16): 


Señal 1. Inducción de mesodermo ventral. Durante 
la segmentación, los blastómeros del polo vegetal del 
embrión, donde se acumulan los mRNA de la superfa- 
milia TGF-B, inducen a los blastómeros ecuatoriales ve- 
getales a formar mesodermo de tipo ventral. Si estas 
señales son bloqueadas, se interrumpe la gastrulación 
y no se forma mesodermo. 

Señal 2. Inducción de mesodermo dorsal. Simultánea- 
mente al proceso anterior, la proteína Dishevelled acumu- 
lada en las células vegetales dorsales (centro de Nieuwko- 
op) modifica la acción de otras señales induciendo el 
desarrollo de células especiales que forman mesodermo 
dorsal. Esta región, inducida por el centro de Nieuwkoop, 
se denomina organizador de Spemann, y tiene un papel 
crucial en el control de la gastrulación y en la especializa- 
ción de las células adyacentes a él, organizando el eje dor- 
soventral del cuerpo. El trasplante de esta región entre 
embriones a regiones ectópicas (distintas a su ubicación 
habitual) genera embriones con dos ejes corporales dor- 
sales: uno formado a partir de su propio organizador de 
Spemann, y otro a partir del trasplantado. 


Señal 3. Ventralización del mesodermo. Las células 
ecuatoriales marginales que recibieron la señal 1 y for- 
maron mesodermo ventral, emiten señales que convier- 
ten al resto de las células ecuatoriales también en me- 
sodermo ventral. 

Señal 4. Dorsalización del mesodermo. El organiza- 
dor de Spemann segrega proteínas como la cordina, 
que inhibe la acción de las señales TGF-P producidas 
por las células más ventrales y contribuye a la forma- 
ción de la notocorda en el eje del mesodermo dorsal. 
Estas células cordales expresan una proteína regulado- 
ra génica, llamada braquiura («tallo corto» en griego), 
de la misma familia T-box que las VegT. 


Las señales 3 y 4 son antagónicas, y su combinación 
provoca la regionalización del mesodermo, de forma 
que las regiones más próximas a la señal 3 producen 
estructuras más ventrales, y las zonas más próximas a 
la señal 4 producen estructuras más dorsales. 


DESARROLLO DEL PATRÓN DE 
LAS EXTREMIDADES DE LOS VERTEBRADOS 


Diferenciación del ala del pollo 


Como ejemplo de formación del patrón de un órgano, 
analizaremos la formación de la extremidad de un verte- 
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brado, centrándonos en el estudio de la diferenciación 
del ala del pollo, que ha sido muy utilizada en los traba- 
jos experimentales. Para su estudio podemos distinguir 
tres ejes que nos permitirán definir todas las estructuras 
en el espacio: 1) eje anteroposterior (dedos 2 a 4); 2) eje 
proximodistal (brazo-dedos); y 3) eje dorsoventral. 


Diferenciación anteroposterior 


En el borde posterior de cada yema de las extremidades 
hay un grupo de células mesodérmicas peculiares deno- 
minadas zona de acción polarizante (ZPA) (Fig. 11.17.A). 
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Si se extrae la ZPA de una yema de ala y se trasplanta a la 
región anterior de otra yema, cuando se desarrolla el ala 
receptora, ésta adquiere mayor tamaño y presenta una si- 
metría especular de los huesos (Fig. 11.17.B). Es decir, la 
ZPA es responsable del patrón anteroposterior de la extre- 
midad: al duplicarse, se duplican los dedos. Esta zona in- 
forma de la posición en el eje anteroposterior a las demás 
células de la yema. Así, el dedo 4 se forma junto a la ZPA, 
el dedo 3 algo más alejado y el dedo 2 todavía más lejos. 

Otros experimentos corroboran estos hallazgos. Si el 
injerto de ZPA se coloca no en el lado anterior sino más 
hacia el centro de la yema, el resultado es la formación 
de los dedos en la secuencia: 4-3-3-4 (Fig. 11.17.C). 
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Figura 11.17. A: Esquema de 
la diferenciación de un ala nor- 
mal de pollo a partir de su yema. 
B: El injerto de zona de acción 
polarizante (ZPA) de la yema de 
un ala en la región anterior de la 
yema de otra ala da lugar a un 
ala con los dedos 2, 3 y 4 dupli- 
cados en simetría especular. C: El 
injerto de la ZPA en una región 
algo menos anterior de la yema 
de otra ala origina una extremi- 
dad con sólo los dedos 3 y 4 du- 
plicados en simetría especular. 
D: Si el injerto de ZPA se realiza 
en la región media de la yema de 
otra ala, la extremidad resultante 
presenta el patrón 2-3-4-4-3-3-4. 
La distancia respecto a la ZPA in- 
jertada determina el tipo de es- 
tructura formada por las yemas 
del ala. 


Cc 


D 


Dedo 2 
Dedo 3 
Region polarizante Dedo 4 
(ZPA) 


) Bloque de cresta y mesénquima subyacente suprimidos 


n >) 


Injerto de la ZPA de un ala en la zona anterior de la otra ala 


Lala 


Injerto de la ZPA de un ala en zona algo menos anterior de la otra ala 


ppp: 


Injerto de la ZPA de un ala en la región media de la otra ala 


Ala normal 


ZPA de la otra ala injertada 4 


Extremidad resultante 


== 


Extremidad resultante 


Extremidad resultante 


480 EMBRIOLOGÍA ANIMAL 


Si la ZPA se injerta en el centro, el resultado es la for- 
mación de los dedos en la secuencia: 2-3-4-4-3-3-4 (Fig. 
11.17.D). Este último injerto demuestra que la ZPA pue- 
de señalar en ambas direcciones. El que no aparezca 
dedo 2 en el ala extra ni en los resultados del experi- 
mento anterior puede deberse a que las dos zonas de 
acción polarizante coexistentes (la normal y la injerta- 
da) están demasiado juntas y no permiten diferenciarse 
a las células más alejadas. 

La ZPA parece actuar produciendo un gradiente de 
morfógeno. El dedo 4 se especifica en la región con el 
gradiente más concentrado, y el dedo 2 en aquella con el 
gradiente menos concentrado. Durante mucho tiempo se 
ha pensado que esta sustancia podría ser el ácido reti- 
noico, pues su administración mimetiza los efectos de la 
ZPA. El receptor del ácido retinoico en las células de la 
extremidad es una proteína similar a la de los receptores 
de hormonas esteroideas y tiroideas, que regulan la 
transcripción mediante su unión a secuencias específicas 
de DNA. Recientemente se ha comprobado que la ZPA 
también expresa el gen sonic hedgehog, cuyo producto 
es una proteína de secreción que se distribuye en gra- 
diente a partir de ZPA, y su administración mimetiza los 
efectos del trasplante de la ZPA. La síntesis del producto 
del gen sonic hedgehog es activada por el ácido retinoi- 
co, por lo que se cree que el verdadero morfógeno po- 
dría ser el gen sonic hedgehog. 

Se puede comprobar que esta ZPA proporciona una 
información de posición inespecífica (y no una diferen- 
ciación en hueso, cartílago, etc.) mediante el siguiente 
experimento: si se injerta en la yema del ala la ZPA de 
una pata, el resultado es como si se injertara la de un 
ala. Es más, lo mismo ocurre si se injerta la ZPA de la 


extremidad de un reptil o de un mamífero, lo que indica 
que en el desarrollo del patrón corporal de diferentes 
vertebrados intervienen las mismas señales. 

Se ha comprobado que las extremidades de los ver- 
tebrados expresan genes homeóticos de la familia 
hoxD, en patrones secuenciales similares a los que pro- 
ducen el patrón anteroposterior de Drosophila, y que 
estos genes son activados por distintas concentracio- 
nes de sonic hedgehog. Por tanto, la misión de este 
morfógeno podría consistir en activar la expresión re- 
gional anteroposterior de genes hoxD en el ala. 


Diferenciación proximodistal 


La determinación de la yema, a medida que va creciendo, 
en ala o en pata tiene lugar desde la base a la punta; es de- 
cir, cuando la base está ya determinada, la punta todavía 
no lo está. En la determinación progresiva de la punta in- 
fluye la cresta ectodérmica apical (un epitelio engrosado). 
Si ésta se extirpa en una fase temprana, no se desarrolla 
la mano ni el antebrazo. Si se extirpa más tarde, se dife- 
rencian el brazo y el antebrazo, sin dedos (Fig. 11.18). Esta 
cresta ectodérmica produce factores de crecimiento, co- 
mo FGF-8 y FGF-4. Este último puede mimetizar el efecto 
de una cresta ectodérmica previamente extirpada. 

La edad de la cresta ectodérmica no indica al mesén- 
quima subyacente qué regiones (brazo, antebrazo, de- 
dos) debe formar en cada momento. Sólo le indica que 
siga su progresión normal. El mesénquima situado in- 
mediatamente debajo de la cresta ectodérmica es la zo- 
na de progreso. 

Así, si a una yema de ala que ya ha determinado 
(aunque no diferenciado) el brazo y el antebrazo, pero 
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la diferenciación de un ala nor- 
mal de pollo a partir de su yema. 
B: La extirpación de la cresta ec- 
todérmica apical de la yema de 
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no los dedos, se le quita la cresta ectodérmica y se le 
pone la de una yema inicial (que aún no se ha determi- 
nado), no se altera su desarrollo, es decir, se diferencian 
los dedos como estaba previsto. Y si a la yema inicial de 
un ala se le quita la cresta ectodérmica y se le pone la 
de una yema más madura, tampoco ocurre nada de par- 
ticular: se forma el ala completa. 

Estos hechos indican que el mesénquima de la zona 
de progreso es el responsable de la determinación. Si 
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se injerta la punta completa de una yema temprana 
(cresta ectodérmica + zona de progreso) en lugar de la 
punta de una yema más madura (que ya ha determina- 
do el brazo o el antebrazo), la nueva punta de yema de- 
termina un nuevo antebrazo (con lo que hay dos ante- 
brazos) y dedos (Figs. 11.19.A. y 11.19.B). 

Si se hace al revés, es decir, si se injerta la punta de 
una yema más madura en la punta extirpada de una ye- 
ma joven, en la que sólo se ha determinado el brazo, se 
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forman brazo y dedos (sin antebrazo) (Figs. 11.19.A y 
11.19.C). Esto es, la edad de la zona de progreso modifi- 
ca las propiedades inductoras de éste haciendo que el 
mesénquima subyacente se determine hacia partes di- 
ferentes (una parte da origen al brazo, otra al antebrazo 
y la otra a la mano). 


Diferenciación dorsoventral 


El ectodermo de la yema del ala expresa los genes wnt-7a 
en la zona dorsal y el gen engrailed en la ventral. El gen 
engrailed reprime la expresión del wnt-7a en la zona ven- 
tral. Los mutantes del gen wnt-7a no poseen zona dorsal. 
A su vez, la expresión del gen wnt-7a hace que el mesén- 
quima exprese en su zona dorsal los genes Imx-1. En las 
yemas donde el gen /mx-7 se expresa en zonas ventra- 
les, éstas producen estructuras dorsales. 


Información posicional e identidad de 
la extremidad 


La extracción de un bloque de la yema de una pata (que 
debería formar muslo) y su injerto en la yema de un ala 
no dan lugar ni a muslo ni a ala, sino a dedos de la pata 
(Fig. 11.20). Hay, pues, una información de posición ante- 
roposterior que determina a ese bloque como pata y no 
como ala. Pero, además, ese bloque responde a señales 
que le indican su posición en el eje del miembro proximo- 
distal (no es base de pata, sino punta de pata). Así pues, 
la especificación completa de la posición no se da de mo- 
do simultáneo sino sucesivo: primero se informaría que 
es pata y no ala; después que no es base sino punta. De 
este modo, a medida que el bloque se aleja de la base al 
crecer, las partes basal, intermedia y final se van diferen- 
ciando de forma diversa. Así, tanto en las extremidades 
anteriores como en las posteriores se forman tejido con- 
juntivo, cartílago y hueso, pero en cada extremidad estos 
tejidos se ordenan de manera diferente, de modo que 
una pata no se confunde con un ala. 

Hay, pues, un valor de posición aunque las células 
sean equivalentes. Las células reciben primero una indi- 
cación del lugar en que se encuentran en el eje antero- 
posterior del cuerpo (para dar ala o pata). Después reci- 
ben la indicación sobre la manera en que han de 
modelarse para formar huesos más o menos largos y 
músculos más o menos grandes, de acuerdo con la po- 


sición en el eje del miembro. La diferencia de valor po- 
sicional entre las extremidades delanteras y traseras de 
los vertebrados parece depender de una proteína regu- 
ladora génica llamada Tbx (T-box). Las células de las ex- 
tremidades traseras expresan la proteína Tbx4, mien- 
tras que las de las delanteras expresan la Tbx5. 


Regeneración de miembros 


Regeneración distal 


Algunos miembros pueden regenerarse, como las ex- 
tremidades de la salamandra. La regeneración se pro- 
duce a partir de la superficie del corte, en sentido distal, 
y se regenera toda la parte del miembro que falta (Fig. 
11.21). Se forma un tejido llamado blastema de regene- 
ración, que deriva de las células de la superficie del cor- 
te. Si se corta un miembro y se implanta la parte corta- 
da, la regeneración tiene lugar en ambas superficies. 

El tratamiento de las superficies de corte con ácido re- 
tinoico provoca regeneraciones anómalas, en el sentido 
de que se duplican partes del miembro, quizá porque 
cambie la potencialidad del blastema de regeneración. 


Regeneración intercalar 


Si se cortan dos patas de cucaracha por diferente lugar 
(numerando previamente los segmentos) y se unen, el 
trozo que falta se regenera (Fig. 11.22.A). Si se cortan las 
patas a diferentes niveles y se emparejan, pero en vez de 
faltar un trozo se añade un trozo extra, se genera una ter- 
cera parte extra entre las ya existentes, de modo que se 
establezca continuidad en los segmentos (Fig. 11.22.B). 

Este comportamiento se resume en la regla de inter- 
calación: la discontinuidad del valor de posición provo- 
ca un crecimiento local, de suerte que las células recién 
formadas adoptan valores de posición intermedios, re- 
tomándose la continuidad del patrón. 


Regeneración periférica 


Si se hace un corte transversal de un fémur de cucara- 
cha y, en la zona superficial lateral, se arranca una tira 
de epidermis con su cutícula, al unir de nuevo los dos 
trozos de fémur, pero sustituyendo la epidermis arran- 
cada por la extirpada de otra pata, se produce un tejido 
de regeneración (Fig. 11.23). 
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Figura 11.20. El injerto de un 
Huesos de ala bloque de tejido mesodérmico 
extraído de la base de la yema 
de una pata de pollo e injertado 
en el extremo de la yema de un 
Extremidad resultante ala da lugar al brazo y antebrazo 
| Yema de pata Yema de ala | del ala, pero con dedos de pata y 
Vista frontal en sección longitudinal no de ala. ) 


Figura 11.21. La amputación de 
una mano en una salamandra re- 
genera dicha mano. Si el brazo y 
antebrazo sin la mano se unen al 
cuerpo, y si ese miembro se sec- 
ciona por la mitad del húmero, el 
resultado es una regeneración de 
la extremidad completa. 
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en el cuerpo 
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Figura 11.22. A: La sección de 
dos patas de cucaracha a diferen- 
te nivel de la tibia (nivel 8 en una 
pata y 4 en otra) y la unión del 
segmento seccionado de la prime- 
ra al implantarlo en el cuerpo de 
la segunda (con la consiguiente 
falta de apareamiento), determina 
el desarrollo de un tejido interca- 
lado entre los segmentos mal apa- 
reados para restablecer la conti- 
nuidad estructural. B: Lo mismo 
ocurre si se emparejan los seg- 
mentos que no se emparejaron en 
la figura anterior. 
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A Se extirpa una estrecha franja de epidermis 
del fémur y el tejido se regenera 


Figura 11.23. A: La extirpación de una franja de epider- 
mis con su cutícula en el fémur de una cucaracha determina 
la formación de un tejido de regeneración. B: Si, en el lugar 
donde se realiza la extirpación, se implanta una franja epi- 
dérmica más estrecha que la extirpada, y obtenida de otra 
pata y de otro lugar diferente, se forma un tejido de regene- 
ración que une la franja estrecha a los bordes del hueco de 
extirpación. 


B Se extirpa la misma epidermis y se injerta una 
franja más estrecha extirpada de la tibia de otra 
pata. El resultado es un tejido de regeneración 


MIGRACIÓN Y RENOVACIÓN CELULAR 


Las células que han quedado determinadas en relación 
con su valor e información de posición, permanecen en 
el compartimiento o territorio en el que se han forma- 
do, quedando limitada su expansión dentro de los már- 
genes de ese territorio, tal como se demuestra en el de- 
sarrollo del ala de Drosophila. El mecanismo que causa 
esta disposición se denomina cohesión selectiva y hace 
que las células que comparten las mismas característi- 
cas se unan estrechamente entre sí, evitando la disper- 
sión. Experimentalmente, se ha demostrado que, en el 
embrión temprano de anfibios, si se toman las células 
epidérmicas, mesodérmicas y las de la placa neural y se 
mezclan aleatoriamente en un cultivo, al poco tiempo 
se observa que estas células se han agrupado según su 
naturaleza en tres capas: una epidermis externa que ro- 
dea a un mesodermo en el que se encuentra un tubo 
neural (Fig. 11.24). En estadios más avanzados, si se 


mezclan células embrionarias cardíacas y hepáticas, 
ambos tipos se separan y los de cada tipo acaban reu- 
niéndose entre sí. 

Esta adhesividad se debe a unas glucoproteínas de 
la superficie celular que se expresan tempranamente en 
el embrión. Unas son dependientes de Ca”, como las 
cadherinas y las integrinas. Hay otras que no dependen 
del calcio, como las moléculas de adhesión de células 
neurales (N-CAM). Las cadherinas tienen un papel im- 
portante en el control de la formación y disociación de 
epitelios y en la agregación de células, y van cambian- 
do su expresión en la gastrulación, la neurulación y la 
formación de somitas. Estos cambios se relacionan con 
los cambios en la asociación entre las células, contribu- 
yendo a los cambios en la organización de los tejidos. 
Inicialmente se forma cadherina E, que persiste luego 
en células epiteliales; después se forman cadherina P, 
que se localiza en las células epidérmicas y placenta- 
rias, y cadherina N, presente en las células nerviosas, 
cardíacas y del cristalino. Pero existen más cadherinas 
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Figura 11.24. Si se mezclan las 
células epidérmicas, mesodérmi- 
cas y las de la placa neural del 
embrión temprano de un anfibio, 
las células tenderán a agruparse 
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específicas; así, los genes que marcan la posición de las 
células dentro del somita producen una cadherina lla- 
mada procadherina paraxial. 

Las integrinas median en procesos de adhesión de 
las células a la matriz extracelular, y se ha estudiado su 
intervención en el plegamiento de los discos imaginales 
de Drosophila. Las N-CAM, que se expresan en la su- 
perficie de neuronas y células gliales, pertenecen a la 
superfamilia de las inmunoglobulinas y también sufren 
cambios en su expresión durante el desarrollo embrio- 
nario; por ejemplo, son abundantes en el tubo neural, 
pero desaparecen de las células de las crestas neurales 
durante la migración celular para volver a aparecer si 
esas células se reúnen para formar un ganglio. 

En la formación de la médula espinal, muchas neu- 
ronas envían sus axones ventralmente (axones comisu- 
rales) hacia el suelo de la médula, pero luego estos axo- 
nes trazan un ángulo recto y se dirigen horizontalmente 
hacia el encéfalo. La primera fase del viaje depende de 
un gradiente de concentración de netrina, que es segre- 
gada por las células de la base de la médula y actúa so- 
bre unos receptores de los axones denominados DCC. 
Después, los conos axónicos cambian sus receptores, 
de DCC a Roundabout; éstos ya no son afines a la netri- 
na, sino a la proteína Slit, que es también segregada 
por las células del plano basal pero hace que los axones 
se alejen de la netrina. Además, los axones adquieren 
receptores para la proteína semaforina, segregada por 
células de las paredes laterales de la médula, que tam- 
bién es repelente de la netrina. 


De este esquema general se apartan algunos tipos celu- 
lares que deben trasladarse a otro órgano o dispersarse 
por el organismo. En los vertebrados este comporta- 
miento lo desarrollan los siguientes tipos de células: 1) 
las células germinales primordiales; 2) las células for- 
madoras de colonias de células sanguíneas; 3) las célu- 
las que formarán la musculatura del ala del pollo; y 4) 
las células de las crestas neurales. 

En estos casos se habla de migraciones celulares. Al 
menos los tres primeros tipos tienen en común un recep- 


tor de membrana, llamado proteína Kit, que se une a un 
ligando, el factor estimulador de la formación de colo- 
nias celulares (SCF), producido por células que se en- 
cuentran en la vía de migración. 


MIGRACIÓN DE LAS CÉLULAS GERMINALES 
PRIMORDIALES 


Las células destinadas a originar los gametos tienen ge- 
neralmente un origen extragonadal. Son reconocibles 
durante etapas tempranas del desarrollo embrionario, y 
se denominan células germinales primordiales. En los 
anfibios se puede seguir el linaje de las células germi- 
nales durante el desarrollo embrionario desde una zona 
del huevo que, durante la segmentación, se sitúa en 
blastómeros del polo vegetativo y, durante la gastrula- 
ción, en ciertas células del endodermo. La emigración 
de estas células hasta la gónada en formación se realiza 
mediante un movimiento activo por seudópodos. En las 
aves y los mamíferos, las células germinales primordia- 
les emigran desde el saco vitelino hasta las crestas ge- 
nitales (mesodermo intermedio) en los primeros mo- 
mentos del desarrollo embrionario. En las aves lo hacen 
por el torrente circulatorio y no sólo van a las crestas 
genitales sino a otras localizaciones diversas, donde no 
prosperan. Se pensó que las crestas genitales emiten 
una sustancia que atrae las células germinales, pero, al 
menos en las aves, no parece ocurrir así, y han de ser 
otros los factores que causan esa migración. Estudios 
cuantitativos indican que el número de células germina- 
les primordiales aumenta durante su migración a las 
gónadas. No obstante, el aumento de mayor importan- 
cia se da en las propias gónadas. 


MIGRACIÓN DE LAS CÉLULAS FORMADORAS 
DE CELULAS SANGUINEAS 


El proceso es parecido al de las células germinales pri- 
mordiales. En los mamíferos, las células sanguíneas 
provienen de una célula madre capaz de formar cual- 
quier tipo de célula sanguínea. Es la célula formadora de 
colonias (CFC). Estas células aparecen por primera vez 
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en el mesénquima del pedículo alantoideo y en las pro- 
ximidades del saco vitelino durante el desarrollo em- 
brionario. En el ser humano, esto ocurre en la tercera se- 
mana del desarrollo; a las seis semanas se producen 
todos los tipos de células sanguíneas en el hígado y ba- 
zo. En el período fetal, la hemopoyesis se traslada a la 
médula ósea roja, donde continúa durante toda la vida. 


MIGRACIÓN DE LAS CÉLULAS MUSCULARES 
DE LAS EXTREMIDADES 


En el embrión del pollo, una vez formados los somitas, 
emigran células de los somitas situados en la región 
donde se va a formar el ala para dar lugar a la muscu- 
latura de ésta. Esto se ha comprobado sustituyendo 
los somitas de la región donde se forma el ala de pollo 
por los mismos somitas de un embrión de codorniz. 
Las células del embrión de codorniz equivalen a célu- 
las marcadas, puesto que son fácilmente identificables 
por el gran tamaño de la heterocromatina asociada al 
nucléolo. Una vez realizado el trasplante, durante la 
formación del ala se observa que, de las células indife- 
renciadas presentes, unas son de codorniz y otras de 
pollo. Con el desarrollo del ala se puede comprobar 
que la musculatura del ala está exclusivamente forma- 
da por células de codorniz, mientras que el tejido con- 
juntivo y los otros componentes están constituidos por 
células de pollo (Fig. 11.25). 


MIGRACIÓN DE LAS CÉLULAS 
DE LA CRESTA NEURAL 


En el embrión de pollo, una vez formada la cresta neu- 
ral, las células de ésta emigran por todo el organismo 
para originar componentes del sistema nervioso perifé- 
rico y algunos otros tipos celulares. Esta migración se 
puede observar sustituyendo el tubo neural y la cresta 
neural del pollo por estos mismos componentes toma- 
dos del embrión de codorniz (identificables por la hete- 
rocromatina nucleolar). Así se ha podido seguir el desti- 
no de las células de las crestas neurales y ver que, entre 
otros tipos celulares, forman los melanocitos, las células 
productoras de calcitonina (en la glándula ultimobran- 
quial en los vertebrados no mamíferos y adosadas a los 
folículos tiroideos en los mamíferos) y las células de los 
cuerpos carotídeos. Esta migración se hace siguiendo 
dos vías principales de migración: una por debajo del 
ectodermo y otra, más en profundidad, por los somitas. 
Las células que siguen la primera vía forman los mela- 
nocitos de la piel. Las células que siguen la segunda dan 
lugar a los órganos nerviosos periféricos y a las células 
pigmentarias de órganos profundos (Fig. 11.26). 

Es muy probable que las vías de migración se esta- 
blezcan por rasgos locales del tejido conjuntivo por el 
que emigran. Entre ellos son importantes la distribu- 
ción de fibronectina y glucosaminoglucanos y la orien- 
tación de las fibras colágenas. Se ha visto que las célu- 
las de las crestas neurales que originan melanocitos y 
neuronas del aparato digestivo dependen de un péptido 
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Figura 11.25. Las células del embrión de codorniz pue- 
den identificarse fácilmente por la heterocromatina asocia- 
da al nucléolo, de la que carece el embrión de pollo. Si se 
extirpan los somitas del embrión de codorniz que origina- 
rían un ala y se implantan para sustituir los equivalentes 
(también extirpados) en un embrión similar de pollo, este 
embrión de pollo desarrolla un ala de aspecto normal en la 
que las células musculares muestran la marca característi- 
ca de heterocromatina de las células de codorniz. 
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llamado endotelina-3, que es segregado por células que 
se hallan en la vía de migración. 

Esto sugiere que el carácter de los elementos resul- 
tantes no viene determinado por algún carácter inicial 
de cada célula de la cresta neural antes de su partida, si- 
no por el punto de destino final, como se ha podido 
comprobar con algunos experimentos como el siguien- 
te: si células de la cresta neural que, siguiendo su emi- 
gración normal, dan lugar a ganglios parasimpáticos in- 
testinales se trasplantan a otra posición más anterior, 
originan ganglios simpáticos. 

Esta capacidad para responder al ambiente local se 
conserva incluso en fases avanzadas del desarrollo. Así, 
si se cultivan aisladas células indiferenciadas de gan- 
glios simpáticos de rata recién nacida, estas células ori- 
ginan neuronas que segregan noradrenalina. Pero si 
esas células se cultivan con elementos musculares, ma- 
duran formando neuronas que segregan acetilcolina 
(neuronas motoras y neuronas de ganglios simpáticos). 
Observando los cultivos, se ve cómo esas células pasan 
gradualmente de un tipo neuronal a otro, no sólo en 
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Figura 11.26. Vías de emigración superficial y profunda 
de las células de las crestas neurales en el embrión de pollo. 


cuanto a sus caracteres morfológicos sino también en 
el neurotransmisor sintetizado, pues hay un momento 
en que segregan tanto noradrenalina como acetilcolina. 
Además, no es necesario un contacto directo con la cé- 
lula muscular para que se produzca el cambio neuronal: 
basta con que esas neuronas estén en el mismo medio 
de cultivo en que estuvo la célula muscular. Esto indica 
que el factor responsable de la diferenciación hacia la 
neurona colinérgica es una sustancia segregada por la 
célula muscular, que induce la síntesis del neurotrans- 
misor. 


CONTROL DE LA MIGRACIÓN CELULAR POR 
ELTEJIDO CONJUNTIVO 


El tejido conjuntivo puede regular las poblaciones celu- 
lares que migran a través de él controlando en ellas: 
1) las rutas por las que viajan; 2) los puntos en que se 
asientan; 3) la extensión de la proliferación; 4) el modo 
de diferenciación; y 5) la probabilidad de supervivencia. 
Las células que migran por el tejido conjuntivo se 
desplazan emitiendo proyecciones celulares que explo- 
ran el entorno en busca de indicadores para sus recep- 
tores de la superficie celular, por ejemplo, integrinas. 
Estas proteínas están conectadas al citoesqueleto y cau- 
san el movimiento de la célula en la dirección adecuada 
(la más adherente). La célula se detiene e instala cuan- 
do llega a un punto donde las fuerzas de adhesión están 
equilibradas o fijan definitivamente la célula. 


FACTORES EXTRACELULARES 


Una vez diferenciadas, las células deben mantener las 
características que adquirieron en la diferenciación. Las 
células diferenciadas suelen recordar su carácter dife- 
renciado incluso al ser aisladas. Pero necesitan algunos 
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factores adicionales externos a las propias células para 
mantener ese carácter. Así se comprueba con cultivos 
de células epiteliales de la capa pigmentaria de la retina 
y de células de origen mesenquimático. 


Células epiteliales 


Si durante la formación del ojo se extrae el epitelio pig- 
mentario de la retina separándolo de los otros tipos ce- 
lulares, las células pigmentarias pueden mantenerse en 
cultivo, donde proliferan generando clones. El cultivo 
requiere ciertas características especiales, sin las cuales 
las células no se diferencian y no fabrican pigmento, 
aunque mantienen su determinación, ya que al mejorar 
los componentes del cultivo las células sintetizan pig- 
mento y, por mucho que se manipule el medio, no se 
consigue que produzcan ningún otro tipo celular. 


Células de origen mesenquimático 


Las células de origen mesenquimático (fibroblastos, con- 
drocitos, osteocitos, etc.) se encuentran embebidas en 
una matriz extracelular, segregada por las propias célu- 
las del tejido y que ayuda a mantener su carácter diferen- 
ciado, como puede comprobarse experimentando con 
los condrocitos. En cultivo, estas células se comportan 
como las del epitelio pigmentario. Sin embargo, si se uti- 
liza un medio de cultivo diferente, los condrocitos termi- 
nan transformándose en fibroblastos. Un dato objetivo 
de este cambio es que los fibroblastos sintetizan coláge- 
no del tipo I, mientras que los condrocitos forman colá- 
geno del tipo Il. El cambio en el tipo de colágeno sinteti- 
zado (del tipo II al I) es lo primero que se observa. 

Según parece, la matriz extracelular regula esta dife- 
renciación. La matriz del tejido cartilaginoso es rica en 
condroitín sulfato, mientras que la del tejido conjuntivo 
lo es en ácido hialurónico. Si al cultivo mencionado se 
añade mucho ácido hialurónico, se empieza a sintetizar 
colágeno del tipo | y las células se transforman en fibro- 
blastos. El cambio puede ser también al revés: si se 
añade mucho condroitín sulfato, los fibroblastos empie- 
zan a fabricar colágeno del tipo Il y se transforman en 
condrocitos. 

Estos resultados experimentales son extrapolables a 
la diferenciación normal en el organismo. Así, examinan- 
do un cartílago, se observa que las células que forman 
casi todo el cartílago tienen una matriz extracelular rica 
en colágeno del tipo Il y condroitín sulfato. Sin embargo, 
la matriz extracelular de las células situadas más en la 
periferia contienen sobre todo colágeno del tipo | y ácido 
hialurónico. Estas células periféricas no son condrocitos; 
en realidad, forman la capa de tejido conjuntivo que ro- 
dea el cartílago denominada pericondrio. A partir de las 
células del pericondrio se diferencian los condrocitos. 


INTERACCIONES ENTRE CÉLULAS VECINAS 


En el mantenimiento del estado diferenciado no sólo in- 
terviene la matriz extracelular, sino también las células 
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próximas, de tal modo que las interacciones célula-cé- 
lula regulan la diferenciación. Ya se ha hablado de las 
potencialidades inductivas de unas células respecto a 
las adyacentes. Aquí interesa resaltar que esta influen- 
cia se mantiene en el adulto aunque, más que una dife- 
renciación en un tipo celular diferente, lo que se consi- 
gue es un cambio o regulación en las características de 
la diferenciación. Así, si la dermis de piel gruesa (planta 
del pie) se trasplanta bajo piel fina (abdomen), ésta aca- 
ba convirtiéndose en gruesa. No obstante, estos cam- 
bios tienen sus limitaciones. Así, la regulación de la epi- 
dermis por el trasplante de dermis no tiene éxito en 
todas las localizaciones. Por ejemplo, la epidermis de la 
lengua permanece invariable tanto si se pone dermis de 
piel gruesa como de piel fina en la lengua. 

Un caso muy marcado de interacción célula-célula es 
el que se da en los botones gustativos. Si se seccionan 
los nervios que van a ellos, las células del botón se desdi- 
ferencian y el botón desaparece. Si se reinerva el epitelio 
por estos nervios, los botones se regeneran. Incluso cam- 
biando de lugar la inervación se consigue formar botones 
gustativos en los sitios de la lengua donde antes no había 
botones ni inervación y que ahora han sido inervados. 


Un verdadero cambio de un tipo celular a otro diferente 
(metaplasia) se produce con sustancias que interfieren 
la metilación del DNA. El nucleótido sintético 5-aza-cito- 
sina sustituye a la citosina. Este agente no sólo es inca- 
paz de ser metilado sino que también inhibe la enzima 
metiladora. Si se cultivan fibroblastos durante varios ci- 
clos celulares con este nucleótido sintético, la falta de 
metilación hace que los fibroblastos se diferencien en 
varios tipos celulares, incluido el músculo esquelético. 


CÉLULAS PERMANENTES 


Algunos tipos celulares, como la neurona, la célula 
muscular cardíaca y el hepatocito, están destinados a 
durar toda la vida del organismo en que se encuentran. 
Son las células permanentes. En algunas de ellas sus 
componentes químicos se modifican con el desarrollo, 
tal como ocurre con la actina y la mioglobina de las cé- 
lulas musculares, pero, por regla general, las células 
permanentes van renovando su contenido. Así sucede 
con los fotorreceptores retinianos, que son células inca- 
paces de dividirse, aunque las laminillas de sus seg- 
mentos externos se van renovando. El cristalino es una 
excepción. Durante el desarrollo embrionario se van 
formando nuevas células (fibras del cristalino). Cada 
vez se añaden más, pero no se pierden ni sustituyen las 
antiguas, que permanecen como restos embrionarios 
sin cambiar de contenido. 


CÉLULAS RENOVABLES: RENOVACIÓN 
A PARTIR DE CÉLULAS PRECURSORAS 
(CÉLULAS MADRE ACTIVAS) 


Muchas otras células, como las epiteliales y sanguíneas, 
tienen vida corta y son continuamente sustituidas por 
nuevas células del mismo tipo que las que mueren. Son 
las células renovables. El proceso de renovación celular 
se realiza mediante divisiones mitóticas a partir de célu- 
las precursoras indiferenciadas denominadas células 
madre. Las células resultantes de la mitosis cambian su 
fenotipo con respecto al de la célula madre, aunque algu- 
nas de las células hijas conservan el fenotipo de aquélla 
para mantener la fuente de células progenitoras, es decir, 
se mantienen como células madre. 

Las células madre deben cumplir los siguientes requi- 
sitos: 1) no estar totalmente diferenciadas; 2) tener capa- 
cidad de entrar en mitosis ilimitadamente; 3) dividirse, ca- 
da vez que lo hacen, siguiendo un cambio irreversible; 4) 
debe haber siempre una célula madre inmortal para no 
agotar la fuente de diferenciación; y 5) aunque el aspecto 
de estas células es indiferenciado, están ya determinadas 
para originar sólo algún tipo o algunos pocos tipos de te- 
jidos, a diferencia de las células madre embrionarias de la 
mórula, que pueden originar cualquier tipo de tejido. 

Un ejemplo de renovación a partir de una célula ma- 
dre precursora lo proporcionan las células sanguíneas, 
que se forman a partir de un grupo de células madre 
formadoras de colonias, que dan lugar a todos los tipos 
de células sanguíneas en el proceso denominado he- 
mopoyesis. 

Otro ejemplo es el de los gametos. Estas células se 
forman a partir de unas células germinales madre (las 
espermatogonias en la espermatogénesis y las ovogo- 
nias en la ovogénesis), que proceden de las células ger- 
minales primordiales que se desplazaron del saco viteli- 
no a las gónadas y que se han estudiado anteriormente 
en este mismo capítulo (véase página 395). 

Otro ejemplo es el de los epitelios como la epider- 
mis, que se renueva constantemente a partir de células 
epiteliales madre del estrato basal. Una de las células 
hijas permanece como célula madre y la otra se diferen- 
cia en epidérmica. Incluso a medida que estas células 
maduran y van ascendiendo en la epidermis, van adqui- 
riendo sucesivas diferenciaciones como la expresión de 
queratinas diferentes. 

El potencial de las células madre epiteliales parece 
mantenerse por el contacto con la lámina basal. Así, al 
dividirse las células madre, la que queda distante de la 
lámina basal es la que prosigue la diferenciación. Si se 
cultivan células epidérmicas sin lámina basal (en sus- 
pensión), la proliferación es continua, se produce a ma- 
yor velocidad que si hay lámina basal y prosigue hasta 
que se agotan las células madre. No sucede lo mismo si 
el cultivo se realiza sobre un sustrato. 

La capacidad de proliferación está regulada por la 
producción final. Así, en la hemopoyesis, el factor limi- 
tante es el número de células sanguíneas; en la esper- 
matogénesis, es el número de espermatozoides produ- 
cidos; y en la epidermis, su espesor. Si se arrancan las 
capas superficiales de la epidermis, se produce una rá- 
pida proliferación hasta que se alcanza el grosor nor- 


mal. El descontrol de esta proliferación causa una zona 
de piel muy gruesa en la que las células se desprenden 
sin queratinizarse. Se piensa que muchos tipos celula- 
res producen sustancias que frenan su proliferación. Si 
disminuye el número de células, disminuye la cantidad 
de estas sustancias y hay proliferación hasta que se res- 
tablece el número adecuado. 

El proceso de renovación puede estar bajo control 
hormonal. Así ocurre en la glándula mamaria, que se 
desarrolla al llegar la pubertad y sufre cambios durante 
el embarazo y la lactancia. En la médula ósea, la pro- 
ducción de eritrocitos se controla mediante la secreción 
de eritropoyetina, mientras que la producción de granu- 
locitos y macrófagos (derivados de monocitos) se regu- 
la por el factor estimulante de colonias de granulocitos- 
monocitos (GM-CSF). Tanto en el testículo como en el 
ovario, la acción combinada de las hormonas FSH y LH 
controla la producción de los gametos. 


REGENERACIÓN DE TEJIDOS 


Regeneración de tejidos constituidos por células 
permanentes 


A partir de células diferenciadas 


Algunos tejidos cuyas células tienen en principio un ca- 
rácter permanente son capaces de regenerarse, cuando 
son parcialmente destruidos, por proliferación de las 
células diferenciadas que forman el tejido. Estas célu- 
las, que se mantenían en el estado Go del ciclo celular, 
ante determinadas agresiones cuyo efecto ha sido la 
disminución del número de células del tejido respon- 
den entrando en mitosis y originando células del mis- 
mo tipo. Este proceso se da en fibroblastos, células 
musculares lisas, células endoteliales y hepatocitos. 
Los hepatocitos sólo entran en mitosis cuando por 
hepatectomía o enfermedad se pierden células. Estas 
mitosis están controladas por una proteína de la sangre 
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a la que se ha denominado factor de crecimiento hepá- 
tico. Este factor es el responsable de que, cuando se 
mutila el hígado de una rata y se conecta su circulación 
con el de otra rata no mutilada, se produzcan mitosis en 
el hígado de ambas ratas. 

Como los tejidos u órganos están constituidos por va- 
rios tipos celulares, la regeneración debe afectar a todos 
ellos, es decir, también a tipos celulares que proliferan a 
partir de células diferenciadas, como el tejido conjuntivo 
y los vasos sanguíneos. Así, en el hígado deben multipli- 
carse coordinadamente los hepatocitos, las células endo- 
teliales, las células de Kupffer, los fibroblastos, etc. Pero 
esto no siempre ocurre. Si se produce una intoxicación 
con alcohol o cloruro de carbono, los hepatocitos tienen 
más dificultades para dividirse que los fibroblastos, que 
inundan y fibrosan el hígado (cirrosis). 

Responden muy bien a las necesidades de prolifera- 
ción las células endoteliales, que se dividen por simple 
bipartición formando nuevos vasos sanguíneos. Así se 
ha podido seguir la angiogénesis en muchos tejidos, in- 
cluso en aquellos que de por sí son avasculares, como 
la córnea, donde la angiogénesis se provoca mediante 
agentes irritantes y se puede seguir por transparencia. 
Las células endoteliales de un capilar o vénula prolife- 
ran y emiten seudópodos para avanzar. Al principio, los 
brotes de células endoteliales son macizos; luego for- 
man túbulos. El primer indicio de la formación del túbu- 
lo es la vacuolización de las células endoteliales, que 
luego se unen por las vacuolas para formar una luz ca- 
pilar (Fig. 11.27). Para avanzar hacia el origen de la se- 
ñal que provocó su proliferación, las células endotelia- 
les neoformadas han de abrirse paso por la lámina 
basal del endotelio, para lo cual segregan proteasas co- 
mo el activador del plasminógeno. 

Esta proliferación capilar está controlada en determi- 
nadas situaciones. En general, los tejidos liberan factores 
angiogénicos cuando están privados de oxígeno debido 
a una insuficiente vascularización, lo que se produce 
bien por destrucción de la vascularización existente o 
bien por crecimiento del tejido. En los vertebrados, la 
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Figura 11.27. Formación de un nuevo capilar sanguíneo a partir de otro. Una célula endotelial aumenta de tamaño, se vacuo- 
liza emitiendo una prolongación y realiza la mitosis. En las células hijas se forma una gran vacuola central que deja una estre- 
cha franja de citoplasma. Finalmente, las membranas de las vacuolas se unen a la membrana plasmática individualizando las 
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mayoría de las células no pueden subsistir a más de 
50 um de un capilar sanguíneo. Por eso, en las heridas 
los macrófagos se acumulan y segregan una sustancia 
que induce esta proliferación. Estos factores son tam- 
bién segregados por las células de los procesos infla- 
matorios y tumorales. Entre los factores angiogénicos 
mejor conocidos están el FGF y el factor de crecimiento 
de las células endoteliales vasculares (VEGF), pariente 
lejano del PDGF. El FGF estimula no sólo la prolifera- 
ción de células endoteliales, sino también la de algunos 
otros tipos celulares, como los fibroblastos, que partici- 
pan en la reacción. La falta de oxígeno causa un incre- 
mento en la concentración de la proteína reguladora gé- 
nica HIF-1 (hypoxia inducible factor-1), que estimula la 
producción de VEGF, el cual se difunde por el tejido y 
actúa sobre las células endoteliales. Como respuesta, la 
célula endotelial produce proteasas para digerir la lámi- 
na basal y emigrar hacia la fuente de la señal. Después 
prolifera formando tubos que se diferencian en capila- 
res. Con la nueva vascularización aumenta la concentra- 
ción de oxígeno y disminuye la de HIF-1, pues esta prote- 
ína es ubiquitinada por la proteína VHL. Estas siglas 
provienen de la enfermedad de Von Hippel-Landau, que 
es una deficiencia genética recesiva que provoca una ex- 
cesiva formación de HIF-1 y de VEGF, produciendo he- 
mangioblastomas. En la cicatrización, una vez concluido 
el proceso, los capilares neoformados pueden regresarse. 


A partir de células madre quiescentes 


En otros casos, la regeneración de algunos tejidos cons- 
tituidos por células permanentes puede inducirse, co- 
mo se demuestra en experimentos de laboratorio y en 
la clínica, a partir de células madre quiescentes. 

Así ocurre con el músculo esquelético, cuyas células, 
aunque no se dividen, se pueden regenerar a partir de 
mioblastos. Éstos son células que están ya determina- 
das, pero no diferenciadas, y expresan proteínas regula- 
doras génicas de la familia MyoD y MEF2, que no expre- 
san otras células quiescentes capaces de originar otros 
tejidos. La regeneración del músculo esquelético afecta 
también a células no musculares que forman parte del 
tejido, como el tejido conjuntivo y los vasos sanguíneos, 
y que proliferan a partir de células diferenciadas. 

En ciertas regiones del cerebro adulto persisten células 
madre neurales (que pueden originar neuronas) y células 
madre gliales (que pueden originar glía). Es más, se sabe 
que en esas regiones se siguen produciendo neuronas. 

Como en el caso de las células madre que repueblan 
los tejidos renovables (células germinales, sanguíneas, 
epitelios), estas células madre quiescentes generalmen- 
te sólo son capaces de dar un número limitado de tipos 
celulares para renovar ese tejido. Se dice que son célu- 
las madre con una potencialidad parcial, en contraposi- 
ción a las células madre con una potencialidad total, co- 
mo las células de las primeras divisiones de la mórula, 
capaces de originar cualquier tipo celular. 

Sin embargo, se ha demostrado que, en algunos teji- 
dos adultos, persisten algunas células madre que man- 
tienen una gran potencialidad, es decir, que son capa- 
ces de originar múltiples tejidos, aunque no todos. Así, 


células madre neurales del cerebro adulto pueden origi- 
nar células hemopoyéticas cuando se inyectan en la 
médula de ratones cuyas células hemopoyéticas fueron 
previamente destruidas por irradiación. Más aún: célu- 
las hemopoyéticas inyectadas a ratones irradiados no 
sólo originan células sanguíneas, sino también células 
alveolares en el pulmón y hepatocitos en el hígado. De- 
bido a esta capacidad de originar uno o varios tejidos, 
el aislamiento de estas células madre y su conservación 
y utilización para repoblar los tejidos desaparecidos en 
el mismo individuo del que se han aislado, se ha con- 
vertido en una prioridad en la medicina actual. 


Regeneración de tejidos constituidos 
por células renovables 


Puede ocurrir que un tejido formado exclusivamente 
por células renovables haya sido destruido por entero 
(p. ej., la piel). La regeneración de este tejido se ha veni- 
do realizando desde hace muchos años, sin más proble- 
mas que los derivados del rechazo inmunitario cuando 
no se puede hacer un autoinjerto. En este sentido, las 
células embrionarias epidérmicas obtenidas de piel sa- 
na pueden desarrollarse en cultivo y ser utilizadas para 
la reparación de piel destruida. Del mismo modo, célu- 
las de la médula ósea de un individuo consanguíneo 
son utilizadas para repoblar las células sanguíneas de 
un paciente con leucemia. 


LÍMITES TERRITORIALES DE LA 
PROLIFERACIÓN CELULAR. 
CELULAS CANCEROSAS 


La proliferación celular por cualquiera de los dos cami- 
nos expuestos (células diferenciadas o células madre) 
no es indefinida. En los tejidos en los que hay una conti- 
nua renovación celular (epitelios, sangre, etc.), existe 
un equilibrio entre las células que mueren y las que las 
sustituyen. Durante el crecimiento de un órgano el nú- 
mero de células que proliferan es mayor que el número 
de las que mueren. Existen factores que controlan ese 
crecimiento y sus límites. 

Como ya se ha dicho, la propia producción celular re- 
gula la proliferación. Experimentos en cultivos celulares 
han demostrado que las células epidérmicas detienen su 
crecimiento al no poder recubrir más superficie (inhibi- 
ción por contacto), y que el tejido conjuntivo crece hasta 
rellenar el hueco. Además, intervienen influencias del 
entorno: las células de un órgano mueren si se mantie- 
nen fuera de su cápsula. Es también muy importante la 
adherencia selectiva entre células del mismo tipo. En las 
células epiteliales, además de la cohesión, la lámina ba- 
sal impide que salgan esas células y entren otras. 

Una excepción a esta regulación de la proliferación 
celular son las células cancerosas. Ciertas mutaciones 
originan células anormales que no proliferan debido a 
que son células ya diferenciadas, es decir, en situaciones 
de no proliferación celular, por lo que acaban muriendo. 
Cuando se produce un tipo celular anormal capaz de for- 


mar una célula madre que, además de proliferar conti- 
nuamente, puede salirse de su territorio y extenderse en 
otros órganos (metastatizar), se habla de cáncer o tumor 
maligno. Las células cancerosas se caracterizan porque: 


1. No obedecen a las señales externas e internas 
que regulan la proliferación celular. 

2. Evitan la apoptosis. 

3. Escapan a las limitaciones programadas en la di- 
visión celular por la senescencia. 

4. Sobrepasan la capacidad del sistema inmunitario 
del organismo para eliminar los tipos celulares 
anormales que se van produciendo. 
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5. Evitan la diferenciación. 
6. Son genéticamente inestables. 
7. Invaden otros tejidos, donde proliferan. 


Los tumores no podrían crecer si no provocasen an- 
giogénesis. Las células tumorales segregan un factor 
tumoral de la angiogénesis que actúa provocando este 
fenómeno. Una muestra de tumor implantado en la 
córnea causa una vascularización de la córnea y del tu- 
mor. 

En los tumores benignos hay también proliferación 
celular, pero controlada dentro de ciertos límites y sin 
capacidad de extenderse a otros órganos. 
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TEJIDOS ANIMALES. CLASIFICACIÓN 


En los capítulos anteriores se ha estudiado un modelo 
de célula cuyas características proceden de la abstrac- 
ción de los componentes de las células concretas. No 
obstante, al mismo tiempo se ha podido ver que exis- 
ten diferencias, a veces muy grandes, de unas células a 
otras. Estas diferencias proceden de una especializa- 
ción funcional que va teniendo lugar durante el des- 
arrollo embrionario, en el que, a partir de una única cé- 
lula (el cigoto), terminan por formarse todos los 
órganos de cada individuo. Así pues, órganos tan dife- 
rentes como el riñón o el pulmón, están constituidos 
básicamente por células diversamente especializadas, 
y por las sustancias sintetizadas por ellas. Sin embar- 
go, incluso en órganos muy diferentes se aprecian 
agrupaciones celulares muy semejantes: zonas en las 
que, si no se sale de ellas durante el examen microscó- 
pico, resulta difícil decir de qué órgano se trata. Esto 
significa que entre la célula y el órgano existe un nivel 
de organización morfofuncional especializado, al que 
se denomina tejido. El concepto de tejido no sólo inclu- 
ye los tipos celulares que se agrupan para formar una 
estructura microscópica bien definida; cada tejido com- 
prende también un medio intercelular integrado por un 
líquido tisular que contiene sustancias de diversos ta- 
maños. Algunas de estas sustancias son visibles con el 
microscopio óptico, otras sólo con el electrónico y 
otras únicamente son detectables con técnicas histo- 
químicas o con métodos de estudio molecular. Estos 
componentes constituyen un medio ambiente de im- 
portancia fundamental que determina tanto las propie- 
dades del tejido como el comportamiento de las célu- 
las contenidas en él, y que afecta a su diferenciación y 
desarrollo, proliferación, migración, forma y funciones 
metabólicas. La estructura microscópica del tejido es la 
manifestación morfológica de las interacciones que se 
establecen entre diversas células y componentes tisu- 
lares, interacciones que determinan una especializa- 
ción morfofuncional. 

Clásicamente los tejidos fundamentales de los orga- 
nismos animales son siete, distinguibles por sus carac- 
terísticas: 


1. Tejido epitelial. Es un conjunto de células estrecha- 
mente unidas que cubren o revisten un órgano o 


un sistema. Excepcionalmente, como se verá al tra- 
tar de las glándulas endocrinas, un grupo de células 
que ha perdido la conexión con el epitelio que las 
originó puede quedar incluido en otro tejido. 


. Sangre. En sentido amplio puede considerarse un 


tejido en el que las células se encuentran libres en 
una sustancia fundamental líquida (plasma san- 
guíneo). En el aparato respiratorio capta el O, ne- 
cesario para la respiración y lo difunde por todo el 
organismo, junto con las sustancias necesarias 
para la alimentación de las células. Retira de éstas 
el CO,, que es expulsado por el aparato respirato- 
rio, y las sustancias de desecho, que son elimina- 
das por el aparato excretor. Además de esta fun- 
ción nutricia, sus células intervienen en el sistema 
de defensa inmunitaria y en la coagulación. 
Tejido conectivo o conjuntivo. Las células se en- 
cuentran embebidas en una abundante sustancia 
intercelular blanda. Además de servir de relleno y 
ligazón entre otros tejidos, el tejido conjuntivo es 
el soporte de estructuras necesarias para la nutri- 
ción (vasos sanguíneos) y la función (nervios) del 
organismo, protege y aísla a los órganos, y a tra- 
vés de él se difunden sustancias necesarias para 
el mantenimiento de los órganos y su defensa in- 
munitaria. Hay una variedad de tejido conjuntivo, 
denominada tejido adiposo, que constituye un re- 
servorio de energía y que, para algunos autores, 
es un tejido con entidad propia. 

Tejido cartilaginoso. Las células se encuentran 
embebidas en una sustancia no blanda sino semi- 
rrígida, de consistencia similar a la del plástico. 
Constituye el soporte de estructuras flexibles y, 
sobre todo, permite la articulación de los huesos. 
Tejido óseo. La sustancia intercelular es dura, mi- 
neralizada. Proporciona el soporte para la forma y 
el movimiento del organismo gracias a la inser- 
ción de los músculos, y protege el sistema nervio- 
so central. Además, en el interior de muchos hue- 
sos se forman las células sanguíneas. 


. Tejido muscular. Está muy especializado en la con- 


tracción gracias a los miofilamentos que casi llenan 
el citoplasma de las células de este tejido. Produce 
tanto contracciones de vísceras (músculo liso), co- 
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mo movimientos del esqueleto (músculo esqueléti- 
co) y el impulso de la sangre (músculo cardíaco). 

7. Tejido nervioso. Es el más finamente especializa- 
do, ya que actúa como centro que capta, almace- 
na y procesa información, y envía nueva informa- 
ción a los músculos y vísceras, para regular sus 
funciones. Es el tejido funcionalmente más com- 
plejo y, de alguna manera, interviene en el control 
de todos los demás. 


TEJIDO 


El tejido epitelial o epitelio se puede definir como un con- 
junto de células estrechamente adosadas que revisten o 
recubren un órgano o estructura corporal (Fig. 12.1). 


HISTOGÉNESIS 


El epitelio puede derivar de las tres capas embrionarias 
primitivas: 


1. Ectodermo: como la epidermis. 

2. Mesodermo: como el epitelio de los glomérulos y 
túbulos renales, el de las vías urinarias y genitales 
y el endotelio de los vasos sanguíneos. 

3. Endodermo: como los epitelios del tubo digestivo 
y de las vías respiratorias. 


PROPIEDADES 


Los epitelios carecen de vasos sanguíneos y se nutren 
por difusión desde el tejido conjuntivo subyacente. Al- 
gunos, como la epidermis, poseen terminaciones ner- 
viosas sensitivas. 

Las células epiteliales tienen una vida corta. Se re- 
nuevan por mitosis a partir de las células más próximas 
a la membrana basal. La proliferación de las células epi- 
teliales está bajo el control de vitaminas, hormonas y 
factores de crecimiento. Entre estos últimos, las citoqui- 
nas EGF, IL-1 y TGF-a estimulan la proliferación de las 
células epiteliales, mientras que el TGF-$ ejerce una 
función inhibidora de esta proliferación. 

Las características de las células epiteliales varían 
dependiendo del tipo de epitelio. Junto a los orgánulos 
celulares habituales de cualquier célula destacan los fi- 
lamentos de queratina y, en algunos epitelios, los de vi- 
mentina; ambos tipos de filamentos intermedios pue- 
den coexistir. En general, los epitelios presentan una 
serie de propiedades que pueden resumirse en dos: 
cohesión y polaridad. 


Por otra parte, hay que considerar que muchos de 
los tejidos mencionados no son simples o puros, pues 
contienen también otros tejidos, aunque en menor pro- 
porción. Así, entre las células musculares hay tejido 
conjuntivo, y en todos los tejidos se encuentran fibras 
nerviosas (que estrictamente corresponden al tejido 
nervioso) y, a excepción de los epitelios, vasos sanguí- 
neos (que están formados por epitelio, tejido conjuntivo 
y tejido muscular) 


EPITELIAL 


Cohesión 


El espacio intercelular entre las células epiteliales es 
muy escaso, normalmente de 20 a 40 nm. Las células 
adyacentes aparecen interconectadas por complejos de 
unión completos, desmosomas, uniones del tipo hendi- 
dura e interdigitaciones. En los invertebrados son muy 
frecuentes las uniones septadas. 

A veces falta la cohesión en algunas zonas de los es- 
pacios intercelulares, como ocurre en la epidermis de 
algunos invertebrados (oligoquetos y asteroideos). En 
estos epitelios, la parte lateral más basal de estas célu- 
las deja amplios espacios entre los que se sitúan ner- 
vios, que forman plexos nerviosos intraepiteliales e in- 
terrumpen la estructura denominada lámina basal. 


Polaridad 


Por polaridad de los epitelios se entiende la existencia de 
variaciones morfofuncionales tanto en las diferentes su- 
perficies celulares como en las diversas porciones del cito- 
plasma. Las expresiones de polaridad más frecuentes son: 


1. Especializaciones de la superficie apical. Las micro- 
vellosidades, los cilios y estereocilios, algunos tipos 
de glicocálix muy desarrollados, las cutículas de 
muchos invertebrados y los pliegues de la superfi- 
cie apical son ejemplos de estas especializaciones 
(véanse Figs. 1.8.C, 2.25, 2.26.D, 12.1.A y 12.1.B). 

2. Especializaciones de la superficie basal. Las más fre- 
cuentes son los pliegues interdigitados (véase Fig. 
2.26) y los hemidesmosomas (véase Fig. 7.25.A). En 
cierto sentido, podría incluirse aquí el componente 
interno de la membrana basal, denominado lámina ba- 
sal, segregado por las células epiteliales (Fig. 12.1.C) 
(véase página 596). 

3. Especializaciones del citoplasma. En las células 
que vierten su secreción hacia una luz o cavidad, 
los gránulos de cimógeno o los de moco están en 
el citoplasma adluminal (véase Fig. 12.16). En las 
células especializadas en la regulación osmótica 
existen abundantes mitocondrias que se acumu- 
lan en la parte basal del citoplasma entre los plie- 
gues interdigitados (véase Fig. 2.26.A). 


ALES. TEJIDO EPITELIAL 


Figura 12.1. A: Epitelio (E) del revestimiento interno del conducto del epidídimo humano. Está constituido por células altas 
adosadas entre sí que dejan escasos espacios intercelulares. El epitelio descansa sobre la lámina basal (flecha abierta) que limi- 
ta con la lámina propia (LP) de tejido conjuntivo. Algunas células son altas (cilíndricas o prismáticas) y alcanzan la luz del con- 
ducto en la que emergen estereocilios apicales (estrella). Los núcleos (flecha) de estas células son alargados y se disponen per- 
pendiculares a la lámina basal. Otras células ocupan únicamente la porción basal del epitelio y presentan núcleos redondeados 
(cabeza de flecha). Corte semifino. Azul de metileno. X600. B: Epitelio de revestimiento de conductos eferentes humanos. Se 
observan dos tipos diferentes de células cilíndricas: uno con cilios apicales (flecha) y otro con vesículas (cabeza de flecha). Cor- 
te semifino. Azul de metileno. X600. C: Porción basal de un epitelio (E) que muestra la membrana basal. Ésta comprende la lá- 
mina basal (L), que se aprecia como una línea semidensa, y una capa de fibras reticulares (FR) que se continúa con los fibro- 
blastos (F) de la lámina propia. X8000. 
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TIPOS DE CÉLULAS EPITELIALES 


Las características de las células epiteliales difieren in- 
cluso dentro de un mismo epitelio según las funciones 
propias que realiza cada tipo celular. Con arreglo a es- 
tas características, las células que constituyen un epite- 
lio pueden clasificarse en: 


1. Células banales de revestimiento, esto es, células 
sin ninguna característica especial evidente. 

2. Células secretoras. Pueden ser de diversos tipos y 
suelen clasificarse según diversas características que 
se estudiarán al tratar de los epitelios glandulares. 

3. Células con contenidos especiales, como gránu- 
los de queratohialina (en la epidermis) o pigmen- 
tos (epitelio pigmentario de la retina). 

4. Células ciliadas, como las de las vías respiratorias 
de los vertebrados terrestres o las del epitelio de 
la trompa de Falopio. 

5. Células relacionadas con procesos de absorción. 
Presentan microvellosidades (como en el intesti- 
no de la mayoría de los animales y en los túbulos 
contorneados proximales del riñón de los verte- 
brados). Cuando las microvellosidades son muy 
largas y finas se denominan estereocilios (como 
en el epidídimo de los mamíferos). 

6. Células relacionadas con procesos de regulación 
osmótica de la excreción. Presentan gran cantidad 
de pliegues basales entre los que se disponen mu- 
chas mitocondrias. Se encuentran en los túbulos 
contorneados distales del riñón de los vertebrados 
y en el conducto estriado de las glándulas salivales 
de los mamíferos, entre otras localizaciones. 

7. Células nerviosas. Son neuronas modificadas, co- 
mo las de la mucosa olfatoria de los vertebrados. 

8. Células sensitivas. Son células epiteliales modifica- 
das para captar estímulos sensoriales, que trans- 
miten a terminaciones nerviosas con las que esta- 
blecen contacto. Son ejemplo de ellas las células 
que forman los botones gustativos. 


FUNCIONES DE LOS EPITELIOS 


Las funciones de los epitelios pueden ser muy variadas. 
Las principales son: 


1. Protección ante la pérdida de humedad (como ocu- 
rre en la epidermis), la erosión mecánica (también 
en la epidermis) y la acción de agentes químicos 
(epitelio de revestimiento mucoso del estómago). 

. Recepción sensitiva (olfato, gusto, tacto). 

. Absorción (intestino y túbulos contorneados renales). 

. Secreción (glándulas). 

. Excreción (conductos de algunas glándulas, túbu- 
los renales). 
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CLASIFICACION DE LOS EPITELIOS 


Los epitelios pueden clasificarse en dos grandes grupos: 
si se limitan a recubrir o revestir un órgano forman los 


epitelios de revestimiento; si se invaginan dentro del ór- 
gano que recubren o revisten para fabricar una secreción 
forman los epitelios glandulares o glándulas. 


CRITERIOS DE CLASIFICACIÓN 


Los epitelios de revestimiento se clasifican por su as- 
pecto morfológico, teniendo en cuenta los siguientes 
criterios, que deben combinarse: 


1. Número de capas celulares: 


— Simples. Constan de una sola capa de células 
(Figs. 12.2.A-12.2.C). En la mayoría de los in- 
vertebrados son el único tipo de epitelio. En 
los vertebrados es el tipo más frecuente. 

— Estratificados. Están formados por dos o más 
capas de células (Fig. 12.2.D). Si constan sólo 
de dos capas se usa el término biestratificados; 
si tienen más de dos, se llaman multiestratifi- 
cados o poliestratificados o, simplemente, es- 
tratificados. 

— Pseudoestratificados. En ellos parece que hay 
más de una capa, aunque realmente sólo exis- 
te una (Fig. 12.2.E). 

— De transición. La altura y número de capas se 
modifican aparentemente. 


2. Altura de las células: 


— Plano. Contiene células más anchas que altas 
(Fig. 12.2.A). 


— Cúbico. Contiene células tan altas como an- 
chas, por lo que aparecen como cuadrados al 
corte (Fig. 12.2.B). 


— Cilíndrico o prismático. Contiene células más 
altas que anchas, por lo que aparecen como 
rectángulos apoyados sobre una de las caras 
pequeñas (Fig. 12.2.C). 


3. Especializaciones superficiales: 


— Ciliado. En la mayoría de sus células hay cilios. 
Menos frecuente es el flagelado de algunos in- 
vertebrados. 


— En chapa. Hay un ribete superficial de microve- 
llosidades. 


— Con cutícula. Se encuentra en la epidermis y 
epitelios derivados del ectodermo de algunos 
invertebrados, como los artrópodos. 


TIPOS DE EPITELIOS DE REVESTIMIENTO 


De la combinación de los criterios expuestos, resultan 
los siguientes tipos de epitelio de revestimiento (tipos 
que, por extensión, pueden también emplearse para la 
descripción de muchos de los epitelios que forman las 
glándulas o sus conductos): 
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EO O O 


A Epitelio plano simple 


B Epitelio cúbico simple Cc 


D Epitelio estratificado 


E 


Epitelio cilíndrico (prismatico) simple 


Epitelio pseudoestratificado 


Figura 12.2. Esquema de los tipos de epitelios. A: plano simple. B: cúbico simple. C: cilíndrico o prismático simple. D: Epite- 
lio estratificado, constituido por varias capas de células superpuestas. E: Epitelio pseudoestratificado en el que todas las células 
descansan sobre la membrana basal aunque no todas alcanzan la luz. 


Plano simple (pavimentoso simple) 


Corresponden a este tipo de epitelio los endotelios (re- 
vestimiento interno de los vasos sanguíneos), los meso- 
telios de serosas de vertebrados (epitelio que reviste las 
cavidades celómicas del organismo), la cápsula de Bow- 
mann del glomérulo renal, la rama delgada del asa de 
Henle renal, la rete testis y el revestimiento de la cara in- 
terna de la membrana timpánica (Figs. 12.3.A y 12.4.A). 


Cúbico simple 


Presentan este tipo de epitelio los conductos excretores 
intralobulillares de algunas glándulas como las saliva- 
les y el páncreas de los vertebrados, el epitelio pigmen- 
tario de la retina, el que recubre la superficie del ovario 
de los mamíferos, el que forma los folículos del tiroides, 
el epitelio del cristalino, los plexos coroideos y la epi- 
dermis del anfioxus (Figs. 12.3.A y 12.4.B). 
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Figura 12.3. A: Médula renal con epitelios planos simples en las asas de Henle (flecha) y capilares sanguíneos (cabezas de 
flecha), junto con epitelios cúbicos simples en los conductos excretores (estrella). Tricrómico de Masson. X250. B: Epitelio pris- 
mático que reviste el fondo del estómago y el inicio de las glándulas gástricas. Las células epiteliales son todas secretoras de 
moco, que se acumula en la parte apical (estrella). Tricrómico de Masson. X250. C: Epitelio intestinal formado mayoritariamen- 
te por células prismáticas con ribete de microvellosidades (flecha) y por algunas células caliciformes (cabeza de flecha). Tricró- 
mico de Masson. X250. D: Epitelio de trompa de Falopio constituido por células prismáticas ciliadas. H.E. X450. 
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Figura 12.4. A: Electronografía de un capilar sanguíneo que muestra un epitelio plano simple (endotelio). Compárese el gro- 
sor de la célula endotelial a nivel del núcleo (N) con el del resto de la célula. L: luz capilar. X3500. B: Electronografía de un 
conducto excretor renal. El epitelio es cúbico simple. L: luz del conducto. LB: lámina basal. N: núcleo. X4500. C: Porción supe- 
rior del epitelio plano no queratinizado del esófago de mono. Las células aparecen llenas de filamentos y unidas por elaboradas 
interdigitaciones (flecha). Las células más apicales son más oscuras, no contienen núcleo y muestran algunas microvellosida- 
des (cabeza de flecha). N: núcleo de una célula que aún no está totalmente cornificada X3500. 
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Prismático (cilíndrico) simple 


Es el tipo de epitelio más frecuente en todo el reino ani- 
mal. En los mamíferos se encuentra revistiendo el endo- 
cérvix y el estómago (en ambos casos es secretor de mo- 
co) (Fig. 12.3.B), el intestino (en el que unas células 
presentan microvellosidades y otras son células calicifor- 
mes) (Fig. 12.3.C) y el conducto excretor interlobulillar de 
algunas glándulas como las salivales y el páncreas (véase 
Fig. 12.13.C). También está presente en la epidermis de 
muchos invertebrados como moluscos, equinodermos y 
artrópodos. Un epitelio cilíndrico ciliado se encuentra en 
la trompa uterina de los mamíferos (Fig. 12.3.D); en el in- 
testino de lamelibranquios, equinodermos, anfioxus y 
braquiópodos, y en el esófago de reptiles y peces. 


Plano estratificado 


Este epitelio posee varias capas de células pero, a pesar 
de lo que indica su nombre, sólo las más superficiales 
son de células planas. Las capas inferiores consisten en 
células cilíndricas con abundantes filamentos de quera- 
tina. Estos epitelios pueden ser de dos tipos: queratini- 
zados y no queratinizados, según se produzca o no el 
proceso denominado queratinización. 


Epitelio plano estratificado no queratinizado 


En los mamíferos, este epitelio tapiza la cavidad bucal, 
el esófago, parte de la epiglotis, la córnea, la conjuntiva 
ocular, la vagina, parte de la uretra femenina y de la 
masculina (porción final). También constituye la epider- 
mis de los peces. En este epitelio se distinguen clásica- 
mente tres estratos (Figs. 12.5.A y 12.5.B): 


1. Estrato basal o germinativo. Descansa sobre la lá- 
mina basal y comprende una sola capa de células 
con abundantes desmosomas y hemidesmoso- 
mas. Pese a su nombre, no es el único estrato en 
el que se produce la renovación celular, pues ésta 
también tiene lugar en el siguiente estrato. Estas 
células contienen una red laxa de filamentos de 
queratina de los tipos K5 y K14. 

2. Estrato espinoso. Se caracteriza por la presencia 
de abundantes desmosomas dispuestos más o 
menos radialmente respecto al núcleo celular y 
que, vistos con el microscopio óptico, se aseme- 
jan a espinas que conectan las células. Además, 
estas células sintetizan dos nuevos tipos de que- 
ratinas, numeradas como K1 y K10, que forman 
haces más toscos de filamentos. También puede 
haber K6 y K16 en pequeña cantidad. Otros tipos 
de queratinas detectadas en los mamíferos son 
las K4 y K13 en el epitelio de la cavidad bucal y K3 
y K12 en el de la córnea. 

A medida que van ascendiendo, las células del 
estrato espinoso adquieren una forma más apla- 
nada y sintetizan una proteína intracelular, deno- 
minada involucrina, que se adosa al lado interno 
de la membrana plasmática y la refuerza. Las cé- 


lulas se hacen permeables al Ca? cuya entrada 
activa enzimas celulares que crean enlaces cruza- 
dos entre las proteínas añadidas a la cara interna 
de la membrana plasmática para formar una capa 
subplasmalémica muy resistente, de unos 12 nm 
de espesor, de modo que la membrana plasmáti- 
ca llega a alcanzar hasta 20 nm de espesor. 

3. Estrato córneo. Estas células de membrana refor- 
zada constituyen ahora el estrato córneo y termi- 
nan por convertirse en células muertas llenas de 
filamentos de queratina (cornificadas) que se des- 
caman (Fig. 12.4.C). 


Entre las células epiteliales, sobre todo en el estrato 
basal, puede haber células no epiteliales como melano- 
citos, linfocitos y células de Langerhans (intervienen en 
el sistema inmunitario) (Fig. 12.5.B). También puede ha- 
ber terminaciones nerviosas, que aparecen libres o en 
contacto con unas células especializadas en la recep- 
ción sensorial denominadas células de Merkel. 

Los melanocitos poseen prolongaciones citoplásmi- 
cas que se insinúan entre las células epiteliales adyacen- 
tes. Sintetizan el pigmento melanina, que luego es capta- 
do por las células epiteliales, determinando la coloración 
del epitelio. En vertebrados anamniotas, a esta colora- 
ción contribuyen también otras células pigmentarias del 
tejido conjuntivo subyacente (véase página 591). 


Epitelio plano estratificado queratinizado 


La epidermis de reptiles, aves y mamíferos es también 
un epitelio de este tipo pero con una transformación 
adicional, denominada queratinización, que se añade a 
la simple cornificación (Figs. 12.5.C y 12.5.D). La epider- 
mis de los anfibios adultos está sólo relativamente que- 
ratinizada, e incluso las células más superficiales con- 
servan el núcleo (véase Fig. 12.14.A). 

En el epitelio plano estratificado queratinizado, los 
estratos basal y espinoso son como en el no queratini- 
zado. Puede haber algunas queratinas adicionales co- 
mo la K9, que aparece sólo en la epidermis de las pal- 
mas de las manos y plantas del pie. 

En las capas superiores del estrato espinoso, además 
de sintetizarse la proteína involucrina se sintetiza la pro- 
teína /oricina, similar a la anterior pero presente en mucha 
mayor proporción. Ambas proteínas establecen enlaces 
cruzados entre ellas y se unen internamente a la membra- 
na plasmática, aumentando su espesor y dureza. 

Mientras ascienden en el epitelio, las células del es- 
trato espinoso comienzan a sintetizar también los deno- 
minados cuerpos laminados o queratinosomas. Se trata 
de cuerpos ovalados limitados por membrana, y su 
contenido muestra una estriación periódica de bandas 
claras y oscuras. Estos gránulos se fusionan a la mem- 
brana plasmática y vierten su contenido al espacio in- 
tercelular. Las bandas claras de los gránulos contienen 
fosfolípidos y ceramidas, colesterol y ácidos grasos li- 
bres; su misión consiste en impermeabilizar los espa- 
cios intercelulares. Las bandas oscuras contienen proteí- 
nas entre las que predomina la sulfatasa de esteroides, 
cuya misión es lisar el material intercelular en el mo- 


APÍTULO ' 


Figura 12.5. A: Epitelio plano poliestratificado no queratinizado de esófago humano. H.E. X125. B: Detalle del epitelio de la 
cavidad bucal humana que muestra el estrato basal y el estrato espinoso. Se observan una célula de Langerhans (flecha negra) 
y un melanocito (flecha blanca). Tricrómico de Masson. X450. C: Epidermis de piel fina humana con un epitelio plano polies- 
tratificado queratinizado. GR: estrato granuloso con gránulos de queratohialina. Q: queratina. H.E. X450. D: Piel gruesa huma- 
na con una gruesa capa de queratina (Q). Tricrómico de Masson. X60. 
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mento de la descamación de los estratos queratinizados 
del epitelio. 

La queratinización propiamente dicha tiene lugar en 
las células situadas en el límite externo del estrato es- 
pinoso, y da lugar a unas tres o cuatro capas de célu- 
las, que constituyen en conjunto el estrato granuloso. 
Las células de este estrato están más aplanadas, y sus 
orgánulos (incluido el núcleo) comienzan a degenerar. 
En el citoplasma aparecen los llamados gránulos de 
queratohialina, de aspecto basófilo. Con el microscopio 
electrónico, estos gránulos aparecen como masas de 
contorno entre esférico e irregular, no limitadas por 
membrana y atravesadas por los filamentos de querati- 
na, principalmente de los tipos K2 y K11. Los gránulos 
están constituidos por partículas densas de unos 2 nm, 
empaquetadas estrechamente. Contienen la proteína fi- 
lagrina, que se asocia a los filamentos de queratina y 
compacta los haces de filamentos, estableciendo puen- 
tes disulfuro entre filamentos. Estos gránulos no se ob- 
servan en todas las estructuras epidérmicas que se 
queratinizan; por ejemplo, no aparecen en la queratini- 
zación de las uñas, pero en cambio abundan en la de 
las pezuñas. En estos anejos epidérmicos hay también 
queratinas duras. 

Los estratos situados por encima del granuloso cons- 
tituyen el estrato córneo, formado por células aplanadas 
que carecen de núcleo y de orgánulos. Su interior no tie- 
ne gránulos sino que está completamente ocupado por 
filamentos de queratina cementados por la matriz densa 
mencionada, formando la sustancia que en los estudios 
con microscopio óptico se conocía como queratina, an- 
tes de que se denominase también queratina a esos fila- 
mentos epiteliales. Los desmosomas han quedado susti- 
tuidos por una barra intercelular densa. Estas células 
aplanadas forman escamas de contorno hexagonal, cada 
una de ellas rodeada por otras seis células escamosas. 
En el plano perpendicular a la superficie estas células es- 
camosas forman columnas de 10 a 20 estratos. 

Algunos autores subdividen el estrato córneo de es- 
tos epitelios en tres capas que, de dentro afuera, son: 


1. Estrato lúcido. Posee células eosinófilas que contie- 
nen gotas birrefringentes (gotas de eleidina) que, 
sin embargo, no se observan con el microscopio 
electrónico. Estas gotas se atribuyen a imágenes 
resultantes de la estructura helicoidal de los fila- 
mentos de queratina. 

2. Estrato compacto. Posee células aún no desca- 
mantes. 

3. Estrato disyunto. Se desprenden las células. 


Se ha comprobado que epitelios planos estratifica- 
dos no queratinizados pueden convertirse en queratini- 
zados en determinadas condiciones. Así, la vagina de la 
rata se queratiniza cuando se expone al aire, y el esófa- 
go de los mamíferos puede ser queratinizado o no de- 
pendiendo de la alimentación. 

La cara interna de la membrana nictitante de muchos 
reptiles y aves forma un epitelio estratificado queratiniza- 
do cuyas células apicales diferencian unos procesos que- 
ratinizados, a modo de microplumas, que sirven para 
limpiar de polvo la córnea. Es el epitelio plumoso. 


Cúbico estratificado 


El tipo más frecuente es el cúbico biestratificado, que se 
observa en los conductos excretores intralobulillares de 
algunas glándulas, como las sudoríparas y la mamaria. 
También se halla en el iris y cuerpo ciliar del ojo de ver- 
tebrados (Fig. 12.6.A) y en la epidermis del renacuajo. 
Los verdaderos epitelios cúbicos poliestratificados son 
excepcionales. 


Prismático (cilíndrico) estratificado 


Son poco frecuentes. En los mamíferos suelen citarse 
como ejemplos la uretra masculina en sus porciones 
membranosa y esponjosa, el fórnix conjuntival y el epi- 
telio que reviste parte de la epiglotis (Fig. 12.6.B). Un 
epitelio cilíndrico estratificado, que además es ciliado, 
se observa en el esófago de anfibios adultos y, en los 
mamíferos, en la laringe, la superficie nasal del paladar 
blando y el esófago fetal. 


Prismático pseudoestratificado 


Este epitelio se caracteriza porque, aunque con el mi- 
croscopio óptico se reconocen varias capas de núcleos, 
un examen detallado con el microscopio electrónico re- 
vela que todas las células descansan sobre la lámina 
basal, si bien no todas alcanzan la superficie apical. En 
los mamíferos este epitelio es característico de parte de 
la uretra femenina, el conducto del epidídimo, el con- 
ducto deferente y parte de las vías respiratorias. En es- 
tos órganos hay una capa de células cilíndricas (princi- 
pales) y otra de células basales (posibles células madres 
de las anteriores). En el conducto del epidídimo y en el 
conducto deferente, las células principales presentan 
largos estereocilios (Fig. 12.6.C). En las vías respirato- 
rias este epitelio tiene una estructura más compleja 
pues, además de las células basales, existen al menos 
dos tipos de células cilíndricas (ciliadas y las calicifor- 
mes secretoras de moco) cuyos núcleos aparecen a di- 
ferentes alturas (Fig. 12.6.D). 


De transición o urinario 


Este epitelio, que reviste las vías urinarias de los mami- 
feros, muestra cambios en su altura y número de capas 
según la distensión a que se vea sometido. Así, en esta- 
do de relajación (vejiga urinaria casi vacía) el epitelio es 
alto y hay varias capas de núcleos (Fig. 12.6.E). Si la ve- 
jiga está repleta (distendida), el epitelio es de menor al- 
tura, y el número de capas de núcleos es menor tam- 
bién (Fig. 12.6.F). Con el microscopio electrónico se 
aprecia que, en realidad, este epitelio es pseudoestrati- 
ficado, pues todas las células se apoyan sobre la lámina 
basal. La transición de relajación a distensión, o vice- 
versa, no ocurre por un deslizamiento de las capas celu- 
lares con disminución del número de capas, sino por 
una remodelación de la forma de las células, que se 
adaptan a una mayor o menor altura, con el consiguien- 
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Figura 12.6. A: Epitelio cúbico biestratificado del cuerpo ciliar. La capa interna está muy pigmentada (flecha). H.E. X250. 
B: Epitelio cilíndrico estratificado de epiglotis humana. H.E. X250. C: Epitelio cilíndrico pseudoestratificado con estereocilios 
(flecha) de conducto deferente humano. Tricrómico de Masson. X250. D: Epitelio cilíndrico pseudoestratificado ciliado de bron- 
quio humano. Se observan células cilíndricas ciliadas (flecha) y caliciformes (cabezas de flecha). Azul Alcián. X250. E: Epitelio 
de transición de la vejiga urinaria en el estado de relajación (vacía). H.E. X450. F: El mismo tipo de epitelio cuando la vejiga es- 
tá distendida (llena). H.E. X450. 
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te aumento o disminución de su extensión horizontal Otros tipos especiales de epitelios 
(Figs. 12.7.A y 12.7.B). 

Las células superficiales son muy grandes y contie- 
nen núcleos poliploides. El espesor de la membrana 
plasmática en contacto con la luz es mayor de lo normal 
(12 nm), debido a un engrosamiento de la hemimembra- 


Aunque la mayoría de los epitelios quedan incluidos en 
alguno de los tipos mencionados, existen epitelios difí- 
ciles de clasificar, aunque son poco frecuentes. Los me- 
jor conocidos son los siguientes: 


na interna. En estado de relajación se observan, en conti- 1. Epitelio seminifero. Es característico de los testícu- 
nuidad con la membrana, numerosas vesículas de con- los. Comprende varias capas de células de la línea 
torno angular, cuyas membranas tienen también 12 nm germinal cuyo contorno es redondeado, excepto el 
de espesor (Figs. 12.7.A y 12.8.A). Se supone que, al dis- de las espermátidas maduras y espermatozoides, 
minuir la extensión de la superficie de esas células du- que es alargado. Entremezcladas con las células 
rante la relajación, la membrana sobrante se repliega, e germinales están las células sustentaculares o de 
incluso se recoge en vesículas, y luego vuelve a utilizarse Sertoli. Cada una de estas células se extiende des- 
en la distensión (Figs. 12.7.A y 12.7.B). de la base al ápice del epitelio seminifero; su forma 
Algunos autores han estudiado la membrana celular es muy irregular, y envuelven a las células germi- 
adluminal de la vejiga urinaria de rata mediante con- nales (véase Fig. 9.2). 
traste negativo, y han encontrado que está constituida 2. Epitelio sincitial. Las células forman sincitios (cé- 
por estructuras hexagonales yuxtapuestas, cuyos bor- lulas multinucleadas) como el sincitiotrofoblasto 
des tienen menos espesor que el resto de la membrana placentario (véase Fig. 10.28). 
y sirven como articulaciones. La observación de esos 3. Epitelio hundido. En la epidermis de algunos inver- 
hexágonos a gran aumento revela que cada uno está tebrados, como los trematodos y cestodos, la parte 
constituido por 12 subunidades: seis mayores y seis de la célula que contiene el núcleo queda embutida 
menores (Figs. 12.7.C, 12.7.D y 12.8.B). Parece que esta en el tejido conjuntivo subyacente (Fig. 12.9). Algu- 
membrana especial es muy impermeable y evita que nos de estos epitelios son sincitiales. En los mamí- 
fluya agua a través del epitelio hacia la orina, general- feros el epitelio hundido se encuentra en el limbo 
mente de mayor presión osmótica. espiral del caracol o cóclea. 


A Vejiga vacía B Vejiga llena 
C Vista frontal D Corte perpendicular 


Figura 12.7. Epitelio de transición de la vejiga urinaria de mamífero. A: Vejiga vacía (relajación). Todas las células descansan 
sobre la lámina basal aunque sólo algunas alcanzan la luz. B: Vejiga llena (distensión). Las células se han aplanado y el núme- 
ro de vesículas subyacentes a la membrana plasmática ha disminuido para proporcionar mayor superficie a ésta. C: Aspecto de 
la membrana plasmática apical de las células en contacto con la luz, vista desde la luz de la vejiga. La membrana muestra uni- 
dades hexagonales, cada una constituida por 12 subunidades: 6 mayores y 6 menores. D: Sección perpendicular de la misma 
membrana. Las unidades hexagonales son de mayor espesor que las de la membrana plasmática ordinaria, y los límites entre 
estas unidades presentan menor espesor, sirviendo de articulaciones entre ellas. 
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Figura 12.8. A: Micrografía electrónica de transmisión del epitelio de transición de la vejiga urinaria de ratón que muestra 
los pliegues de la membrana plasmática (P) en la cara en contacto con la luz (L). X7500. B: Micrografía electrónica de barri- 
do de la membrana plasmática anterior. Se observa su constitución en placas hexagonales con numerosas partículas. 
X30 000. (Micrografías de R. C. Wagner y F. E. Hossler. Mammalian Histology-B408. Department of Biological Sciences. Uni- 


4. Epitelios musculares. Bajo la epidermis de algu- 
nos invertebrados hay una capa de células con 
rasgos de células musculares (muchos filamentos 
de actina y abundante miosina) (Fig. 12.9.B). Estas 
células se asemejan a las células mioepiteliales de 
los vertebrados (véanse Figs. 12.16 y 15.31). 


GLÁNDULAS EXOCRINAS Y ENDOCRINAS 


Si los epitelios de revestimiento se invaginan en el ór- 
gano que revisten o recubren y estas células producen 
una secreción, forman los epitelios glandulares. La por- 


(Fig. 12.10). En otros casos ha desaparecido el conducto 


ginó; su secreción se vierte entonces a la sangre, y se 
llaman glándulas endocrinas. Algunas glándulas pue- 


den ser exocrinas y endocrinas a la vez; se denominan 
anficrinas, Asi, las células del hígado producen una se- 
creción exocrina de bilis y una secreción hacia la sangre 
de otras sustancias. El páncreas está formado por los 
acinos, de secreción exocrina, y por los islotes, de se- 
creción endocrina. 


GLÁNDULAS EXOCRINAS 


Clasificación morfológica 


En sentido amplio se consideran también glándulas las 
células secretoras, aisladas o asociadas en grupos, in- 
cluidas en un epitelio de revestimiento no invaginado y, 
por tanto, carentes de conducto. Estas glándulas se de- 
nominan intraepiteliales (Fig. 12.10). 

La glándula más sencilla es la glándula unicelular in- 
traepitelial, como la célula caliciforme del intestino y de 
las vías respiratorias (Figs. 12.11.A y 12.11.B). Esta célula 
es de secreción mucosa, esto es, segrega glucoproteínas 
de tipo mucina, que tradicionalmente se han denomina- 
do mucopolisacáridos y que, en el caso de las células ca- 
liciformes, son del tipo neutro. 

En algunos epitelios varias células secretoras se agru- 
pan formando glándulas intraepiteliales pluricelulares 
(Figs. 12.11.C y 12.11.D). Como estas células suelen ser 
de un tipo diferente a las demás células del epitelio (más 
altas o más bajas), forman depresiones o salientes. Lo 
más frecuente es que sean también células mucosas. Es- 
tas células existen en el tegumento blando de muchos 
invertebrados y sirven para proteger de la desecación y 
suministrar material para la construcción de sus nidos. 
En los anfibios se han visto en el estómago. En los ma- 
miferos, se encuentran en parte de la epiglotis, del epite- 
lio nasal, del uretral y de los conductos eferentes. 

Puede ocurrir que todo el epitelio de revestimiento 
constituya un epitelio glandular, como en el caso de los 
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Figura 12.9. A: Tegumento de trematodo (Dicrocoelium). Epitelio del tipo hundido en el que los núcleos (flecha) aparecen 
hundidos en la dermis. Azul de metileno. X450. B: Detalle del tegumento. La epidermis está constituida por un epitelio de re- 
vestimiento sincitial (E) con núcleos hundidos (no visibles en la imagen), que se disponen entre las células subyacentes, cuyo 
aspecto es de musculares lisas (ML). L: lámina basal. X30 000. (Cortesía de P. García Corrales. Departamento de Biología Ani- 
mal. Universidad de Alcalá.) 
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Figura 12.10. Clasificación de las glándulas exocrinas atendiendo a la forma de la porción secretora y a la simplicidad o ra- 
mificación del conducto excretor. 
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epitelios del estómago y del endocérvix, formados por — Acinares. Con forma de pera o de botella y con 
células mucosas (véase Fig. 12.4.B). Las células mucosas una luz muy estrecha. La secreción se vierte 
del epitelio superficial del estómago segregan mucinas por la parte más delgada. 

neutras, mientras que las del cuello de las glándulas gás- — Alveolares. Con forma de saco o de túbulos di- 
tricas segregan mucinas ácidas y las del endocérvix, mu- latados irregularmente. 


cinas alcalinas. 
Las glándulas exocrinas propiamente dichas (con 
conducto) se clasifican según dos criterios (Fig. 12.10): 


2. La sencillez o ramificación del conducto excretor: 


— Simples. El conducto excretor no está ramifica- 
do. Al término «simple» se le añade el califica- 


1. La forma de las porciones secretoras de la glán- tivo de ramificadas si la porción glandular (no 
dula (no de las células): el conducto) se ramifica. 
— Tubulares. Con forma de tubo. — Compuestas. El conducto está ramificado. 


Figura 12.11. A: Detalle del epitelio de revestimiento intestinal humano que muestra las células caliciformes (estrella) cuyo 
contenido mucoso aparece sin teñir. X450. B: Electronografía del mismo epitelio. La porción supranuclear de la célula calicifor- 
me aparece ocupada por gránulos de moco (estrella). X5000. C: Glándula intraepitelial pluricelular (estrella) del estómago de 
rana. X150. D: Detalle de la glándula (estrella) de la figura anterior. X600. (Las Figuras C y D son cortesía de E. Valverde. De- 
partamento de Histología. Universidad de Navarra.) 


La forma de las células glandulares no interviene en 
la clasificación. Estas células suelen ser cúbicas o cilín- 
dricas, y a veces piramidales, para adaptarse al contor- 
no de la glándula. Las células del conducto pueden ser 
planas, cúbicas o cilíndricas. Los conductos se clasifi- 
can como los epitelios de revestimiento (Fig. 12.10). 

Vamos a detenernos en cada uno de estos tipos glan- 
dulares señalando algunos ejemplos. Conviene precisar 
que el lector puede encontrar diferencias en los ejemplos 
expuestos entre los diversos tratados de histología. Ello 
obedece fundamentalmente a que una misma glándula 
puede presentar configuraciones diferentes en las diver- 
sas especies de mamíferos habitualmente utilizadas para 
los estudios histológicos. 


Glándulas tubulares 


1. Simples no ramificadas. Se distingen dos tipos 
principales: 
— Rectas. Como ejemplos pueden citarse las glán- 
dulas de Lieberkúhn del intestino de los vertebra- 
dos y las glándulas endometriales (Fig. 12.12.A). 
— Contorneadas. Un ejemplo de ellas son glán- 
dulas sudoríparas (Fig. 12.12.B). 


2. Simples ramificadas. En los mamíferos constituyen 
ejemplos de este tipo de glándulas las glándulas 
fúndicas y gástricas del estómago, las del píloro 
(Fig. 12.12.C) y las de Brunner del intestino delgado. 
Algunos autores consideran también dentro de este 
tipo las glándulas endometriales, aunque éstas rara 
vez presentan ramificaciones. En los invertebrados, 
el hepatopáncreas de muchos crustáceos está cons- 
tituido por túbulos ramificados. 

3. Compuestas. En los mamíferos son ejemplos las 
glándulas del cardias, las mucosas de la boca 
(Fig. 12.12.D) y las bulbouretrales. Tienen también 
esta forma (aunque no pueden considerarse glán- 
dulas en sentido estricto) los túbulos renales y los 
túbulos seminíferos del testículo. 


Glándulas acinares 


1. Simples no ramificadas. Son muy raras. Los ma- 
miferos carecen de ellas. 

2. Simples ramificadas. Son raras. Algunos autores 
incluyen dentro de este tipo las glándulas sebá- 
ceas de la piel y las glándulas de Meibomius del 
párpado de mamíferos (Fig. 12.13.A). 

3. Compuestas. Son frecuentes en los mamíferos, en 
los que el páncreas, las glándulas salivales, las de 
la tráquea y las de los bronquios pertenecen a es- 
te tipo (Figs. 12.13.B y 12.13.C). 


Glándulas alveolares 


1. Simples no ramificadas. Son raras en los mamife- 
ros. Se encuentran en la dermis de los anfibios, 
donde presentan un aspecto sacular típico y vier- 
ten su secreción sobre la piel (Fig. 12.14.A). 
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2. Simples ramificadas. Son muy raras en los mamí- 
feros. Pueden incluirse entre ellas las glándulas 
sebáceas antes mencionadas, cuyo aspecto es más 
sacular que acinar (Fig. 12.14.B). Muy similar es la 
glándula uropigial de las aves. En los invertebra- 
dos, una glándula de este tipo es el hepatopáncre- 
as de los moluscos. 

3. Compuestas. En ellas, junto a los sáculos típicos, 
se observan túbulos más o menos dilatados de for- 
ma irregular, por lo que se suele hablar de glándu- 
las tubuloalveolares. En los mamíferos constituyen 
ejemplos de este tipo las glándulas del esófago (no 
fúndicas ni cardíacas), las lagrimales, las mamarias 
y la próstata (Figs. 12.14.C y 12.14.D). 


Organización de una glándula exocrina 
compuesta 


La ramificación de la glándula, acompañada de la ramifi- 
cación del conducto excretor, determina que la glándula 
compuesta tenga una arquitectura peculiar en lóbulos y 
lobulillos, perceptible en los tres tipos de glándulas com- 
puestas (tubular, acinar y tubuloalveolar). 

El conducto principal se divide en varias ramas lla- 
madas conductos interlobulares. Éstos discurren por el 
tejido conjuntivo que separa grandes unidades o lóbu- 
los, que suelen ser macroscópicamente visibles, como 
ocurre en el hígado. Los lóbulos faltan en las glándulas 
pequeñas; se reconocen porque están rodeados por un 
grueso tabique de tejido conjuntivo que, además del 
conducto, transporta vasos y nervios (Fig. 12.15). 

Los conductos interlobulares se ramifican en con- 
ductos menores denominados conductos interlobulilla- 
res, que discurren por los tabiques que delimitan los /o- 
bulillos. Estos tabiques de tejido conjuntivo contienen 
también vasos y nervios, pero son más estrechos que 
los tabiques interlobulares. Los conductos interlobuli- 
llares se ramifican muchas veces, dando lugar a con- 
ductos interlobulillares de menor calibre, con sus co- 
rrespondientes tabiques interlobulillares (más estrechos 
que los principales), así como a la división en diversos 
órdenes de lobulillos, que se reconocen como lobulillos 
más pequeños dentro de lobulillos más grandes. Llega 
un momento en que los conductos interlobulillares de 
menor calibre dan origen a otro tipo de conductos aún 
más pequeños: son los conductos intralobulillares, que 
quedan dentro de los lobulillos y no están incluidos en 
un tabique de tejido conjuntivo, sino entre los túbulos, 
acinos o alvéolos del lobulillo. En eso se distinguen de 
los conductos interlobulillares pequeños, que quedan 
siempre dentro de tabiques (véase Fig. 12.13.C). 

En algunas glándulas acinares compuestas, los con- 
ductos intralobulillares también se ramifican dando lugar 
a varias series de conductos cada vez de menor calibre. 
En las glándulas salivales los conductos intralobulillares 
más pequeños se reúnen en otros conductos de mayor 
calibre, también intralobulillares, que se denominan con- 
ductos estriados (véase Fig. 12.15) porque presentan 
abundantes pliegues basales con mitocondrias. Estos 
conductos contribuyen a modificar la concentración de 
electrolitos de la secreción (en este caso saliva). Varios 
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Figura 12.12. A: Glándulas tubulares simples del endometrio humano seccionadas longitudinalmente. El trayecto ondulado 
de las glándulas hace que cada túbulo aparezca como varias secciones diferentes (estrellas). H.E. X125. B: Piel fina humana 
que muestra glándulas sudoríparas ecrinas. Se distingue la porción secretora con un epitelio cúbico rodeado de células mioepi- 
teliales (estrella) y la porción excretora con epitelio cúbico biestratificado (asterisco). Tricrómico de Masson. X125. C: Glándu- 
las pilóricas del tipo tubular ramificado simple. La secreción es mucosa. Azul de toluidina. X250. (Cortesía de M.V. Toledo. De- 
partamento de Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá.) D: Glándulas mucosas de la boca del tipo tubular ramificado 
simple y secreción mucosa. Asterisco: conducto excretor. Tricrómico de Masson. X125. 
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Figura 12.13. A: Glándula de Meibomius del párpado, del tipo acinar ramificada simple. Asterisco: conducto excretor. H.E. X60. 
B: Glándula acinar compuesta del tipo serosos (páncreas). La flecha señala células centroacinares, de aspecto más claro que las 
acinares. Asterisco: conducto excretor. H.E. X125. C: Glándula acinar compuesta del tipo mixto (glándula sublingual humana). 
En algunos acinos, las células acinares mucosas (M) aparecen parcialmente rodeadas de media luna de células serosas (S). As- 
terisco: conducto intralobulillar. Estrella: conducto interlobulillar. Tricrómico de Masson. X250. 
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Figura 12.14. A: Glándulas alveolares simples del tegumento de rana. Estrella: porción secretora. Flecha: conducto. Tricrómi- 
co de Masson. X250. B: Glándulas sebáceas (estrella) que desembocan en folículos pilosos (asterisco). Tricrómico de Masson. 
X250. C: Glándula tubuloalveolar compuesta (glándula mamaria humana en reposo). Se observan lobulillos (estrella) separa- 
dos por tejido conjuntivo. H.E. X125. D: Detalle de glándula mamaria humana en período de lactancia. Se aprecia la secreción 
apocrina vertiéndose a la luz de los túbulo-alvéolos. H.E. X350. 
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Figura 12.15. Esquema de una glándula compuesta. Las unidades glandulares (acinos en este caso) vierten la secreción a los 

conductos intralobulillares (dentro de lobulillos) que, a su vez, confluyen formando conductos interlobulillares (en los tabiques 

que separan lobulillos) de mayor tamaño. Éstos se reúnen en conductos interlobulillares (en los tabiques que separan lóbulos), 

aún mayores, que terminan en el conducto principal, el cual vierte al exterior (p. ej., al tubo digestivo) la secreción de toda la 
glándula. 
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conductos estriados se reúnen finalmente en un con- 
ducto intralobulillar mayor, que es el que drena en el 
conducto interlobulillar menor correspondiente. 

En algunas glándulas acinares (como las salivales) y 
tubuloalveolares (como la glándula mamaria), las uni- 
dades glandulares quedan recubiertas externamente 
por células epiteliales ramificadas cuyo citoplasma con- 
tiene numerosos microfilamentos de actina y abundan- 
te miosina. Estas células se denominan mioepiteliales e 
intervienen en el vaciado de la secreción al contraerse y 
comprimir las unidades glandulares (Fig. 12.16 y véase 
Fig. 15.31). 


Dimorfismo sexual glandular 


Existen diferencias morfológicas, y posiblemente funcio- 
nales, entre algunas glándulas de machos y hembras. Es- 
tas diferencias no sólo se encuentran en aquellas glándu- 
las que tienen relación con los sexos (como la glándula 
mamaria) sino también en otras que, aparentemente, no 
están relacionadas con los sexos. Así ocurre con las glán- 
dulas lagrimales en la rata. En el macho, estas glándulas 
muestran acinos grandes, de luz amplia y formados por 
células de núcleo polimorfo y con peculiares complejos de 
Golgi. En contraste, en la rata hembra los acinos son pe- 
queños, de luz escasa y están formados por células vacuo- 


lizadas y pigmentadas. Probablemente las hormonas se- 
xuales ejerzan algún papel en esta diversificación. De he- 
cho, en la glándula de Harder, asociada a las lagrimales 
pero que presenta características especiales, se ha demos- 
trado que el dimorfismo sexual depende exclusivamente 
de dichas hormonas. En el macho, esta glándula segrega 
feromonas que estimulan sexualmente a la hembra. 


Clasificación de las glándulas exocrinas según 
su producto de secreción 


Con independencia de la clasificación morfológica (se- 
gún la forma de la unidad glandular), las glándulas exo- 
crinas pueden clasificarse por el aspecto morfológico 
de su secreción, aspecto que refleja la composición quí- 
mica del producto segregado. 


Glándulas mucosas 


Su secreción es moco, es decir, material viscoso rico en 
glucoproteínas del tipo mucina (Fig. 12.16). Son ejem- 
plos de ellas las células caliciformes (veánse Figs. 
12.11.A y 12.11.B), muchos acinos de las glándulas sali- 
vales sublinguales y submaxilares (véase Fig. 12.13.C), 
las glándulas de la tráquea de los mamíferos y los epite- 
lios del estómago y del endocérvix (véase Fig. 12.4.B). 
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Figura 12.16. Representación de acinos serosos y mucosos. El acino de secreción mucosa queda parcialmente rodeado por 
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El citoplasma de las células mucosas posee grandes 
glóbulos que aparecen incoloros con los colorantes ha- 
bituales (véanse Figs. 12.12.D y 12.13.C) o de color ma- 
genta si se tiñen con el PAS (véase Fig. 1.8.C). Estos gló- 
bulos confluyen unos con otros ocupando casi todo el 
citoplasma (Fig. 12.17.A). 

En los acinos mucosos la luz es amplia y está llena 
de moco (véase Fig. 12.13.C). El citoplasma es claro (por 
el moco) y el núcleo aparece aplastado y rechazado a la 
zona basal, rodeado del retículo endoplasmático rugoso 
(Figs. 12.16 y 12.17.A). 


Glándulas serosas 


La secreción es acuosa o fluida y contiene, sobre todo, 
polipéptidos puros o, con mucha mayor frecuencia, glu- 
coproteínas con oligosacáridos unidos a nitrógeno, a 
oxígeno o mixtos. En las células serosas, la secreción se 
aprecia como gránulos llamados gránulos de cimógeno, 
que son más pequeños que los de moco y no confluyen- 
tes (Figs. 12.16 y 12.17.B). Los núcleos de estas células 
son redondeados y sólo ligeramente rechazados hacia la 
base (veánse Figs. 12.13.B y 12.16). El citoplasma es más 
basófilo que el de las células mucosas porque el retículo 
endoplasmático rugoso es más abundante y no queda 
enmascarado por el moco (Fig. 12.17.B). Los conductos 
secretores contribuyen a la composición de agua y elec- 
trolitos de la secreción. Los ejemplos más característicos 
son las glándulas secretoras de enzimas. En los mamife- 
ros están los acinos del páncreas (véase Fig. 12.13.B), las 
glándulas salivales (la parótida completa y la submaxilar 
y sublingual parcialmente, combinando los acinos muco- 
sos con los serosos), las glándulas de Brunner y las glán- 
dulas lagrimales. 


Glándulas seromucosas (mixtas) 


Se caracterizan porque algunos acinos de células muco- 
sas aparecen rodeados de medialunas de células serosas, 
llamadas medialunas de Giannuzzi. La secreción serosa 
se vierte a la luz del acino mediante finos canalículos in- 
tercelulares que discurren entre las células mucosas 
(véanse Figs. 12.13.C y 12.14). En los mamíferos, este tipo 
de glándulas se encuentra en las glándulas salivales sub- 
maxilar y sublingual, así como en glándulas de la tráquea 
y los bronquios. 


Otros tipos de secreción 


Otras secreciones no encajan ni en el tipo seroso ni en 
el mucoso. Entre ellas figuran las siguientes: 


1. Sudor. Es una solución acuosa rica en electrolitos, 
elaborada por las glándulas sudoríparas ecrinas. 

2. Sebo. Son grasas segregadas por las glándulas 
sebáceas. 

3. Leche. Las células de las glándulas mamarias se- 
gregan tanto grandes glóbulos de lípidos como 
proteínas y azúcares (lactosa) (Fig. 12.18 y véase 
Fig. 12.14.D). 
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Clasificación de las glándulas exocrinas según 
el modo de secreción 


En esta clasificación se tiene en cuenta qué porción de 
la célula (desde toda la célula hasta una parte invisible) 
se elimina con la secreción. 


Secreción holocrina 


Este modo de secreción conlleva la eliminación total de 
la célula, que se transforma en secreción a excepción 
del núcleo, que aparece picnótico (intensamente teñi- 
do). La secreción holocrina es característica de las glán- 
dulas sebáceas. Al principio estas células glandulares 
presentan un aspecto normal pero, con la acumulación 
progresiva de la secreción lipídica sintetizada, la célula 
muere y así se libera la secreción (Figs. 12.18 y véase 
Fig. 12.14.B). 


Secreción apocrina 


Comporta la eliminación de una parte de la célula con la 
secreción. Es lo que se observa en el endometrio, la 
glándula mamaria y las glándulas sudoríparas apocri- 
nas (Figs. 12.18 y véase Fig. 12.16.D). El término provie- 
ne de los estudios de microscopía óptica, pero se ha 
puesto en entredicho a raíz de los estudios realizados 
con el microscopio electrónico. Así, en la glándula ma- 
maria, con el microscopio óptico se veía que parte de la 
célula se desprendía durante la secreción. La microsco- 
pía electrónica demostró que lo que se desprendía no 
eran propiamente grandes masas de citoplasma, sino 
grandes glóbulos de lípido rodeados de membrana 
plasmática (Fig. 12.18). Cuando se desprenden estos gló- 
bulos, el citoplasma vertido es muy escaso, aunque siem- 
pre puede apreciarse un fino ribete citoplásmico rode- 
ando los glóbulos que se están desprendiendo o que 
acaban de desprenderse. 


Secreción ecrina o merocrina 


Sólo se vierte el producto segregado (por exocitosis) 
sin que se pierda nada del citoplasma de la célula. Este 
proceso de secreción sólo ha sido interpretado correc- 
tamente con el microscopio electrónico. La membrana 
que envuelve la secreción (formando los límites del grá- 
nulo de cimógeno) tampoco se pierde, pues se une a la 
membrana plasmática al liberarse la secreción. Así ocu- 
rre en la mayoría de las células de secreción mucosa o 
serosa, como el páncreas y las glándulas salivales de 
los mamíferos (véanse Figs. 12.16 y 12.17). 


Secreción iónica o molecular 


En estas células, ni siquiera con el microscopio electróni- 
co es posible percibir el proceso de secreción, pues ésta 
consta de iones o moléculas muy pequeñas que son se- 
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Figura 12.17. A: Célula de un acino mucoso de la glándula sublingual humana. RER: retículo endoplasmático rugoso. Estre- 
lla: gránulos de moco. X4500. B: Célula acinar serosa del páncreas. RER: retículo endoplasmático rugoso. Estrella: gránulos de 
cimógeno. G: complejo de Golgi. X4500. 
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Figura 12.18. Esquema de una glándula de secreción holocrina que muestra la conversión de toda la célula en secreción, y de 
una glándula de secreción apocrina que muestra grandes gotas de secreción que confieren la apariencia de pérdida de parte del 


Glándula apocrina mioepiteliales 


Es 


gregados por procesos de transporte a través de mem- 
brana (transporte pasivo o activo). Como ejemplo pue- 
den citarse las células parietales que forman parte de las 
glándulas gástricas de los mamíferos y segregan CIH. 


GLÁNDULAS ENDOCRINAS 
Estructura morfológica 


Las glándulas endocrinas se disponen en islotes o en 
cordones entre los que se encuentran numerosos capi- 
lares sanguíneos a los que vierten la secreción. Ésta es 
la disposición en la mayoría de las glándulas endocri- 
nas, como la adenohipófisis, la suprarrenal, los islotes 
de Langerhans y las paratiroides (Fig. 12.19.A). 

Excepcionalmente, algunas glándulas endocrinas, 
como la tiroidea y alguna porción de la adenohipófisis, 
forman folículos, esto es, esferas con una cavidad en la 
que se almacena la secreción. Entre los folículos se sitúan 
los capilares sanguíneos (Fig. 12.19.B). 

Algunas glándulas endocrinas están constituidas por 
células diseminadas en epitelios de revestimiento o 
glandulares, como las del sistema neuroendocrino difu- 
so (Fig. 12.19.C). 


Otras glándulas endocrinas están formadas por ver- 
daderas neuronas que, en vez de segregar los neuro- 
transmisores habituales, segregan factores hormonales 
por vía sanguínea. Así sucede con las neuronas del hi- 
potálamo, que vierten su secreción a los capilares de la 
eminencia media hipofisaria o de la neurohipófisis. 


Clasificación de las glándulas endocrinas según 
el producto segregado 


Polipéptidos o proteínas puras 


(ACTH) y somatotropina (STH), esta última también deno- 


minada hormona del crecimiento (GH) (Fig. 12.20.A). 
Son también hormonas polipeptídicas puras las segre- 


gadas por las paratiroides y por las células C del tiroi- 
des (Fig. 12.19.B) @lalsecrecioniselllevalaicabo como en 
las glándulas serosas, esto es, (por exocitosis de gránulos 
(de secreción, aunque generalmente éstos son más pe- 
queños que los de las glándulas serosas. Las células se- 
cretoras poseen abundante retículo endoplasmático ru- 
goso y un complejo de Golgi bien desarrollado. 


Figura 12.19. Glándulas endocrinas. A: Islote de Langerhans de páncreas humano formado por cordones celulares anasto- 
mosados (estrella) en el seno de una glándula exocrina acinar compuesta (páncreas exocrino). Asterisco: acinos. Tricrómico de 
Masson. X450. B: Glándula endocrina del tipo folicular (tiroides). Entre los folículos (estrella) se observan dos células claras 
(flecha). H.E. X450. C: Células endocrinas (flecha), de aspecto claro, intercaladas entre las células glandulares exocrinas en una 
glándula del píloro. Azul de toluidina. X600. (La Figura C es cortesía de M.V. Toledo. Departamento de Biología Celular y Gené- 


tica. Universidad de Alcalá.) 


Un grupo especial de células de este tipo son las células 
del sistema neuroendocrino difuso, que son capaces de 
captar precursores de aminas y descarboxilarlos. Entre 
estas células figuran las de la médula suprarrenal (secre- 
toras de adrenalina o noradrenalina), las células argenta- 
fines y argirófilas de los aparatos digestivo, respiratorio y 
genitourinario de los vertebrados (segregan serotonina, 
gastrina, motilina, prostaglandinas, etc.) y los pinealoci- 
tos (que segregan melatonina) (Fig. 12.20.B). 


Glucoproteínas 


Segregan glucoproteínas las células de la hipófisis que 


y tirotropina (TSH). Estas células son como las secretoras 
de polipéptidos puros#poseenigranulosidelsecrecionypes 


(queños y abundante desarrollo del retículo endoplasmáti- 
co rugoso y del complejo de Golgi (Fig. 12.20.A). 


Esteroides 


Las hormonas derivadas del colesterol son sintetizadas 
por la corteza suprarrenal, el cuerpo lúteo y las células de 
Leydig. El citoplasma de estas células difiere completa- 
mente del descrito en los tipos celulares anteriores, pues 
carece de gránulos de secreción y apenas hay en él retícu- 
lo endoplasmático rugoso. En contraste, muestra abun- 
dante retículo endoplasmático liso y numerosas mito- 
condrias de gran tamaño, con crestas tubulares en 


(mar grénulos contenidos en- membranas (Fig. 12.20.C). 


Figura 12.20. A: Células endocrinas de la hipófisis de rata. El citoplasma muestra numerosos gránulos densos de secreción 
(estrella). X4500. B: Célula endocrina aislada del tipo enterocromafín en el epitelio del estómago humano. Los gránulos de se- 
creción, de forma y tamaño variable (estrella), se polarizan hacia la parte basal del epitelio donde se encuentran los capilares 
sanguíneos. X3200. C: Célula productora de hormonas esteroideas (célula de Leydig humana) con abundante retículo endoplas- 
mático liso (REL) y mitocondrias de crestas tubulares (M). L: lisosomas. X20 000. 
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SANGRE Y H EMOLINFA 


El líquido que transporta el oxígeno y los nutrientes por 
todo el organismo se denomina sangre en los vertebra- 
dos y hemolinfa en los invertebrados. En condiciones 
normales de presión y temperatura, la cantidad de oxí- 
geno que puede ser transportada en soluciones acuo- 
sas es limitada (6.4 mL O; por litro de agua a 10 °C). Pa- 
ra poder efectuar un transporte de oxígeno a mayor 
escala los animales han desarrollado pigmentos respi- 
ratorios especializados. Estos pigmentos están presen- 
tes en la mayoría de los animales celomados, pero han 
alcanzado una gran eficiencia en los vertebrados. En la 
mayoría de los invertebrados, los pigmentos respirato- 
rios son de gran tamaño, se encuentran en forma de so- 
lución coloidal en la hemolinfa y contienen: hemociani- 
na, hemeritrina, clorocruorina o hemoglobina. En los 
vertebrados, el pigmento respiratorio es siempre la he- 
moglobina, que es de menor tamaño que en los anéli- 
dos y es transportada en células especiales circulantes 
denominadas eritrocitos. 

Además, tanto la sangre de los vertebrados como la 
hemolinfa de los invertebrados contienen otras células 
cuya misión es la defensa del organismo. Estas células se 
denominan leucocitos en los vertebrados y hemocitos en 
los invertebrados; en estos últimos pueden tener también 
una función de almacenamiento de lípidos y proteínas. 
Hay finalmente células o componentes celulares encarga- 
dos de la coagulación cuando se produce lesión tisular y 
rotura de vasos. Estas células son las plaquetas en los 
mamíferos y los trombocitos en los vertebrados no ma- 
miferos. En los invertebrados esta función se atribuye a 
alguno de sus hemocitos. 

La estructura y función de las células sanguíneas de los 
vertebrados no son del todo comparables a las de los 
hemocitos de los invertebrados. Además, entre los in- 
vertebrados, existen tantas variaciones que resultaría 
sumamente largo y laborioso realizar una descripción 
exhaustiva comparada de los diferentes tipos de hemo- 
citos y sus funciones en diferentes grupos zoológicos, 
por lo que citaremos tan sólo algunos ejemplos que 
ilustren los hemocitos de invertebrados y nos centrare- 
mos en un estudio más pormenorizado de la sangre de 
los vertebrados y, en particular, de la de los mamíferos. 


ERITROCITOS 


Los eritrocitos sólo se han encontrado en los inverte- 
brados cuyo pigmento transportador del oxígeno es la 
hemeritrina. En el braquiópodo Lingula, los eritrocitos 
tienen núcleo pero no orgánulos. En el poliqueto Mage- 
lona los eritrocitos carecen de núcleo y orgánulos. 


HEMOCITOS 


Los hemocitos de los invertebrados son células con o 
sin gránulos, semejantes a los leucocitos de los verte- 
brados. Los hemocitos más primitivos aparecen en los 
platelmintos. 

Los anélidos tienen hemoglobina como pigmento 
respiratorio. Esta hemoglobina es de gran peso molecu- 
lar (varios miles de kDa) y se encuentra principalmente 
disuelta en el plasma. Algunos poliquetos poseen otros 
pigmentos respiratorios, como la clorocruorina y la he- 
meritrina. En la mayoría de los anélidos se han descrito 
dos tipos de hemocitos: 


1. Amebocitos. Tienen formas muy variables y de- 
sarrollan un activo movimiento ameboide para la 
fagocitosis de partículas. Contienen ribosomas, li- 
sosomas, numerosos filamentos y abundante glu- 
cógeno. Además de hallarse en la hemolinfa, tam- 
bién se hallan en el peritoneo parietal y septal. 

2. Eleocitos. Almacenan sustancias de reserva, co- 
mo lípidos y proteínas. Muchas de sus inclusiones 
son como las del tejido cloragogo, que aparece 
asociado al tubo digestivo. A veces contienen he- 
moglobina. Cuando se lesionan los tejidos se for- 
man agregados de eleocitos que parecen interve- 
nir en la reparación tisular. En poliquetos el número 
de eleocitos se incrementa con el desarrollo gona- 
dal, lo que sugiere que estas células desempeñan 
algún papel nutricio relacionado con la prolifera- 
ción de las células germinales. 
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En los insectos el oxígeno llega a los tejidos directa- 
mente a través del sistema respiratorio traqueal, por lo 
que generalmente no hay pigmentos respiratorios. Se 
ha descrito hemoglobina en algunas larvas de insectos. 
Los hemocitos se encuentran tanto en la hemolinfa co- 
mo en los tejidos que limitan las cavidades del cuerpo. 
El número de estas células aumenta con ocasión de las 
mudas. Se han propuesto muchas clasificaciones de los 
hemocitos, pues presentan aspectos muy variados, y en 
general con numerosos gránulos (Fig. 13.1). Es posible 
que algunos de los tipos descritos sean variantes de un 
mismo tipo celular, puesto que se observan formas in- 
termedias entre los distintos tipos. Los hemocitos des- 
critos con más frecuencia en insectos son los siguientes: 


1. Prohemocitos. Son los más pequeños. Tienen for- 
ma redondeada y poseen un núcleo voluminoso 
rodeado por una fina corona de citoplasma que 
contiene gránulos muy pequeños. 

2. Esferulocitos. Son fusiformes y contienen gránu- 
los de gran tamaño. 

3. Granulocitos. Son redondeados u ovales, con pe- 
queñas proyecciones citoplásmicas en su superfi- 
cie. Contienen gránulos citoplásmicos, muchos de 
ellos de naturaleza lisosómica. 


Figura 13.1. Hemocitos de insecto ortóptero (Schistocerca 
gregaria) con numerosos gránulos de diferentes tamaños, 
observados con microscopio óptico (A: X1150) y con micros- 
copio electrónico (B: X16 000). (Cortesía de L. Montuenga. 
Departamento de Histología. Universidad de Navarra.) 


4. Plasmatocitos. Su forma es oval y presentan nu- 
merosos gránulos citoplásmicos, abundantes ribo- 
somas y escaso retículo endoplasmático rugoso. 
Proyectan pequeñas prolongaciones citoplásmicas 
y seudópodos. 

5. Enocitos. Son células de gran tamaño con un nú- 
cleo pequeño y excéntrico. Su citoplasma contie- 
ne pocos gránulos, muchos ribosomas y un mate- 
rial fino, denso a los electrones. 

6. Cistocitos. Tienen forma redondeada. Presentan 
un material finamente granular que contiene fe- 
noloxidasa (una enzima que precipita la hemolin- 
fa). Este material es expulsado para formar los is- 
lotes de coagulación. 

7. Células eruptivas o trombocitos. Sólo se han des- 
crito en algunos dípteros como la mosca Callipho- 
ra. Su comportamiento es parecido al de los trom- 
bocitos y plaquetas de los vertebrados: la célula 
eruptiva se fragmenta, quedando el núcleo rodea- 
do por una fina capa citoplásmica y varios frag- 
mentos fusiformes que forman coágulos. 


Los crustáceos superiores tienen como pigmento 
respiratorio la hemocianina (proteína de gran tamaño 
con cobre). Los crustáceos decápodos presentan tres ti- 
pos de hemocitos: 


1. Granulocitos. Su citoplasma contiene numerosos 
gránulos densos de contenido cristalino. Estos grá- 
nulos poseen cobre e intervienen en la síntesis de 
la hemocianina. 

2. Semigranulocitos. Tienen gránulos densos, de natu- 
raleza lisosómica, en menor número que los granu- 
locitos, y dictiosomas prominentes. 

3. Hialocitos. Contienen abundante retículo endoplas- 
mático liso en forma de túbulos y vesículas, lo que 
les confiere un aspecto hialino. 


Los tres tipos de hemocitos participan en la coagula- 
ción de la hemolinfa, aglutinándose y liberando sustan- 
cias que precipitan este pigmento. Se ha sugerido que 
los tres tipos podrían corresponder a tres estados fun- 
cionales de un solo tipo de hemocito. 

En los merostomas (Limulus) sólo se ha descrito un 
tipo de hemocito, cuyos gránulos contienen inclusiones 
cristalinas de hemocianina. 

En los moluscos el pigmento respiratorio es la he- 
mocianina, aunque algunas especies de gasterópodos y 
de bivalvos contienen hemoglobina en el plasma y en 
los hemocitos, respectivamente. En los moluscos se han 
descrito varios tipos de hemocitos que parecen ser va- 
riantes de uno o dostipos: 


1. Amebocitos. Se encuentran tanto en la hemolinfa 
como en el tejido conjuntivo. Su forma es irregu- 
lar. Emiten numerosos seudópodos y muestran 
vesículas de endocitosis, lo que sugiere que estas 
células participan en la fagocitosis, posiblemente 
en respuestas defensivas. En el citoplasma hay 
numerosos lisosomas y abundante retículo endo- 
plasmático rugoso, cuyas cisternas están frecuen- 
temente dilatadas por un material proteico denso 
acumulado. También almacenan glucógeno y lípi- 
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dos. Junto con esta función de reserva energética, 
los amebocitos intervienen también en la repara- 
ción de heridas mediante aglutinación para for- 
mar coágulos, diferentes de los de los vertebra- 
dos, pues carecen de fibrina. 

2. Células porosas. Se han descrito sólo en algunos 
gasterópodos y lamelibranquios. Contienen abun- 
dante retículo endoplasmático rugoso en el que 
sintetizan y almacenan hemocianina. 


Los equinodermos no suelen poseer pigmentos res- 
piratorios, ya que el intercambio gaseoso lo realizan a 
través del sistema hidráulico. Tienen, sin embargo, he- 
mocitos tanto en las cavidades celómicas como en el 
sistema lagunar. Los dos tipos que se han descrito son: 


1. Fagocitos. Desarrollan fagocitosis y pueden fusio- 
narse formando plasmodios. 
2. Eleocitos. Comprenden dos variantes: 


— Rojos: con gránulos densos que contienen pig- 
mento equinocromo. 

— Blancos: mientras están en la hemolinfa son de 
color blanco, pero cuando abandonan la he- 
molinfa y pasan al tegumento sintetizan mela- 
nina, transformándose en melanocitos. 


COMPOSICIÓN 


La descripción que efectuaremos a continuación se re- 
fiere principalmente a los mamíferos, en concreto al 
hombre, aunque también se señalarán las variaciones 
más importantes en otros mamíferos y en los restantes 
vertebrados. 

En el hombre la sangre representa aproximadamente 
el 7% del peso corporal. El 55% del volumen de la sangre 
está constituido por un líquido denominado plasma san- 
guíneo; el 45% restante lo ocupan los elementos formes 
de la sangre, llamados así porque, además de células, 
contienen fragmentos celulares. Estas células o elemen- 
tos formes tienen una vida corta, de días a meses, por 
lo que están en continua renovación. La producción de 
nuevos elementos formes de la sangre se denomina he- 
matopoyesis o hemopoyesis, y de ella se tratará más 
adelante. 

Los elementos formes de la sangre y su número por 
mm? en el ser humano son: 


1. Eritrocitos: de 4.5 a 5.5 millones/mm?. 
2. Plaquetas: 200 000-300 000 por mm. 
3. Leucocitos: se clasifican en dos tipos que, a su 
vez, presentan variantes: 
— Granulocitos: 
e Neutrófilos: 2500-7500/mm? (65-68% de los 
leucocitos). 
e Eosinófilos o acidófilos: 100-400/mmY* (1-3%). 
e Basófilos: 1-100/mm* (0.1-1%). 
— Agranulocitos: 
e Monocitos: 300-800/mmY* (5-8%). 
e Linfocitos: 1500-3500 (15-30%). 


A continuación se estudiarán cada uno de estos ele- 
mentos, así como el plasma sanguíneo. 


ERITROCITOS 


Los eritrocitos de los mamíferos tienen forma de disco bi- 
cóncavo y sus dimensiones, en el hombre, son 7.5 x 2 um 
aproximadamente (Fig. 13.2). Esta forma proporciona una 
superficie un 20-30% mayor que si tuvieran forma esférica 
ocupando el mismo volumen. Los eritrocitos pueden ad- 
quirir formas variables en equilibrio osmótico con el plas- 
ma y se adhieren entre sí formando pilas de monedas. 

La forma y la elasticidad se mantienen gracias a un 
complejo de proteínas periféricas, situadas en la cara 
interna de la membrana plasmática, organizadas en una 
red de refuerzo deformable. El componente principal de 
este citoesqueleto peculiar es la proteína espectrina, 
que se dispone en una serie de bastoncillos, de 200 nm 
de longitud, unidos por cortos filamentos de actina a la 
que se une la tropomiosina. La red se ancla a las proteí- 
nas integrales de la membrana plasmática mediante las 
proteínas anquirina, proteína de la banda 4.1 y aducina. 
Entre las proteínas integrales de la membrana plasmáti- 
ca están la glucoforina y la proteína de transporte anió- 
nico de la banda 3. De la membrana del eritrocito se ha 
tratado en detalle en el Capítulo 2 (véase página 47 y 
Fig. 2.8). La alteración de este citoesqueleto asociado a 
la membrana plasmática modifica la forma celular y la 
efectividad en el intercambio gaseoso, y está asociada a 
diferentes patologías hereditarias. La membrana plas- 
mática posee un glicocálix, no muy evidente, en el cual 
los glúcidos de la glucoforina son responsables de los 
grupos sanguíneos y de otros antígenos característicos. 

Todos los orgánulos citoplásmicos se han perdido, 
excepto el citoesqueleto mencionado. En el citoplasma 
predomina la hemoglobina (95% del peso seco total), 
que se combina con el O, y el CO, para la respiración. 
En el aire de los alvéolos pulmonares la presión de O, 
es de 100 mm Hg, mientras que en la sangre de los ca- 
pilares alveolares que contienen sangre venosa la pre- 
sión del O, es de 40 mm, así difunde el O, a los tejidos, 
mientras lo contrario ocurre con el CO2. Hay tres tipos 
de hemoglobina (Hb): la adulta (HbA) representa el 96% 
de la Hb total y consiste en dos cadenas o y otras dos ß. 
Otro 2% corresponde a la variedad de hemoglobina de- 
nominada HbA,, con dos cadenas a y dos ò. El 2% res- 
tante lo constituye la Hb fetal, que posee dos cadenas ol 
y dos y. El eritrocito contiene, además, glucosa y las en- 
zimas necesarias para su oxidación a ácido láctico, lo 
que proporciona la energía necesaria para el manteni- 
miento del equilibrio iónico. 

Algunos eritrocitos no han perdido todos los riboso- 
mas, y éstos se observan como finas redecillas de ma- 
terial basófilo, por lo que se denominan reticulocitos. 
Otros eritrocitos presentan cuerpos basófilos constitui- 
dos por fragmentos nucleares remanentes denomina- 
dos cuerpos de Howell-Jolly. 

En la mayoría de los mamíferos los eritrocitos son 
como los aquí descritos. No obstante, algunos presen- 
tan ciertas peculiaridades, como los eritrocitos biconve- 
xos de los camélidos. 


HISTOLOGÍA ANIMAL 


E 


Figura 13.2. A-F: Frotis de sangre humana observados con la tinción de May-Griinwald-Giemsa, reproducidos a un aumento 
final de X1500. A: Leucocito neutrófilo polimorfonuclear junto a eritrocitos (E). B: Leucocito eosinófilo. C: leucocito basófilo y 
plaquetas (P). (Micrografía de Blue Histology). D: Monocito. E: Linfocito pequeño. F: Linfocito grande. G-I: Sangre de loro. (Mi- 
crografías de P. McManus. University of Philadelphia. School of Veterinary Medicine.) Junto a los eritrocitos nucleados (E), se 
observan leucocitos heterófilos (H), un leucocito basófilo (B), linfocitos (L) y trombocitos (T). H.E. X950. ) 


En los vertebrados no mamíferos los eritrocitos son 
más grandes (particularmente los de anfibios), biconve- 
xos y nucleados (Figs. 13.2.G-13.2.1). En su citoplasma 
hay algunos otros orgánulos, como mitocondrias, y un 
esqueleto de microtúbulos dispuestos en espiral que 
mantiene la forma celular (banda marginal). 


LEUCOCITOS NEUTRÓFILOS Y HETERÓFILOS 


Están presentes en todos los vertebrados y constituyen 
el tipo más abundante de leucocito. En ellos destacan 
los gránulos que, en la especie humana, se tiñen tanto 
con los colorantes ácidos como con los básicos en las 
tinciones de tipo Romanovsky, dando un color gris (de 


ahí el nombre de neutrófilos) (Fig. 13.2.A). En las aves 
(Fig. 13.2.G), e incluso en algunos mamíferos como el 
conejo y el cobaya, los gránulos específicos son eosinó- 
filos. En general, la afinidad tintorial y el tamaño de los 
gránulos varían de unas especies de vertebrados a 
otras, por lo que el término leucocitos neutrófilos sólo 
resulta apropiado para designar a los humanos, mien- 
tras que el término leucocitos heterófilos es más ade- 
cuado si se aplica en general a todos los vertebrados. 

Los leucocitos neutrófilos tienen forma globular, 
aunque ésta cambia durante el movimiento. Miden de 9 a 
12 um de diámetro. Su núcleo es heterocromático y po- 
see de tres a cinco lóbulos, lo que le da un aspecto poli- 
nuclear, pero en realidad los lóbulos siempre quedan 
unidos por un fino puente; de ahí el nombre de leucoci- 
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tos polimorfonucleares (Figs. 13.2.A y 13.3). Cuando pa- 
san a la sangre sin haber madurado completamente 
presentan pocos lóbulos y puentes gruesos; se denomi- 
nan formas en cayado. En los neutrófilos de las mujeres 
se puede visualizar muy bien la cromatina sexual en pa- 
lillo de tambor, que en cambio no se ha observado en 
los leucocitos heterófilos de las hembras de otras espe- 
cies de mamíferos (véase página 124). 

Los leucocitos neutrófilos poseen los orgánulos celula- 
res habituales: complejo de Golgi, retículo endoplasmático 
rugoso, ribosomas libres, mitocondrias pequeñas, micro- 
túbulos y microfilamentos. Los gránulos mayoritariamen- 
te presentes son de dos tipos (Fig. 13.3): 


1. Azurófilos o primarios. Constituyen el 25% de los 
gránulos. Su forma varía entre redondeada y oval. 
Miden de 400 a 600 nm de diámetro. Su contenido 
suele ser denso y homogéneo, pero también puede 
aparecer claro (debido a su extracción parcial) y, en 
ocasiones, mostrar estructuras cristalinas. Contie- 
nen enzimas lisosómicas (fosfatasa ácida, esterasas, 
fosfolipasa, glucuronidasa B y desoxirribonucleasa) 
y mieloperoxidasa (peroxidasa). Se distinguen dos 
subtipos, según contengan o no defensinas (fagoci- 
tinas): cortos péptidos de 250 aminoácidos, con car- 
ga positiva, y dominios hidrófobos o anfipáticos que 
poseen actividad antibacteriana. 


2. Específicos o secundarios. Constituyen el 75% de 
los gránulos. Son redondeados o algo ovales. Su 
diámetro es de unos 350 nm y su contenido suele 
ser menos denso que el de los azurófilos. Contie- 
nen lactoferrina (una proteína con gran afinidad 
por el ¡on férrico). Se distinguen dos subtipos, se- 
gún contengan o no gelatinasa (una colagenasa). 


En los gránulos hay también otras enzimas, aunque 
no es posible especificar en qué tipo de gránulos están 
presentes (incluso es posible que se encuentren en am- 
bos tipos) Estas enzimas son la lisozima, que hidroliza 
los glucósidos de la pared bacteriana; la proteína catióni- 
ca bactericida (BPI), que activa la fosfolipasa que degra- 
da los fosfolípidos de la membrana bacteriana aumen- 
tando su permeabilidad; y la fosfatasa alcalina. Además, 
algunos autores sostienen que hay muchos más tipos de 
gránulos y que sus contenidos son en parte comunes y 
en parte diferentes. Esta confusión respecto a la clasifica- 
ción de los gránulos es aún mayor al hacerla extensiva a 
los leucocitos heterófilos de otras especies. 

La función primordial de los leucocitos neutrófilos 
consiste en colaborar con los linfocitos para finalizar la 
respuesta inmunitaria (eliminando, por fagocitosis y di- 
gestión lisosómica) las bacterias y otros agentes infec- 
ciosos (o sus antígenos), que han activado dicha res- 
puesta. 


Figura 13.3. Leucocitos neutrófilos polimorfonucleares humanos con un núcleo polilobulado, gránulos primarios o azurófilos 
(flechas) y gránulos específicos (cabezas de flecha). X6000. 
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TABLA 13.1. 


Otro nombre 


DIMLCeu- STEFA 2 


T3, Leu-4 


T4, Leu-3 
T1, Lytl (ratón) 


T8, Leu-2, Lyt2 (ratón) 


LFA-1 
CR3 


CR4 


Lewis X 
FcyR-II 


LFA-1 y CR3 
IL-2R 


Tp44 
VLA 
FcyR-II 


CR1 


Pgp-1, Hermes 


T200, antígeno 
leucoc. común 


VLA 
I-CAM-3 
I-CAM-1 
IEA=3 


Selectinas E 
(ELAM-1), 
L (LAM-1) y P 


EGYR 


Lyb2 

B7-2 

B7-1 

Fas, APO-1 
I-CAM-2 
V-CAM-1 


IL-2R 


Tipos celulares 


Linfocitos T, células NK 


Linfocitos T 


Linfocitos Ty 
Linfocitos B1 y Ty 
Linfocitos Te 
Leucocitos 


Macrófagos, células NK, 
granulocitos 


Macrófagos, células NK, 
granulocitos 


Granulocitos 


Macrófagos, células NK, 
granulocitos 


Leucocitos 


Linfocitos B, linfocitos T 
activados, macrófagos 


Linfocitos T 
Muchos tipos celulares 


Macrófagos, linfocitos B, 
granulocitos 


Macrófagos, linfocitos B, 
granulocitos 


Linfocitos B 
Leucocitos, eritrocitos 


Leucocitos 


Muchos tipos celulares 
Leucocitos 

Muchos tipos celulares 
Leucocitos, c. epiteliales 


Leucocitos (L), células 
endoteliales (E y P) 
y plaquetas (P) 


Macrófagos 
Macrófagos 


Linfocitos B 


C. presentadoras de antígeno 


C. presentadoras de antígeno 


Muchos tipos celulares 
Leucocitos, c. endoteliales 


C. endoteliales, c. de la 
médula ósea, macrófagos, 
c. foliculares dendríticas 


Linfocitos B, linfocitos T 
activados, macrófagos 


Principales marcadores de superficie de células del sistema inmunitario. 


Componente 


Receptor de LFA-3. Aglutinación eritrocitos de carnero. 


Transmisión señal del complejo MHC-antígeno al receptor 
de los linfocitos T. 


Receptor del complejo MHC clase Il-antígeno. 
Ligando del CD72 (interacción linfocitos B y T). 
Receptor del complejo MHC clase I-antigeno. 
Cadena al de la integrina LFA-1. 


Cadena ol del receptor CR3 para el iC3b del complemento. 
Cadena ol del receptor CR4 para el iC3b del complemento. 


Carbohidrato que, sializado, es ligando de selectinas. 


Receptor Fcyk-III para el Fc de IgG. 


Cadena de los receptores para LFA-I y C3b. 


Cadena al del receptor para IL-2. 


Receptor para B7 de c. presentadoras de antigeno. 
Cadena fi, de la integrina VLA. 


Receptor Fcyk-II para el Fc de anticuerpos. 
Receptor CR1 para el C3b del complemento. 


Receptor para el ligando del CD40 de linfocitos Th. 
Receptor de asentamiento. 


Transducción de la señal al citoplasma. 


Cadenas o de la integrina VLA. 
Molécula de adhesión celular. 
Ligando del LFA-1. 

Ligando del CD2 (LFA-2). 


Adhesión del leucocito al endotelio. 


Receptor FcyR-I para el Fc de IgG. 

Antígeno específico de macrófagos. 

Ligando del CD5 (interacción linfocitos B y T). 
Ligando del CD28 y CTLA-4. 

Ligando del CD28 y CTLA-4. 

Inducción de la apoptosis. 

Ligando de la integrina LFA-1. 

Ligando de la integrina LVA-4. 


Cadena ß del receptor para IL-2. 


C: células; CD: marcadores de superficie celular (clusters of differentiation); LFA: antígenos de función linfocitaria. 
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Para acudir al foco de infección, estos leucocitos ex- 
presan en su superficie receptores que interaccionan se- 
cuencialmente con otros receptores de la superficie de 
las células endoteliales, entre las cuales deben pasar pa- 
ra salir de la sangre. En general, estos receptores se de- 
nominan moléculas de adhesión o de asentamiento (ho- 
ming) en los leucocitos y adresinas vasculares en las 
células endoteliales y se identifican por su reacción posi- 
tiva frente a algunos de los marcadores de antígenos de 
superficie de las células del sistema inmunitario, desig- 
nados con las siglas CD (clusters of differentiation) (Tabla 
13.1). El reclutamiento de los neutrófilos se produce del 
modo siguiente (Tabla 13.2): 


1. Detención. Se debe a la interacción de la selectina 
L de los leucocitos con sus receptores oligosacári- 
dos, presentes en moléculas CAM de las células 
endoteliales. La unión es débil e interrumpe la cir- 
culación del leucocito. 

2. Primera adhesión. Interacción de las integrinas LFA-1 
del leucocito con moléculas I-CAM de las células 
endoteliales. Esta unión es más fuerte y permite la 
adhesión del leucocito al endotelio. 

3. Adhesión reforzada. Interacción de las selectinas 
E y P (en los gránulos endoteliales, y la P también 
en las plaquetas) de las células endoteliales con la 
molécula CLA-1 del leucocito. 

4. Trasmigración (diapédesis). El paso de los leuco- 
citos a través del endotelio se realiza por la inter- 
acción homófila de las glucoproteínas PECAM-1 
(platelet endothelium cell adhesion molecule) en- 
tre ambos tipos celulares. 


Los neutrófilos son atraídos a las fuentes de infección 
(quimiotaxis) por quimioquinas, que son pequeñas pro- 
teínas, cargadas positivamente, que se unen a la superfi- 
cie de células endoteliales y a proteoglucanos con carga 
negativa de la matriz extracelular. Son segregadas por el 
tejido dañado, las células endoteliales y los macrófagos 
(véase Tabla 7.4). Entre estas sustancias se encuentran la 
IL-8 (segregada por macrófagos activados por las pro- 
pias bacterias a las que han destruido) y factores séricos, 


como algunos componentes del complemento y los pro- 
ductos resultantes de su desdoblamiento. También inter- 
viene la activación del factor XII de la coagulación san- 
guínea, que produce agentes quimiotácticos como la 
calicreína y el activador del plasminógeno. 

La fagocitosis de las bacterias tiene lugar mediante el 
proceso conocido como opsonización, denominación 
que procede de la descripción de la fagocitosis de las bac- 
terias en la bibliografía clásica, según la cual, para que 
las bacterias pudieran ser fagocitadas, deberían estar re- 
cubiertas por unas sustancias, a las que se llamó opsoni- 
nas, cuya naturaleza aún no se conocía. En realidad, es- 
tas sustancias son los anticuerpos (inmunoglobulinas) 
producidos por el organismo frente a los antígenos de la 
superficie bacteriana, a los cuales se unen. Al complejo 
antígeno-anticuerpo se une el complemento. Los neutró- 
filos, que poseen receptores de membrana para el frag- 
mento Fc de las inmunoglobulinas IgG e IgA y para el 
componente C3b del complemento, se unen a la superfi- 
cie bacteriana mediante estos receptores. De esta mane- 
ra, los anticuerpos y el complemento sirven como puente 
de unión entre las bacterias y los neutrófilos, favorecien- 
do su fagocitosis (véanse Figs. 13.15 y 13.23). 

El neutrófilo engulle el microorganismo cerrándose 
sobre él y forma un fagosoma, al que se unen primero 
los gránulos específicos y, más tarde, los azurófilos. La 
BPI activa la fosfolipasa, que degrada los fosfolípidos 
de la membrana bacteriana y aumenta su permeabili- 
dad. La lactoferrina sustrae a las bacterias el hierro que 
necesitan para crecer. Las defensinas generan com- 
puestos catiónicos bactericidas ricos en arginina y lisi- 
na, y la lisozima hidroliza el enlace entre el ácido N-ace- 
til murámico y la glucosamina de la pared bacteriana. 

Pero la destrucción de los organismos fagocitados 
se consigue sobre todo por mecanismos dependientes 
del Oz. La NADPH oxidasa citoplásmica se sitúa en la 
membrana del fagolisosoma y, dentro de éste, forman 
aniones superóxido (O7) que pasan a formar H20,. La 
peroxidasa hace reaccionar el H202 con ¡ones CI, for- 
mándose CIO”, que tiene capacidad bactericida. La ma- 
yor parte del H20; es eliminada por la catalasa. 


TABLA 13.2. Receptores de asentamiento y adresinas vasculares que intervienen en la extravasación de los leucocitos. 


Detención Selectina L (LAM-1, CD62L) L,N, M Glucoproteínas Gly-CAM-1, MadCAM-1 y CD34 


Primera adhesión Integrinas LFA-1 (0 PB; CDlla y CD18) M,N I-CAM-1 (CD54) 


y Mac-1 (amB>; CD11b y CD18) 


Primera adhesión — Integrina VLA-4 (0.4813 CD49d y CD29) E, L (GL), M  V-CAM-1 (CD106) 


Primera adhesión  Integrina LPAM-1 (0487; CD49d y CD) L (PP) MadCAM-1 


Adhesión reforzada CLA-1 (glucano de Lewis, CD15s) 


L, M, N Selectinas E (CD62E) y P (CD62P) 


Trasmigración PECAM-1 (CD31) Todos PECAM-1 (CD31) 


E: eosinófilos. GL: ganglio linfático. L: linfocitos. M: monocitos. N: neutrófilos. PP: placas de Peyer. 
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Al final, las hidrolasas lisosómicas de los gránulos 
azurófilos degradan las bacterias muertas. 

Muchos neutrófilos mueren por la acción bacteriana: 
la presión osmótica intralisosómica aumenta hasta que 
el lisosoma revienta produciendo la muerte celular. El 
contenido de los gránulos no sólo se vierte al exterior al 
morir el neutrófilo y destruirse su membrana plasmáti- 
ca; a veces también se vierte por exocitosis, al unirse 
los gránulos al fagosoma antes de que éste se cierre 
por completo. Este vertido contribuye a la muerte de 
otras células. La acumulación de leucocitos muertos, jun- 
to con restos celulares y bacterianos, forma el pus. 


LEUCOCITOS EOSINÓFILOS O ACIDÓFILOS 


Se hallan en todos los vertebrados aunque en propor- 
ción muy variable de unas especies a otras. Su aspecto 


es globular. Miden de 10 a 14 um. El núcleo es algo me- 
nos heterocromático que el de los neutrófilos y presenta 
un par de lóbulos unidos por un puente grueso, lo que le 
da un aspecto de gafas antiguas (véase Fig. 13.2.B). 

El citoplasma muestra los orgánulos habituales, como 
complejo de Golgi (situado junto con los centríolos entre 
ambos lóbulos nucleares), retículo endoplasmático rugo- 
so, ribosomas libres, mitocondrias, microtúbulos y mi- 
crofilamentos (Fig. 13.4.A). Hay además gránulos azurófi- 
los y gránulos específicos. Estos últimos son mucho más 
abundantes, se tiñen con colorantes ácidos (debido al 
contenido de arginina) y miden de 600 a 900 nm de diá- 
metro. Con el microscopio electrónico se observa que, 
en muchas especies, contienen una barra central consis- 
tente en varias láminas paralelas. Esta barra es muy no- 
table en roedores, en el gato y en el hombre (Fig. 13.4.B). 
Estos gránulos específicos contienen fosfatasa ácida, glu- 
curonidasa-B, peroxidasa, ribonucleasas, fosfolipasa, aril- 


A 


Figura 13.4. A: Leucocito eosinófilo humano. X15 000. B: Detalle de los gránulos. X30 000. C: Leucocito basófilo humano de 
médula ósea. Nótese el aspecto homogéneo de los gránulos. X15 000. 
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sulfatasa, histaminasa, catepsina y la proteína básica 
principal (similar a la BPI), que destruye parásitos. 

Muchos parásitos, como los helmintos, provocan la 
formación de anticuerpos IgE que, recubren su superfi- 
cie. Los eosinófilos, que poseen receptores para el frag- 
mento Fc de la IgE, se unen al parásito y lo eliminan 
mediante la secreción del contenido de sus gránulos. 
De ahí que el número de eosinófilos se incremente no- 
tablemente en estas infecciones. Se piensa que alguna 
de las enzimas de los gránulos es capaz de producir po- 
ros en la membrana de la célula diana, de modo similar 
al componente C9 del complemento (véase página 557) 
o a las células NK (véase página 568). 

Los eosinófilos no fagocitan bacterias, pero endoci- 
tan complejos antígeno-anticuerpo, evitando que estos 
complejos se unan al complemento y desencadenen 
una reacción tisular. También intervienen en fenómenos 
anafilácticos: los basófilos y las células cebadas liberan 
factores quimiotácticos que atraen a los eosinófilos, y 
éstos segregan histaminasa, que contrarresta los efec- 
tos inflamatorios de la histamina. 

Los eosinófilos también poseen receptores para los 
estrógenos que provocan la liberación del contenido 
de sus gránulos. La hidrocortisona de la glándula su- 
prarrenal induce una disminución del número de eosi- 
nófilos en la sangre. Se piensa que actúa inmovilizan- 
do la liberación de eosinófilos en la médula ósea. Se 
han observado variaciones circadianas en el número 
de eosinófilos. 


LEUCOCITOS BASÓFILOS 


No parece que estos leucocitos estén presentes en to- 
dos los vertebrados; de hecho, no se han descrito en al- 
gunos mamíferos como el ratón, la rata y el gato, aun- 
que estas especies no carecen de células cebadas (unas 
células muy similares a los leucocitos basófilos y de las 
que trataremos en este mismo capítulo) (véase página 
569). Realmente no se puede confirmar la completa au- 
sencia de leucocitos basófilos en estas especies, ya que 
en aquellas otras en las que sí se han observado, su nú- 
mero es muy escaso. 

Los leucocitos basófilos miden de 10 a 12 um, aunque 
en el conejo suelen alcanzar mayor tamaño. Su núcleo es 
menos heterocromático que el de los eosinófilos y es re- 
dondeado, de contorno algo irregular. Los gránulos tie- 
nen un diámetro de 600 nm y se tiñen con colorantes bá- 
sicos (véanse Figs. 13.2.C y 13.2.H). Con el microscopio 
electrónico, el aspecto de los gránulos varía de unos ma- 
miferos a otros: en el cobaya muestran una estructura fi- 
namente granular; en el hombre presentan un contenido 
homogéneo (Fig. 13.4.C). Los gránulos contienen: 


1. Proteoglucanos, principalmente condroitín sulfato 
y dermatán sulfato. Hay, además, algo de hepa- 
rán-sulfato. 

2. Histamina. Es un agente vasoconstrictor del múscu- 
lo liso de las arterias y los bronquios, por lo que 
produce asma. También es un vasodilatador de las 
vénulas poscapilares, por lo que causa edema. Este 
aumento de la permeabilidad de los vasos sanguí- 


neos favorece la salida de los neutrófilos hacia el lu- 
gar de la acción, así como la de anticuerpos y com- 
plemento. Su acción es rápida y transitoria. 

3. Serotonina. Se ha detectado en algunos mamife- 
ros, pero no en el hombre. Es también un agente 
vasoconstrictor del músculo liso de las arterias y 
vasodilatador de las vénulas. 

4. Factores quimiotácticos para los neutrófilos (NCF) 
y eosinófilos (ECF). 

5. Radicales libres del oxígeno: anión superóxido 
(O7), ¡ones hidroxilo (OH) y peróxido de hidróge- 
no (H202), 


Además, sintetizan y segregan otras sustancias no 
contenidas en los gránulos, entre las que se encuentran: 


1. Productos derivados del ácido araquidónico: leu- 
cotrieno C (sustancia de reacción lenta de la anafi- 
laxia), prostaglandinas y tromboxanos. Producen 
la contracción del músculo liso arterial y causan 
broncoconstricción (aunque su acción es más len- 
ta y sostenida que la producida por la histamina) 
y agregación plaquetaria. 

2. Factor de activación plaquetaria (PAF). Es un fos- 
foglicérido que causa agregación plaquetaria y li- 
beración de serotonina. 


Los basófilos intervienen en reacciones de anafilaxia 
ante ciertos antígenos denominados alergenos, que son 
sustancias químicas como pólenes y polvo unidas a pro- 
teínas. Como reacción frente a estos antígenos, los linfo- 
citos producen IgE, que se une a ellos. A su vez, los leu- 
cocitos basófilos se unen a la IgE mediante receptores de 
su superficie celular para el fragmento Fc de estas inmu- 
noglobulinas. Esta unión libera el contenido de los grá- 
nulos, lo que produce la reacción de anafilaxia. 

Los basófilos también colaboran con los neutrófilos. 
No son fagocíticos; simplemente endocitan complejos 
antígeno-anticuerpo en procesos de enlaces cruzados, 
lo que aumenta la concentración intracelular de Ca”, in- 
duciendo la liberación del contenido de los gránulos. 

Los leucocitos basófilos sólo pasan a los tejidos cuan- 
do son reclutados en algunos procesos inflamatorios. En 
su superficie presentan receptores de asentamiento (ho- 
ming), igual que otros leucocitos. Pueden aparecer en la 
dermis y participar en la llamada hipersensibilidad basó- 
fila subcutánea. La hidrocortisona los hace desaparecer 
de la sangre, al igual que con los eosinófilos. 


MONOCITOS 


Miden de 10 a 15 um. Son redondeados y tienen más ci- 
toplasma que los linfocitos. El núcleo es arriñonado y me- 
nos heterocromático que el de los linfocitos (véase Fig. 
13.2.D) y en su escotadura se sitúan el complejo de Golgi 
y los centríolos. Los monocitos poseen algunos gránulos 
azurófilos que contienen fosfatasa ácida (Fig. 13.5.A). 
Emigran de la sangre transformándose en macrófagos en 
los tejidos, tal como se explicará más adelante (véase pá- 
gina 569). 
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LINFOCITOS ñas, ribosomas, un complejo de Golgi pequeño y algo 

de retículo endoplasmático rugoso (Fig. 13.5.B). Junto a 
Son los leucocitos más pequeños. Miden unos 8 um estos linfocitos, que se denominan pequeños y son los 
(véase Fig. 13.2.E). Poseen un núcleo esférico hetero- más numerosos, hay otros de mayor tamaño, denomi- 
cromático, con nucléolo poco visible, y escaso citoplas- nados linfocitos medianos y grandes (véase Fig. 13.2.F) 
ma, en el que se observan algunas mitocondrias peque- que pueden alcanzar de 12 a 15 um y poseen un núcleo 


B > Ms 
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Figura 13.5. A: Monocito humano. X4500. B: Linfocito pequeño de sangre humana. X9000. C: Plaquetas en sangre humana. 
Se observan componentes del sistema de canales conectado con la superficie (estrella negra) y del sistema tubular (estrella 
transparente), gránulos a. (flechas) y gránulos con contenido muy denso (cabezas de flecha). X12 000. D: Trombocito de cai- 
mán. El citoplasma destaca por el abundante retículo endoplasmático liso (REL) y algunas vesículas con contenido denso (fle- 
cha). X3000. (Tomado de Moura WL, Oliveira LW, Egami MI. Rev. Chil. Anat., 1997; 15: 1-10.) 


de igual tamaño que el de los linfocitos pequeños pero 
menos heterocromático, y más cantidad de citoplasma, 
generalmente con más ribosomas libres y más retículo 
endoplasmático rugoso (véase Fig. 13.12.B). Su función 
es participar en la inmunidad. Por su importancia y el 
extenso tratamiento que merecen se les dedicará un 
apartado propio (véase página 547 y siguientes). 


PLAQUETAS 


Son componentes exclusivos de los mamíferos. Tienen 
forma biconvexa y contorno más bien oval. Miden unos 
3 um (véase Fig. 13.2.C). Son pequeños fragmentos del ci- 
toplasma de su célula precursora (megacariocito), rodea- 
dos de membrana, sin núcleo y con diversas granulaciones. 

Con el microscopio óptico se distinguen dos zonas 
en las plaquetas: el cromómero (zona central coloreada 
debido a la presencia de gránulos azurófilos) y el hialó- 
mero (zona periférica poco coloreada). Con el microsco- 
pio electrónico se distinguen los siguientes componen- 
tes (Figs. 13.5.C y 13.6): 


1. Glicocálix visible, similar a una lámina basal. 

2. Un anillo de microtúbulos que forman una banda 
marginal como en los eritrocitos de los vertebrados 
no mamíferos, y que mantiene la forma biconvexa. 

3. Vesículas de diverso tamaño que pueden agrupar- 
se en dos tipos: 


— Sistema de canales conectado con la superfi- 
cie. Son vesículas amplias, a veces en continui- 
dad con la membrana plasmática, lo que expli- 
ca que algunas aparezcan revestidas de un 
material como el glicocálix. 

— Sistema tubular de contenido denso. Son vesí- 
culas más pequeñas que las anteriores y que 
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Figura 13.6. Esquema de una plaqueta según Constanti- 
nides. 
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y 


posiblemente forman una red tubular; proba- 
blemente corresponden a fragmentos del com- 
plejo de Golgi. 


4. Gránulos diversos. Se clasifican en: 


— Gránulos a. Tienen un diámetro de 0.2-0.5 um 
y un contenido finamente granular. Pueden 
considerarse lisosomas, pues contienen fosfa- 
tasa ácida, glucuronidasa-B y catepsina. Ade- 
más, contienen diversos factores plaquetarios, 
muchos de ellos implicados en la coagulación 
sanguínea, como el factor plaquetario 3 (que 
causa la liberación de tromboplastina) y el 4 
(que neutraliza la heparina), el factor de Von 
Willebrand (glucoproteína que facilita la adhe- 
sión plaquetaria a la pared vascular), el factor 
de crecimiento derivado de las plaquetas (PDGF) 
y trombospondina (glucoproteína que intervie- 
ne en la agregación plaquetaria). 

— Gránulos de núcleo muy denso (gránulos A). 
Su tamaño es similar al de los gránulos a. El 
contenido no llena completamente la vesícula 
y suele ocupar una posición excéntrica. Contie- 
nen serotonina, ATP, ADP y Ca”. 


Otros componentes de las plaquetas son actina y 
miosina, glucógeno, ferritina y mitocondrias. No suele 
haber ribosomas. 

Las plaquetas intervienen en el mecanismo de la he- 
mostasia (coagulación). El proceso se desarrolla del 
modo siguiente: 


1. Se adhieren unas plaquetas a otras y a las superfi- 
cies, sobre todo la de las fibras colágenas, en pre- 
sencia de ADP obtenido de la degradación del ATP. 

2. Se libera la tromboplastina tisular (factor extrínse- 
co) de las células endoteliales por acción del fac- 
tor plaquetario 3. 

3. En presencia de Ca”, la tromboplastina, transfor- 
ma la protrombina de la sangre en trombina. 

4. La trombina convierte el fibrinógeno de la sangre 
en fibrina, que forma fibras con estriación periódi- 
ca de 25 nm. La fibrina constituye una trama que 
engloba a las plaquetas y los eritrocitos y forma 
un coágulo. Las plaquetas sufren extensos cam- 
bios y emiten prolongaciones que después se re- 
traerán produciendo la retracción del coágulo. 


TROMBOCITOS 


Son las células equivalentes a las plaquetas en los ver- 
tebrados no mamíferos. Pueden obtenerse por centrifu- 
gación de la sangre. Abajo quedan los eritrocitos, enci- 
ma los leucocitos y, encima del todo, los trombocitos. 

Los trombocitos son muy numerosos y siguen en 
número a los eritrocitos. Su forma es elíptica o redon- 
deada (véase Fig. 13.2.1). El núcleo varía de redondo a 
elíptico y, a menudo, muestra indentaciones, a veces 
profundas (véase Fig. 13.5.D). El citoplasma es amplio y 
contiene ribosomas libres y abundantes perfiles de retí- 
culo endoplasmático liso y vesículas. Además, hay grá- 
nulos redondeados u ovales, que son PAS positivos y 
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densos a los electrones. Con el tiempo, el citoplasma se 
va reduciendo y los gránulos van desapareciendo, has- 
ta el punto de que los trombocitos viejos muestran sólo 
una fina lengueta de citoplasma. 

Los trombocitos contienen enzimas similares a las 
de las plaquetas, con un mecanismo de coagulación si- 
milar al de la sangre de los mamíferos: acción de la 
tromboplastina sobre la protrombina que se transforma 
en trombina y convierte el fibrinógeno en fibrina. En la 
mayoría de los vertebrados, especialmente en los peces 
y las aves, los trombocitos son también fagocíticos. 


PLASMA SANGUÍNEO 


El plasma sanguíneo es un líquido que contiene diver- 
sos componentes. Los más destacables son las siguien- 
tes proteínas plasmáticas: 


1. Albúmina. Es la más abundante y la de menor 
peso molecular (59 kDa). Se sintetiza en el híga- 
do y mantiene la presión coloidosmótica de la 
sangre. 

2. Globulinas. Son un conjunto de proteínas de peso 
molecular muy variable (de 80 kDa a varios millo- 
nes). Las más importantes son: 


— Globulinas y. Entre ellas figuran las inmuno- 
globulinas o anticuerpos. 

— Globulinas B. Transportan hormonas, ¡ones me- 
tálicos y lípidos. Comprenden: 


e Transferrina. Transporta el hierro. 
» Ceruloplasmina. Transporta el cobre. 


3. Lipoproteínas del suero. Son lípidos unidos a prote- 
ínas denominadas apolipoproteínas, que los trans- 
portan. Se dividen en: 


— Quilomicrones. Su densidad (masa proteína/ma- 
sa lípido) es 1/100. Miden de 75 a 1200 nm y pe- 
san 50-1000 kDa. Contienen triglicéridos (grasas) 
unidos a apolipoproteínas A, B48, C y E. Se fabri- 
can en los enterocitos y van al hígado, tejido adi- 
poso y músculo. 

— Lipoproteínas de muy baja densidad (VLDL). 
Su densidad es 9/100. Miden de 30 a 80 nm y 
pesan 10-80 kDa. Contienen triglicéridos (75%) 
y ésteres de colesterol (25%) unidos a apoli- 
poproteínas B100, C y E. Transportan triglicé- 
ridos desde el hígado a los diversos tejidos. 

— Lipoproteínas de densidad intermedia (IDL). Su 
densidad es 15/100 y pesan 5-10 kDa. Contie- 
nen triglicéridos unidos a apolipoproteínas B100 
y E. Provienen de la transformación de VLDL 
en la sangre y se transforman en LDL. 

— Lipoproteínas de baja densidad (LDL). Su den- 
sidad es 25/100. Miden de 18 a 25 nm y pesan 
2-3 kDa. Contienen triglicéridos (12%) y ésteres 
de colesterol (88%) unidos a apolipoproteínas 
B100, C y E. Provienen de la transformación de 
la IDL en la sangre. Transportan colesterol al 
hígado y a muchos tejidos. Favorecen la hiper- 
colesterolemia. 


— Lipoproteínas de alta densidad (HDL). Su den- 
sidad es 90/100. Miden de 5 a 12 nm y pesan 
0.2-0.4 kDa. Contienen triglicéridos (11%) y és- 
teres de colesterol (89%) unidos a apolipopro- 
teínas A y C. Eliminan el colesterol de los teji- 
dos y lo transportan al hígado, a los tejidos 
que producen hormonas esteroideas y a otras 
lipoproteínas. Compiten con la LDL y protegen 
frente a la hipercolesterolemia. 


4. Fibrinógeno. Es una proteína sintetizada en el hí- 
gado que forma moléculas grandes y asimétricas 
de 330 kDa de peso molecular. Interviene en la 
coagulación de la sangre. 

5. Protrombina. Interviene en la coagulación junto 
con el fibrinógeno. 

6. Sistema del complemento. Produce reacciones en 
cascada que contribuyen a la destrucción de mi- 
croorganismos invasores. 

7. Vitronectina. Se sintetiza en el hígado. Se une a 
los componentes del complemento C5-C9, que 
forman el complejo de ataque a las membranas, 
para inhibir su acción. También interviene en la 
regulación de la coagulación debido a su afinidad 
por la heparina, el plasminógeno, el inhibidor del 
activador del plasminógeno y los complejos trom- 
bina-antitrombina. 


CONCEPTO. LOCALIZACIÓN. REGULACIÓN 


El término hematopoyesis o hemopoyesis significa for- 
mación de las células sanguíneas. La hemopoyesis de 
los invertebrados es poco conocida; los hemocitos pue- 
den formarse en los vasos sanguíneos y en la cavidad 
celómica. En los vertebrados inferiores es frecuente en- 
contrar hemopoyesis en algunos órganos como el bazo, 
el riñón (peces teleósteos, urodelos primitivos como 
Proteus y Necturus y larvas de anuros) e incluso en el 
hígado (en anuros primitivos como Xenopus). En mu- 
chos anfibios (p. ej., en los urodelos más evolucionados 
como Plethodontidae y en la mayoría de los anuros), 
reptiles y aves, la hemopoyesis embrionaria se inicia en 
algunos de esos órganos mencionados, pero después 
se traslada a la médula ósea. En los vertebrados no ma- 
miferos los eritrocitos pueden formarse también en la 
sangre circulante. 

La hemopoyesis de mamíferos es la mejor estudia- 
da. Las células sanguíneas aparecen por primera vez en 
el mesénquima del pedículo alantoideo y en las proxi- 
midades del saco vitelino durante el desarrollo embrio- 
nario. En el ser humano, esto ocurre en la tercera semana 
del desarrollo; a las seis semanas son centros hemopoyé- 
ticos el hígado y bazo. En el período fetal, la hemopoyesis 
se traslada a la médula ósea roja, donde continúa durante 
toda la vida. En condiciones patológicas, el bazo del indi- 
viduo adulto puede recuperar su capacidad hemopoyéti- 
ca y, además, puede producirse una hemopoyesis ectópi- 
ca en zonas diversas (metaplasia mieloide). 
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La médula ósea roja se encuentra en el diploe de los En la médula roja se forman todas las células sangui- 
huesos planos (bóveda craneal, costillas, esternón y neas (eritrocitos, plaquetas, leucocitos con gránulos y 
cresta ilíaca), así como en el hueso esponjoso de los sin gránulos) (Figs. 13.7 y 13.8), aunque los linfocitos, 
huesos cortos y en los extremos de los huesos largos. además de formarse en la médula roja, se originan tam- 
En el hombre supone el 4% del peso corporal. La médu- bién en los tejidos linfoides. 
la localizada en el resto de los huesos (diáfisis de los El término mielopoyesis (de médula) designa la for- 
huesos largos) es amarilla (contiene abundante grasa) y mación de todos los leucocitos no linfoides, si bien al- 
ha perdido su capacidad hemopoyética. gunos autores restringen su uso a los granulocitos. Al 
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Figura 13.7. Esquema de la hemopoyesis. 
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Figura 13.8. A-C: Diversos tipos de células hematopoyéticas en la médula ósea humana. E: elementos de la serie eritrocítica. 
G: serie granulocítica. M: serie monocítica. P: serie megacariocítica-plaquetaria. X4000. D: Célula indiferenciada con caracterís- 
ticas de posible célula precursora hemopoyética. X8000. 
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hablar de mielopoyesis se puede distinguir entre granulo- 
poyesis (formación de leucocitos con gránulos) y mo- 
nopoyesis (formación de monocitos). Para la formación 
de los eritrocitos, plaquetas y linfocitos, se usan los tér- 
minos eritropoyesis, trombopoyesis y linfopoyesis, res- 
pectivamente (Fig. 13.7). 

La hemopoyesis es controlada por determinados 
factores que estimulan o frenan la producción de algu- 
no o varios tipos de células sanguíneas. Así, un bajo nú- 
mero de eritrocitos o la escasez de oxígeno promueven 
la formación de nuevos eritrocitos; la presencia de un 
parásito incrementa el número de leucocitos eosinófi- 
los; la infección bacteriana produce una reacción inmu- 
nitaria con proliferación de linfocitos y otros leucocitos, 
etcétera. Estas señales llegan a las células madre san- 
guíneas a través de muchas glucoproteínas, de algunas 
decenas de kDa, a las que se denomina factores estimu- 
ladores de colonias (CSF) (véase Tabla 7.4). Estas sus- 
tancias actúan en bajas concentraciones (10? M) unién- 
dose a receptores específicos de la superficie celular de 
las células madre hemopoyéticas. Algunos de esos recep- 
tores, como los del factor estimulador de las colonias 
de células (SCF) y los del factor estimulador de los mono- 
citos (M-CSF), son proteínas transmembranosas tirosina 
quinasa. Otros receptores, como los de la eritropoyetina, 
los del factor estimulador de los granulocitos (G-CSF) y 
los del factor estimulador de los granulocitos y monoci- 
tos (GM-CSF), pertenecen a la amplia familia de los re- 
ceptores de citoquinas. 

Además de los CSF en sentido estricto hay otras cito- 
quinas que, entre otras funciones, también actúan como 
factores estimuladores de colonias. Las más importantes 
son las interleuquinas (IL), que son péptidos de algunos 
kDa segregados por diversos tipos celulares como fibro- 
blastos, macrófagos, células cebadas, leucocitos y célu- 
las endoteliales; su receptor es también de la familia de 
las citoquinas. Además de mediar en las relaciones entre 
leucocitos, como sugiere su nombre, también actúan so- 
bre precursores de las células sanguíneas y sobre otros 
tipos celulares muy diversos (véase Tabla 7.5). 


MÉDULA ÓSEA ROJA 


En la denominación «médula ósea roja» el calificativo 
«roja» se refiere al color que confieren al tejido mieloi- 
de los eritrocitos, que son el elemento forme más abun- 
dante de la sangre y, por tanto, de la médula. En el re- 
cién nacido la médula de todos los huesos es roja. 
Desde los 7 hasta los 18 años se va formando grasa en 
los huesos largos. 

La médula ósea está formada por un tejido conjunti- 
vo reticular con sinusoides sanguíneos, y ocupa las ca- 
vidades entre las trabéculas de hueso esponjoso (véase 
Fig. 14.34.A). Contiene las siguientes células: 


1. Células endoteliales. Tapizan los sinusoides san- 
guíneos. Forman un endotelio continuo que po- 
see una lámina basal discontinua. 

2. Células reticulares. Muestran un aspecto estrella- 
do. Son las células características del tejido con- 
juntivo reticular y fabrican las fibras reticulares del 


conjuntivo medular. Se disponen por fuera de la 
lámina basal de los sinusoides, por lo que se de- 
nominan células reticulares periadventiciales. Cu- 
bren un 60% del endotelio y se ramifican en el es- 
troma de la médula. 

3. Macrófagos libres. Se distribuyen por toda la mé- 
dula. 

4. Células asimiladas a los macrófagos. Están pre- 
sentes en los órganos linfoides e intervienen en la 
respuesta inmunitaria. 

5. Células adiposas (adipocitos). 

6. Células osteógenas. Revisten el hueso e intervie- 
nen en su remodelación. 

7. Células hemáticas. Varían desde los precursores o 
células madre hasta las células sanguíneas diferen- 
ciadas (Fig. 13.8). Éstas pasan a la circulación por 
hendiduras que se abren en el endotelio (no por los 
espacios intercelulares). 


CÉLULAS HEMOPOYÉTICAS 


Antiguamente se pensaba que todas las células sanguí- 
neas derivaban de células endoteliales o reticulares de la 
médula. Con el tiempo surgieron pruebas de que las célu- 
las sanguíneas tienen células precursoras propias. Para 
llegar a esta conclusión se realizaron multitud de experi- 
mentos. Así, en 1962 McCulloc y Till destruyeron las célu- 
las sanguíneas y hemopoyéticas de ratones mediante ra- 
diación y, al transfundir células de la médula de un ratón 
normal a los ratones radiados, observaron que en el bazo 
de éstos aparecían pequeños nódulos, correspondientes 
a colonias de granulocitos, eritrocitos o megacariocitos 
(colonias esplénicas). Trentin y Fahlberg (1962) demostra- 
ron que, a su vez, las células de estas colonias esplénicas 
transfundidas a otros ratones radiados repoblaban los te- 
jidos hemopoyéticos de éstos, produciendo todos los ti- 
pos de células sanguíneas, incluso linfocitos. Estos resul- 
tados llevaron a la conclusión de que en la médula ósea 
existen células con potencialidad para originar todos los 
tipos de células sanguíneas, incluso linfocitos. 

Durante algún tiempo se discutió si cada tipo de célula 
sanguínea tiene su propia célula precursora (teoría polifi- 
lética) o si había un precursor común a todos los tipos 
(teoría monofilética). Esta última hipótesis se impuso 
cuando se demostró que un sólo tipo de célula madre era 
capaz de originar todos los tipos de células sanguíneas. 
Becker, McCulloc y Till repoblaron la médula de ratones 
radiados, pero radiaron también ligeramente la médula 
del ratón donante, de modo que se produjesen algunas 
anomalías cromosómicas no letales en las células que 
iban a ser transfundidas. Estas anomalías sirvieron de 
marcadores celulares. De este modo, se comprobó que 
un tipo celular, reconocible por su marca cromosómica, 
al ser trasplantado de la médula de un ratón a la médula 
radiada de otro ratón, era capaz de producir en este últi- 
mo todos los tipos de células sanguíneas. 

El siguiente paso fue identificar y aislar esta célula 
madre pluripotencial de todos los tipos de células san- 
guíneas, a la que se denominó hemocitoblasto, unidad 
formadora de colonias o célula formadora de colonias 
(CFC) (véase Fig. 13.7). Se pensaba que esta célula sería 
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de gran tamaño (mayor que las restantes células hemo- 
poyéticas descendientes de ella), con núcleo claro sin 
indentaciones y citoplasma indiferenciado, ya que en la 
secuencia celular que conduce a la formación de cada 
célula sanguínea, cada tipo celular de la serie va dismi- 
nuyendo de tamaño y diferenciándose progresivamen- 
te a medida que se acerca a la célula final. Para identifi- 
car esta célula, Van Bekum y cols. trataron la médula 
ósea con vincristina, que detiene las mitosis, e hicieron 
desaparecer casi todas las células hemopoyéticas, con 
lo que prácticamente sólo quedaron las células progeni- 
toras. Con el microscopio electrónico encontraron que 
la célula considerada CFC no reunía las características 
morfológicas mencionadas. Por el contrario, esta célula 
era muy pequeña, del tamaño de un linfocito pequeño 
pero con núcleo y citoplasma más claros, carecía de re- 
tículo endoplasmático rugoso, de complejo de Golgi y 
de lisosomas, y poseía ribosomas abundantes y mito- 
condrias numerosas (Fig. 13.8.D). 

Esta célula no es muy abundante en la médula; su 
proporción supondría, dentro de un amplio margen de 
error, el 1 por 1000 de las células. También se han de- 
tectado algunas CFC en la sangre, lo que indica que hay 
cierto transporte de células precursoras hacia zonas 
donde se puede producir hemopoyesis ectópica. La CFC 
se origina en el saco vitelino. Si a un embrión se le ex- 
tirpa el saco vitelino, no desarrolla células sanguíneas. 
Metcalf y Moore consiguieron repoblar los tejidos he- 
mopoyéticos de un ratón irradiado con células del saco 
vitelino de un embrión de ratón. 


ERITROPOYESIS 


La CFC es estimulada por la IL-3 y da lugar a una célula 
morfológicamente muy similar a su progenitora, pero 
ya determinada a la producción únicamente de eritroci- 
tos: la célula explosiva formadora de eritrocitos (E-BFC: 
erytrocyte-burst-forming cell). Esta prolifera por mitosis 
originando varias generaciones de E-BFC. Cada una de 
estas células puede ser ahora estimulada por la eritro- 
poyetina para dividirse y originar un nuevo tipo celular: 
la célula formadora de colonias eritrociticas (E-CFC), de 
aspecto muy similar al de las células madre anteriores 
(véase Fig. 13.7). La E-CFC origina por mitosis un tipo 
celular claramente identificable: el proeritroblasto, de 
citoplasma moderadamente basófilo. Mide unos 15 um 
y presenta un núcleo de cromatina laxa con uno o dos 
nucléolos desarrollados, ribosomas libres, algo de retí- 
culo endoplasmático rugoso, escaso complejo de Golgi 
y haces de microtúbulos (Fig. 13.9.A). Por mitosis origi- 
na el siguiente tipo celular de la serie: el eritroblasto. 

El eritroblasto se denomina primero eritroblasto ba- 
sófilo (Fig. 13.9.B). Es de menor tamaño (unos 12 um) y 
tiene una cromatina más condensada que el proeritro- 
blasto. Su citoplasma es muy basófilo, debido a que 
contiene abundantes ribosomas que sintetizan la pro- 
teína hemoglobina. El retículo endoplasmático rugoso 
sigue siendo escaso. Esta célula realiza una activa pino- 
citosis de ferritina (proteína unida al hierro), capturando 
así el hierro para la hemoglobina. El glicocálix intervie- 
ne en la selectividad de la incorporación de ferritina. 


Cuando la síntesis de hemoglobina alcanza cierto ni- 
vel, el eritroblasto basófilo se convierte en eritroblasto 
policromatófilo (Fig. 13.9.C). Como la hemoglobina es 
acidófila, al acumularse va enmascarando la basofilia 
de los ribosomas; de ahí que, con el microscopio ópti- 
co, la coloración de este eritroblasto sea entre acidófila 
y basófila. El núcleo es más pequeño y con cromatina 
más condensada que el del eritroblasto basófilo. 

Cuando la hemoglobina es muy abundante y los ribo- 
somas van desapareciendo (pues no se necesita más sín- 
tesis de hemoglobina), el eritroblasto policromatófilo se 
transforma en el normoblasto o eritroblasto ortocromáti- 
co (Fig. 13.9.D), cuyo citoplasma es intensamente acidó- 
filo. El núcleo se hace muy pequeño y picnótico, pues de- 
ja de ser funcional, y terminará por ser expulsado. Cuando 
esto ocurre, el núcleo sale de la célula rodeado de una 
pequeña franja de citoplasma y es fagocitado por macró- 
fagos. Esta célula enucleada se denomina reticulocito o 
eritrocito inmaduro. Permanece uno o dos días en la mé- 
dula ósea, donde pierde los restos de material basófilo 
(ribosomas) antes de entrar en la circulación sanguínea 
transformada ya en un eritrocito. Puede ocurrir que algu- 
nos reticulocitos pasen prematuramente a la circulación. 

La eritropoyesis en los vertebrados no mamíferos si- 
gue los mismos pasos que en los mamíferos, excepto 
que el normoblasto no expulsa el núcleo, por lo que 
constituirá un eritrocito nucleado. 

La eritropoyesis dura una semana aproximadamen- 
te. Los eritrocitos circulan por la sangre unos 120 días. 
Después son destruidos por macrófagos del bazo, híga- 
do y médula ósea. La hemoglobina se degrada y forma 
hemosiderina (que contiene el hierro) y hematoidina 
(sin hierro). Esta última se degrada a bilirrubina, que se 
oxida a biliverdina (pigmento biliar). El hierro es trans- 
portado por la sangre mediante la transferrina hasta lle- 
gar la médula ósea, donde es captado por los macrófa- 
gos, que lo almacenan, unido a otra proteína, como 
ferritina. Los macrófagos actúan como células nodrizas 
que ceden el hierro a los eritroblastos. 

Diariamente pasan al plasma 30 mg de hierro unidos 
a la transferrina; de esos 30 mg, 20 mg provienen de la 
destrucción de 20 mL de eritrocitos y sirven para fabricar 
20 mL de nuevos eritrocitos; 9 mg proceden de depósitos 
de ferritina y hemosiderina, y 1 mg del hierro es absorbi- 
do con el alimento y reemplaza el miligramo perdido en 
excreciones y descamación de la piel y el intestino. 


TROMBOPOYESIS 
Formación de las plaquetas 


De la CFC desciende también la célula formadora de co- 
lonias de megacariocitos (Meg-CFC). Esta célula origina 
el promegacariocito, que mide unos 25 um de diámetro. 
El promegacariocito posee un núcleo ovalado o esféri- 
co; su citoplasma es ligeramente basófilo y contiene los 
orgánulos habituales. 

Tras sufrir varias endomitosis sin citocinesis, el prome- 
gacariocito da lugar a una célula gigante (de 40 a 100 um): 
el megacariocito (Fig. 13.10.A), que tiene un núcleo gigan- 
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Figura 13.9. Serie eritrocítica. Nótese la progresiva condensación de la cromatina con el avance de la diferenciación. 


A: Proeritroblasto con algunas cisternas de retículo endoplasmático rugoso (flechas). X4000. B: Eritroblasto basófilo con 
abundantes ribosomas libres (R) y complejo de Golgi (g) desarrollado. X8000. C: Eritroblasto policromatófilo en el que ya no 


se observan los ribosomas. X6000. D: Normoblasto que ha expulsado el núcleo (N) para convertirse en un eritrocito (E). 
X8000. 


y 
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te, poliploide, muy irregular y lobulado. Alrededor del nú- 
cleo se encuentran un complejo de Golgi, retículo endo- 
plasmático rugoso, ribosomas y gránulos. El citoplasma 
externo a esta zona dará origen a las plaquetas, y se carac- 
teriza por la presencia de abundante retículo endoplasmá- 
tico liso (Fig. 13.10.B). 

Con el microscopio óptico, Wright demostró que el 
megacariocito formaba las plaquetas cuando, tras haber 
coloreado su citoplasma con azul de metileno, comprobó 
que las plaquetas quedaban teñidas con este colorante. 
Con el microscopio electrónico, Yamada (1955) observó 
cómo el retículo endoplasmático liso del megacariocito 
forma vesículas aplanadas que se alinean unas junto a 
otras. La unión de estas vesículas origina un sistema de 
canales (canales de demarcación), los cuales, al confluir, 
separan la célula en fragmentos (Fig. 13.10.C). El núcleo 
se pierde. Para algunos autores estos canales no provie- 


nen del retículo endoplasmático liso sino, de invagina- 
ciones de la membrana plasmática. El hecho de que la fe- 
rritina penetre desde el exterior de la célula al interior de 
los canales apoya esta segunda hipótesis. 

La mayoría de las plaquetas se forman y degeneran 
en la médula ósea, pero algunos megacariocitos pue- 
den ir por la sangre al pulmón y formar allí plaquetas. 
Viven unos 10 días. 


Formación de trombocitos 


No se conoce bien cómo se forman los trombocitos de 
los vertebrados no mamíferos. Es posible que, como las 
demás células sanguíneas, tengan su propio precursor, 
y que también se originen a partir de la CFC; en cual- 
quier caso, no hay pruebas concluyentes de ello. 


' 
a 

P 
| 


Dyas 
; Bet > 


we 


* 
EEN A 


Figura 13.10. A: Megacariocito en el que se observa un núcleo gigante lobulado (N) y un sistema de túbulos muy desarrolla- 
do que dará lugar a los canales de demarcación (ST) en el citoplasma. X2500. B: Detalle de ese megacariocito en el que se apre- 
cia el sistema de túbulos (ST), gránulos o (flechas) y gránulos de un contenido denso que no llena la vesícula (cabezas de fle- 
cha). X9000. C: Megacariocito próximo a su fragmentación, en cuyo interior se aprecian individualizadas las plaquetas (flechas). 
N: núcleo. X3000. (Tomado de Rhodin JAG: Histology, New York, Oxford University Press, 1974.) 
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GRANULOPOYESIS 
Diferenciación de los leucocitos neutrófilos 


Una célula descendiente de la CFC y morfológicamente 
similar a ella, denominada célula formadora de colonias 
gránulo-monocíticas (GM-CFC), inicia la línea celular 
que da origen tanto a los neutrófilos como a los mono- 
citos. Este origen común se basa en la existencia de: 
a) un factor estimulador de las colonias de granulocitos 
y monocitos (GM-CSF) que estimula la producción de 
ambos tipos celulares; y b) un tipo de leucemia, llama- 
da mielo-monocítica, en la que los monocitos y la gra- 
nulocitos se vuelven tumorales simultámeamente. 

Si la GM-CFC es estimulada por el G-CSF (factor esti- 
mulador de la formación de colonias de granulocitos) 
da lugar al mieloblasto. Esta célula es pequeña y sin 
gránulos, y posee un nucléolo prominente. Puede ser 
identificada con un cierto margen de error por la escasez 
de elementos característicos (Fig. 13.11.A). 

Por mitosis, el mieloblasto origina el primer elemento 
claramente identificable de la serie: el promielocito. El 
promielocito temprano es una célula poco diferenciada 
con núcleo claro, redondo y algo indentado, y cuyo cito- 
plasma contiene algunos gránulos azurófilos grandes y 
pocos orgánulos, sobre todo retículo endoplasmático ru- 
goso (Fig. 13.11.B). El promielocito tardío tiene mayor ta- 
maño y mayor número de gránulos (Fig. 13.11.C). Apro- 
ximadamente a los 7.5 días da lugar, por mitosis, al 
siguiente tipo celular: el mielocito. 

El mielocito es una célula algo menor que el promie- 
locito, con núcleo algo más condensado e indentado 
(Fig. 13.11.D). En él se distinguen ya los dos tipos de 
gránulos: azurófilos y específicos. 

El mielocito origina el metamielocito al cabo de 6.5 días. 
Esta célula muestra un núcleo más condensado y curva- 
do, que se conoce con el nombre de núcleo en banda o 
cayado y es propio de los neutrófilos juveniles. En el cito- 
plasma el número de gránulos de ambos tipos aumenta 
(Fig. 13.11.E). Ya no hay mitosis, y el metamielocito 
muestra un núcleo cada vez más lobulado y mayor nú- 
mero de gránulos, hasta configurar el neutrófilo adulto. 

La formación de los leucocitos neutrófilos en la mé- 
dula dura unos 10 días. Los neutrófilos entran después 
en la sangre, donde permanecen de 8 a 12 horas. De allí 
pasan al tejido conjuntivo, donde permanecen unos 
cuantos días y luego mueren. Un pequeño número pue- 
de morir en el torrente sanguíneo. Durante la estancia 
de los leucocitos neutrófilos en la sangre, unos circulan 
por ella con gran rapidez, pero otros se acumulan junto 
a los endotelios formando depósitos marginales que se 
movilizan cuando es necesario. 


Diferenciación de los leucocitos eosinófilos y 
basófilos 


Hace algún tiempo se pensaba que la GM-CFC, además 
de monocitos, originaba los tres tipos de granulocitos 
(de ahí el nombre), cuyas células precursoras sólo co- 
menzaban a distinguirse a partir del mielocito. Hoy se 


asume que sólo los neutrófilos (heterófilos en otras es- 
pecies) provienen de la GM-CFC, mientras que los otros 
dos tipos de granulocitos tendría su propia célula precur- 
sora derivada de la CFC pluripotencial: la célula formado- 
ra de colonias de eosinófilos (Eos-CFC) y la célula forma- 
dora de colonias de basófilos (Bas-CFC) (véase Fig. 13.7). 
La formación de ambos tipos de CFC es estimulada por 
la IL-5. Es difícil determinar si el factor G-CSF sólo esti- 
mula la formación de la GM-CFC o también la de Eos- 
CFC y Bas-CFC, ya que los leucocitos eosinófilos y basó- 
filos se hallan en proporciones muy pequeñas. 

En ambas series (eosinófilos y basófilos) el mielo- 
blasto y promielocito son morfológicamente indistin- 
guibles de las células del mismo nombre presentes en 
la serie de los neutrófilos. El tipo de leucocito al que da- 
rán lugar esas células sólo se puede identificar por los 
tipos de gránulos observados, con cierta dificultad en el 
mielocito y con toda seguridad en el metamielocito. 

El metamielocito eosinófilo presenta un núcleo hen- 
dido que se bilobula claramente para formar el núcleo 
definitivo del leucocito eosinófilo. La cromatina se con- 
densa, aunque no tan intensamente como en los neu- 
trófilos. El núcleo del metamielocito basófilo sufre me- 
nos cambios. Aparecen constricciones irregulares y la 
cromatina se condensa poco. 

Al igual que los neutrófilos, los leucocitos eosinófi- 
los y basófilos están algunas horas en la sangre y unos 
días en los tejidos donde mueren. 

La semejanza de los leucocitos basófilos con las célu- 
las cebadas o mastocitos llevó a pensar que estas células 
eran los leucocitos basófilos que abandonaban la sangre 
y pasaban al tejido conjuntivo. Sin embargo, se trata de 
dos tipos celulares diferentes, aunque ambos parecen 
originarse en la médula ósea a partir de una célula pre- 
cursora común. 


MONOPOYESIS 


Como se explicó antes, los monocitos provienen de la 
misma célula precursora que da origen a los leucocitos 
neutrófilos: la GM-CFC (véase Fig. 13.7). 

Esta célula, cuando es estimulada por el M-CSF, ori- 
gina por mitosis el monoblasto, que es de tamaño algo 
mayor que el monocito, con un núcleo más claro y me- 
nos arriñonado y de contorno irregular o algo plegado. 
En el citoplasma destaca el complejo de Golgi y apenas 
se ven algunos lisosomas (Fig. 13.12.A). No está claro si 
el monoblasto es susceptible de división antes de dife- 
renciarse en el monocito típico. 

Los monocitos se liberan a la sangre, permanecen allí 
entre 8 y 12 horas y después se transforman en macrófa- 
gos. Este proceso tiene lugar en la sangre (en áreas de 
flujo lento), en el peritoneo o en las cavidades viscerales 
relacionadas con el tejido conjuntivo, donde se acumu- 
lan. Desde estas cavidades entran en vasos linfáticos, 
por donde alcanzan la sangre, y de ahí se distribuyen por 
todo el organismo, saliendo de la sangre al tejido con- 
juntivo, donde son activados. Allí, a diferencia de los gra- 
nulocitos, pueden sobrevivir meses o años. 
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Figura 13.11. Serie granulocítica. A: Mieloblasto. X8000. B: Promielocito temprano con algunos gránulos azurófilos. El nú- 
cleo es de contorno regular y la cromatina está poco condensada. X3000. C: Promielocito tardío con núcleo indentado (estrella) 
y mayor número de gránulos azurófilos. X3000. D: Mielocito neutrófilo con la cromatina más condensada. En el citoplasma hay 
gránulos azurófilos (flechas) y específicos (cabeza de flecha). X6000. E: Metamielocito neutrófilo. El núcleo está adquiriendo la 
lobulación típica del leucocito neutrófilo. El citoplasma contiene abundantes gránulos azurófilos (flechas) y específicos (cabe- 
zas de flecha). X6000. 
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Figura 13.12. A: Monoblasto con núcleo indentado y de contorno algo irregular y cromatina poco condensada. El citoplasma 
contiene algunos gránulos lisosómicos (flecha). X7000. B: Linfoblastos de médula ósea humana. X5000. 


LINFOPOYESIS 


De la CFC deriva, por mitosis, el linfoblasto (Fig. 13.12.B). 
Esta célula no sólo se encuentra en la médula ósea, sino 
también en los denominados órganos linfoides centrales. 
Partiendo de la existencia de dos tipos de linfocitos (B y T), 
se admite que hay dos tipos de linfoblastos (B y T) (véase 
Fig. 13.7). El linfoblasto (B o T) es un poco más grande que 


el linfocito pequeño, y el cociente citoplasma/núcleo es 
también mayor. El citoplasma es más basófilo y la cromati- 
na menos condensada. Estos linfoblastos no se distinguen 
morfológicamente de las células denominadas inmuno- 
blastos (B o T), que se forman a partir de los linfocitos co- 
mo respuesta frente a la estimulación antigénica. De la for- 
mación de los linfocitos, así como de sus tipos, destino y 
función se tratará a continuación. 


BASE CELULAR DE LA RESPUESTA INMUNITARIA 


En los invertebrados y cordados no vertebrados, la de- 
fensa frente a los organismos invasores está mediada 
por los mecanismos de inmunidad natural, esto es, por 
las células fagocíticas y las moléculas circulantes. Estas 
moléculas son de dos tipos: proteínas semejantes a las 
lectinas, que se unen a los hidratos de carbono de los 
microorganismos para producir la lisis de éstos, y facto- 
res antimicrobianos similares a la lisozima. Además, en 


algunos invertebrados los fagocitos segregan moléculas 
del tipo citoquinas. Se ha demostrado que algunos in- 
vertebrados como las esponjas, las lombrices y los equi- 
nodermos pueden rechazar trasplantes; el rechazo lo 
producen fagocitos y no hay memoria frente al injerto. 

En los vertebrados, este sistema defensivo se mantie- 
ne sólo en los agnatos. En los demás vertebrados, la de- 
fensa ante las invasiones de microorganismos se lleva a 
cabo mediante la inmunidad específica o sistema inmu- 
nitario, que presenta las características de discriminación 
entre lo propio y ajeno, memoria y capacidad de autóli- 
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sis. El sistema inmunitario comprende las células linfoi- 
des (linfocitos) (véase Fig. 13.5.B) y otras células relacio- 
nadas que se extienden por los órganos linfoides y por 
los tejidos conjuntivos. Los linfocitos tienen la capacidad 
de reconocer antígenos, es decir, macromoléculas de vi- 
rus, bacterias o de la superficie de células que tengan pa- 
trones químicos diferentes de los componentes de ese 
organismo individual, y de establecer la respuesta inmu- 
nitaria. 

Se entiende por término antígeno cualquier material 


que 


presente una configuración superficial capaz de 


provocar una respuesta inmunitaria. Sin embargo, se- 


gún 


una definición más precisa antígeno es cualquier 


sustancia que pueda unirse específicamente a un anti- 
cuerpo (ya que hay muchas sustancias que provocan 


una 
ción 


respuesta inmunitaria pero no inducen la forma- 
de anticuerpos). La mayoría de las proteínas y gran 


parte de los polisacáridos pueden actuar como antíge- 


nos. 


La destrucción de los antígenos comprende dos 


sistemas diferentes: 


1 


. Inmunidad celular o inmunidad mediada por célu- 


las. Es desencadenada por trasplantes de tejidos 
extraños, aplicación de agentes químicos sensibili- 
zantes de la piel (hipersensibilidad), virus o infec- 
ciones bacterianas facultativas intracelulares, co- 
mo la infección por Mycobacterium tuberculosis. 
En estos casos se activa una de las dos clases de 
linfocitos, los linfocitos T (o simplemente células 
T), que se transforman en inmunoblastos T, los 
cuales producen clones de células de dos tipos: a) 
linfocitos T efectores, que matan a las células ex- 


trañas, directamente mediante la liberación de /in- 
foquinas (sustancias que actúan provocando la ac- 
ción de los macrófagos, granulocitos y otros linfo- 
citos); y b) linfocitos T con memoria programados 
para una segunda exposición frente a ese antígeno 
(Fig. 13.13). Los linfocitos T también ayudan a la 
otra clase de linfocitos (linfocitos B) en el segundo 
tipo de respuesta inmunitaria. 

2. Inmunidad humoral. Está provocada por múltiples 
antígenos, como los antígenos bacterianos y de 
otros microorganismos, que activan la otra clase 
de linfocitos: los linfocitos B (o células B) que, con 
ayuda de los linfocitos T, se transforman primero 
en inmunoblastos B, los cuales producen clones 
de células de dos tipos: a) células plasmáticas se- 
cretoras de anticuerpos (inmunoglobulinas), que 
se combinan específicamente con los antígenos 
anulando sus efectos, y b) clones de linfocitos B 
con memoria programados para una segunda ex- 
posición ante ese antígeno (Fig. 13.14). 


Además de los linfocitos, en la inmunidad intervienen 
otras células. Entre ellas figuran los leucocitos neutrófi- 
los, eosinófilos y basófilos, que ya se han explicado, y 
otros tipos celulares de los que trataremos detenidamen- 
te más adelante, y que son las células asesinas naturales 
(natural killer, NK) (consideradas por algunos autores co- 
mo un tercer tipo de linfocitos) (véase Fig. 13.7), las célu- 
las cebadas o mastocitos (muy similares a los leucocitos 
basófilos), los macrófagos y otras células que son capa- 
ces de fagocitar y presentar antígenos, como las células 
dendríticas de los órganos linfoides. 


ve 
o 0 Pa o © Antígeno presentado por linfocitos B o por células macrofágicas 
(en las moléculas del MHC de clase II) o por células propias 
| infectadas (en las moléculas del MHC de clase |) 
Figura 13.13. Los linfocitos T 
Inmunoblastos vírgenes que reconocen un antí- 
geno presentado en moléculas de 
histocompatibilidad de células pro- 
pias se activan y se transforman en 
inmunoblastos que originan linfo- 
citos T efectores (que actúan fren- 
te al antígeno) y clones de linfo- 
citos T con memoria programados 
para una segunda exposición fren- 
Clon de linfocitos T efectores Clon de linfocitos T efectores te a ese antígeno. 
o 
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Figura 13.14. Los linfocitos B 
vírgenes cuyas moléculas de histo- 
compatibilidad de clase II recono- 
cen un antígeno, con la coopera- 
ción de los linfocitos T, se activan 
y se transforman en inmunoblas- 
tos. Estos inmunoblastos dan lu- 
gar a linfocitos B efectores (células 
plasmáticas productoras de anti- 
cuerpos), que actúan frente al an- 
tígeno, y a clones de linfocitos B 
con memoria programados para 
una segunda exposición ante ese 
antígeno. 


ESTRUCTURA MOLECULAR 


Los anticuerpos o inmunoglobulinas son glucoproteínas 
presentes en el plasma sanguíneo. Hay una única clase 
(isotipo) de inmunoglobulinas en la mayoría de los pe- 
ces, dos o tres en los anfibios, tres en los reptiles y las 
aves, y cinco grandes clases en los mamíferos (IgG, IgM, 
IgA, IgE e lgD). Todas las clases de inmunoglobulinas 
presentan básicamente la misma estructura, tienen un 
peso molecular de entre 150 y 200 kDa y contienen entre 


g y Antígeno 


Diferentes clones de linfocitos B 
pequeños no activados que 

difieren en la región variable de 

sus inmunoglobulinas de superficie; 
se activan los que reconocen 

al antígeno 


Factores segregados 
porlinfocitosT y 


Linfocitos B con memoria 


Células plasmáticas 
secretoras de anticuerpos 


Anticuerpos 


un 3- 13% de hidratos de carbono. Las moléculas de IgG, 
IgA e IgD constan de 1260 aminoácidos, mientras que las 
de IgM e IgE tienen 1460 aminoácidos. La molécula de in- 
munoglobulina tiene forma de una Y que mide unos 
3.5 x 20 nm (Fig. 13.15) y está formada por cuatro cade- 
nas polipeptídicas que originan una estructura simétrica: 


1. Dos cadenas pesadas idénticas (cadenas H), cada 
una de 410 aminoácidos (IgG, IgA e IgD) o 510 (IgM 
e IgE). Hay cinco tipos (Hu, HS, Hy, Ha y He), que de- 
terminan el ¡sotipo de inmunoglobulina (Tabla 13.3). 
La cadena y comprende cuatro subtipos (y1, y2, y3 y 
y4), y la cadena al tiene dos (a1 y a2). 


TABLA 13.3. Características de los diferentes tipos de anticuerpos humanos. 


Cadenas ligeras (L) 


Activación del complemento 


Su fragmento Fc se une a fagocitos 


x 6A en todos 
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Región variable (V) de 
la cadena ligera (L) 


Vi 


Región constante (C) de 
la cadena ligera (L) € 


Regiones constantes (C) 
de la cadena pesada (H) 


Región presente en IgM e 
IgE (falta en IgG, IgA e IgD) 


Region variable (V) de 
Vu la cadena pesada (H) 


Figura 13.15. Estructura molecular de las 
inmunoglobulinas. 


A 


2. Dos cadenas ligeras idénticas (cadenas L) de 220 ami- 
noácidos cada una. Existen dos tipos: Lk y LA. Ca- 
da molécula debe tener las dos cadenas del mis- 
mo tipo. 


Las cadenas están interrelacionadas por puentes di- 
sulfuro e interacciones no covalentes. Se disponen for- 
mando dos pares, cada uno constituido por una cadena 
H y otra L. La papaína escinde esta molécula en tres 
fragmentos (Fig. 13.15): 


1. Un fragmento que cristaliza (Fc) y contiene las dos 
medias cadenas H que forman la base de la Y (ex- 
tremo carboxilo). No se combina con el antígeno, 
pero se une al complemento y a la superficie de 
las células, que poseen receptores apropiados. 

2. Dos fragmentos iguales (Fab, fragmento de unión 
al antígeno), que corresponden al resto de las ca- 
denas H y a las cadenas L. Se unen al antígeno, 
pues contienen secuencias variables específicas 
para cada antígeno. 


La mitad externa de las ramas de la Y, que incluye 
los extremos de las cadenas H y L (los 110 aminoácidos 
terminales de cada cadena) forma la región variable; es 
decir, la secuencia de aminoácidos de esta porción varía 
según el antígeno para el que ese anticuerpo sea espe- 
cífico. El resto de la molécula de anticuerpo forma la re- 
gión constante, esto es, 110 aminoácidos de cada una 
de las cadenas L y 300 (IgG, IgA e IgD) o 400 (IgM e IgE) 
aminoácidos de cada una de las cadenas H. Así, dentro 
de cada región variable se puede distinguir, según el ti- 
po de cadena, entre regiones Vy y Vu; y, dentro de la re- 
gión constante, entre regiones Cy y Cy. 


Dentro de cada región variable se encuentra el centro 
de unión al antígeno, también denominado región hiper- 
variable, que ocupa sólo unos 20-30 aminoácidos del to- 
tal de los 110, mientras que los 80-90 aminoácidos res- 
tantes forman la región de armazón (Fig. 13.16). Los 
centros de unión al antígeno de ambas ramas de la molé- 
cula de anticuerpo son iguales. Esto implica que hay una 
simetría en la molécula. 

Como en cada molécula hay dos centros de unión al 
antígeno, cada anticuerpo puede unirse a dos antíge- 


S 


Antígeno 
N 


Cadena pesada 
Cadena ligera 


Regiones 
hipervariables 
de la cadena 
ligera 


Regiones 
hipervariables 
de la cadena 
pesada 


Determinante 
antigénico 


Unión de alta afinidad Unión de baja afinidad 


Figura 13.16. Estructura del centro de unión al antígeno 
en la región variable de los anticuerpos. 


J 
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Escaso antígeno 


Cada antígeno queda 
totalmente rodeado 
por anticuerpos, y no 
se forman cadenas 


Exceso de antígeno 


Cada anticuerpo queda 
totalmente rodeado 
por antígeno, y no 

se forman cadenas 


Equivalencia 


Cada anticuerpo enlaza 
dos antígenos, y se forman 
cadenas (aglutinación) 


Figura 13.17. Esquema que muestra cómo tanto la escasez de antígeno como su exceso perjudica la aglutinación de los lin- 


focitos con los anticuerpos. 


nos y formar agregados poliméricos que facilitan la ad- 
hesión del complemento y la captación del complejo 
por los fagocitos. Si los antígenos están en concentra- 
ciones por encima o por debajo de la molaridad del an- 
ticuerpo, el sistema inmunitario no responde (tolerancia 
inmunitaria) (Fig. 13.17). 

Las regiones del antígeno que se combinan con el 
centro de unión de un anticuerpo son los determinan- 
tes antigénicos o epítopos (Fig. 13.16). Hay pequeñas 
moléculas orgánicas, llamadas haptenos, como el dini- 
trofenol, que se unen a esos centros de unión sin indu- 
cir respuesta inmunitaria, pero que pueden convertirse 
en antígenos si se combinan con una macromolécula 
adecuada, llamada transportadora. 

Casi todos los antígenos tienen varios determinantes 
antigénicos, de los cuales algunos son más inmunodo- 
minantes o inmunogénicos (inductores de inmunidad) 
que otros. La diversidad de linfocitos es tal que, incluso 
ante un mismo determinante antigénico, pueden acti- 
varse varios clones, cada uno con un centro de unión al 
antígeno diferente; se habla entonces de una respuesta 
policlonal. Si sólo responden unos cuantos clones, la 
respuesta es oligoclonal, y si sólo responde un clon, es 
monoclonal. 

Las bacterias, virus y células extrañas presentan va- 
rios determinantes antigénicos, por lo que activan mu- 
chos linfocitos diferentes, incluso más de uno para cada 
determinante. Si se consigue formar un clon a partir de 
uno de estos linfocitos, los anticuerpos que se obtienen 
son monoclonales. Estos clones pueden obtenerse a 
partir de células del mieloma múltiple (células tumora- 
les que sólo fabrican un tipo de anticuerpos). Si se aísla 
un linfocito expuesto a un determinante y se le combina 
(hibridación) con células del mieloma múltiple que han 
perdido su capacidad de fabricar su anticuerpo pero 
que continúan proliferando, se consigue que sinteticen 
ahora el anticuerpo de ese linfocito. 


Los diferentes determinantes antigénicos correspon- 
dientes cada uno a una región hipervariable diferente, y 
que son idénticos para todas las inmunoglobulinas pro- 
ducidas por un determinado clon de linfocitos, se deno- 
minan idiotipos. Hay aproximadamente 10° idiotipos di- 
ferentes en un mamífero; es decir, cada individuo es 
potencialmente capaz de fabricar 10° anticuerpos dife- 
rentes, cada uno de ellos especifico para un determi- 
nante antigénico distinto. 


CLASES (ISOTIPOS) 


Las caracteristicas de los cinco isotipos de inmunoglo- 
bulinas determinados por las cadenas H se resumen en 
la Tabla 13.3. A diferencia de lo que ocurre con estas ca- 
denas, no se han encontrado diferencias bioldgicas se- 
gun el tipo de cadena L. 

IgG. Es de producción tardía en la respuesta inmuni- 
taria primaria, pero predomina en las respuestas inmu- 
nitarias secundarias. Es la única que atraviesa la placen- 
ta, porque las células de ésta que se encuentran en 
contacto con la sangre materna tienen receptores para 
el Fc de IgG. Su fragmento Fc se une a receptores de fa- 
gocitos. Es muy activa frente a bacterias y virus. Inter- 
viene en la activación del complemento, aunque con 
menor eficacia que la IgM. 

IgM. Su estructura es como la de la IgG, pero la Cy tie- 
ne cuatro dominios en vez de los tres presentes en la 
IgG, IgA e lgD; de ahí el mayor número de aminoácidos 
en esa cadena y su mayor tamaño y peso molecular. 
Además, contiene más hidratos de carbono. Forma pen- 
támeros. La unión de las cinco moléculas para formar los 
pentámeros exige una proteína suplementaria de enlace, 
llamada cadena J (Fig. 13.18). Es el primer tipo de inmu- 
noglobulina que se presenta en la membrana plasmática 
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Figura 13.18. Estructura pentamérica de la IgM. 


de los linfocitos B vírgenes (después podrá aparecer IgD 
en la misma célula) y el primero segregado y el más 
abundante en la respuesta inmunitaria primaria. A dife- 
rencia de la IgG, su fragmento Fc no se une a receptores 
de fagocitos pero activa más fácilmente el complemento, 
el cual se une a receptores de fagocitos induciendo la li- 
sis celular, por lo que es eficaz en la opsonización. 

IgA. No sólo se encuentra en el plasma, sino también 
en secreciones como el calostro, la saliva, las lágrimas, 
y el moco nasal y traqueal y se vierte a la luz intestinal. 
Los epitelios donde se encuentra la IgA, al menos el de 
la mucosa intestinal, tienen un receptor para el Fc de la 
IgA a la que transportan por transcitosis desde la muco- 
sa a la secreción. Este receptor puede transportar tam- 
bién IgM de modo menos eficiente. La IgA segregada 
forma dímeros (a veces trímeros), cuyas moléculas que- 
dan unidas por una cadena J, que está ligada a una pro- 
teína denominada componente secretor, que sintetizan 
las células epiteliales por las que pasa la IgA y es resis- 
tente a la proteólisis (Figs. 13.19 y 13.20). Protege a las 
mucosas de la entrada de antígenos. Su fragmento Fc 
puede unirse a receptores de algunos fagocitos. 

IgE. Presenta cuatro dominios en la Cy. Se une a los 
antígenos denominados alergenos, que causan la res- 
puesta inmunitaria de hipersensibilidad inmediata deno- 
minada anafilaxia. El fragmento Fc de este anticuerpo se 
une con gran afinidad a receptores de las células cebadas 
y leucocitos basófilos, los cuales liberan mediadores quí- 
micos que actúan en lugares secundarios (principalmen- 
te, músculo liso y glándulas) y causan congestión vascu- 
lar, dificultades respiratorias, prurito y urticaria. La IgE 
también se une a receptores de leucocitos eosinófilos, 
que liberan sustancias que eliminan helmintos y algunos 
otros parásitos. 

IgD. No aparece en la forma segregada. Junto con la 
IgM se encuentra en la membrana plasmática de los lin- 
focitos B, por lo que ésta es su única función conocida. 


a N 
IgA 
Componente 
Cadena J secretor 
L Figura 13.19. Estructura dimérica de la IgA. 


ESPECIFICIDAD DE LOS ANTICUERPOS 


Frente a cada antígeno o, más concretamente, frente a 
cada determinante antigénico, se producen anticuerpos 
específicos. En los mamíferos, un organismo puede fa- 
bricar hasta 10° anticuerpos diferentes (idiotipos). El 
modo de lograr tal especificidad y la forma en que se 
produce esta diversidad de anticuerpos ha intrigado 
desde el primer momento a los investigadores. Tras ha- 
berse frormulado diversas teorías que hubieron de ser 
rechazadas, se llegó a la única aceptada actualmente: la 
teoría de la selección clonal. Según esta teoría, cada lin- 
focito nace destinado a fabricar un único modelo de an- 
ticuerpo, complementario del antígeno específico. El 
antígeno no entra en la célula; simplemente, selecciona 
y favorece la proliferación de los linfocitos que poseen 
previamente el modelo adecuado para producir anti- 
cuerpos con afinidad por ese antígeno. Generalmente 
se activan muchos clones de linfocitos (respuesta poli- 
clonal), que originan anticuerpos con diferentes afinida- 
des por el antígeno. 


DIVERSIDAD DE LOS ANTICUERPOS 


La gran especificidad de los anticuerpos supone que el 
conjunto de todos los linfocitos de un organismo, que 
son genéticamente idénticos, sea capaz de sintetizar mi- 
llones de anticuerpos diferentes. La explicación de este 
hecho tiene una base genética. 

En la secuencia de DNA que codifica la cadena lige- 
ra k (situada en el hombre en el cromosoma 2) existen 
unos 100 genes diferentes para la región variable (ge- 
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nes Vx) y cinco para la región J (Jx). Esta última es la 
región de unión entre la región constante (Cx) y la va- 
riable (Vx) de esa cadena, y codifica los extremos car- 
boxilos de la región variable. Como en cada cadena « 
del anticuerpo sólo se necesita una región Vx y otra Jk, 
la variabilidad en esta cadena es el resultado de las po- 
sibles combinaciones entre Vx y Jx (diversidad combi- 
natoria). El proceso se inicia mediante una recombina- 
ción somática del DNA por la que se selecciona el gen 
que va a originar la región Vx, desechándose los otros 
99 genes posibles. La ruptura del DNA y el empalme de 
los segmentos seleccionados la realiza el complejo en- 
zimático recombinasa, cuyas proteínas, denominadas 
Rag, son codificadas por los genes rag-1 y rag-2 (re- 
combination activating genes). 

A continuación tiene lugar la transcripción, seguida 
del procesamiento de RNA transcrito en el que se selec- 
ciona el gen J. El proceso se termina con la traducción 
del RNA en la proteína correspondiente, su procesa- 
miento y glucosilación (Fig. 13.21.A). Como hay 100 ge- 
nes Vx diferentes y cinco Jx, se pueden formar 500 ca- 
denas diferentes. 

Hay que combinar la diversidad de las cadenas x con 
la diversidad de las cadenas A, cuyos genes se hallan, 
en el hombre, en el cromosoma 22. Para formar esta ca- 
dena existen 100 genes VA y seis JA. Así, el número de 
posibles cadenas diferentes es 600. El hecho de que 
existan también varios genes para la región constante 
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Figura 13.20. Esquema de la captación de dímeros de 
IgA por las células del epitelio de revestimiento intestinal 
y su expulsión a la luz del intestino. 


J 


Cà (no para las Cx) afecta a la variabilidad estructural 
del anticuerpo, pero no influye en el reconocimiento del 
antígeno, que sólo tiene lugar en las regiones variables 
(Fig. 13.21.B). 

La diversidad de cadenas pesadas (H) (en el hombre, 
en el cromosoma 14) es mucho mayor que la de las lige- 
ras pues, a los diferentes genes V, (unos 200) y Jy (seis), 
hay que añadir los aproximadamente 20 genes para las 
regiones D (región de diversidad, presentes sólo en las 
cadenas H) intercalados entre los genes Jy y los Vu. El 
proceso de selección genética de la región variable es si- 
milar al descrito en las cadenas ligeras. Mediante sucesi- 
vas recombinaciones somáticas, en las que interviene la 
recombinasa, se seleccionan una región V,, y otra D. En la 
transcripción y procesamiento posterior se seleccionan 
una región J y la cadena constante concreta que va a te- 
ner el anticuerpo (Hu, Hô, Hy, Ha y He), aunque estas últi- 
mas no influyen en la variabilidad (Fig. 13.22). El número 
total de cadenas pesadas que difieren en su región varia- 
ble es 24 000 (200 x 6 x 20), y hay que combinarlas con las 
de cadenas ligeras. El resultado de todas las combinacio- 
nes es 7.2 x 10° (500 x 600 x 24 000). 

No sólo es la diversidad combinatoria lo que determi- 
na la gran variedad de anticuerpos; también hay que 
contar con la pérdida de nucleótidos en los extremos de 
los segmentos que se combinan y, en el caso de las ca- 
denas pesadas, con la inserción de nucleótidos (las de- 
nominadas secuencias N) en las uniones V,-D y D-J,, es- 
pecialmente en la tercera región hipervariable, lo que 
supone una fuente más de variación. Estos cambios se 
denominan diversificación de empalme. Su contraparti- 
da es que muchos linfocitos producen anticuerpos no 
funcionales y mueren en la médula ósea. No obstante, 
antes de ser eliminados, estos linfocitos son estimulados 
a realizar un segundo intento de uniones V-D-J para cam- 
biar la especificidad de su anticuerpo. Este proceso se 
conoce como edición del receptor. Los linfocitos que fa- 
llan en este intento son eliminados por deleción clonal. 

Además, a medida que va transcurriendo el tiempo 
tras la estimulación de los linfocitos por el antígeno que 
ha provocado su síntesis, se produce un aumento pro- 
gresivo de la afinidad de los anticuerpos por ese antíge- 
no. Este proceso se conoce como maduración de la afi- 
nidad y tiene lugar por acumulación de mutaciones 
somáticas en las secuencias codificadoras de la región V. 
Se calcula que la probabilidad de estas mutaciones por 
generación celular es una por cada 1000 nucleótidos, 
esto es, un millón de veces mayor que la probabilidad 
de mutación espontánea de otros genes, por lo que se 
expresa como hipermutación somática. 


CAMBIOS EN LA FORMA DE EXPRESIÓN 
DEL ANTICUERPO Y EN EL ISOTIPO 


Los linfocitos B vírgenes producen anticuerpos que 
quedan sobre la superficie celular, primero IgM y luego 
también IgD en la misma célula. Tras la estimulación 
antigénica, en la respuesta primaria, la forma ligada a 
membrana es sustituida por la secreción de anticuer- 
pos, mayoritariamente IgM y, en menor cantidad, IgG, 
IgE e IgA. En algunos linfocitos (linfocitos B con memoria) 
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Figura 13.21. A: Proceso que conduce a la formación de múltiples regiones variables diferentes de la cadena ligera k, a partir 
de múltiples combinaciones entre los genes del cromosoma 2 humano responsables de la formación de dicha cadena. Por re- 
combinación somática se selecciona el gen que codifica la región variable V. Durante el procesamiento del RNA tras la trans- 
cripción, se selecciona la región de unión (J). B: Para seleccionar las regiones variables de la cadena ligera A, cuyos genes están 
en el cromosoma 22, se procede de modo similar. Para la selección de la región constante se procedería como se indica para las 
cadenas pesadas en la figura siguiente. 
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Figura 13.22. Esquema que muestra cómo se selecciona una única combinación entre las múltiples combinaciones posibles de 
región variable y de región constante en las cadenas pesadas de los anticuerpos, cuyos genes residen en el cromosoma 14 huma- 
no. A las múltiples combinaciones que proporcionan las regiones V y J hay que añadir las que proporcionan los genes de la región 
de diversidad (D). Por recombinación somática se seleccionan las regiones V y D, y se eliminan algunos genes de la región J. En el 
procesamiento del RNA transcrito se selecciona la región J y la región constante. El cambio de cadena pesada en los anticuerpos 
de superficie o en la forma segregada se realiza del mismo modo que el indicado aquí para la selección de la región constante. 
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estas inmunoglobulinas no se segregan y continúan en 
la membrana y, sólo después de la segunda exposición 
al antígeno, en la respuesta secundaria, se segregan to- 
das estas clases de anticuerpos. Por consiguiente, la 
expresión de los anticuerpos en los linfocitos B sufre 
dos modificaciones: 1) cambio desde la forma ligada a 
la membrana a la forma segregada; y 2) cambio en el 
isotipo de inmunoglobulina. En ambos cambios los lin- 
focitos B activados mantienen su especificidad por el 
antígeno, es decir, no cambia la región variable de sus 
anticuerpos. 

El cambio en la forma de expresión del anticuerpo 
(de estar ligado a la membrana a ser segregado por las 
células plasmáticas) reside en el extremo carboxilo del 
anticuerpo. En en la forma ligada a membrana éste tie- 
ne una cola hidrófoba de 26 aminoácidos que se ancla 
en la membrana, seguida de tres aminoácidos (lisina, 
valina y lisina) que penetran en el citoplasma. En la for- 
ma segregada esta cola se pierde, por lo que el extremo 
carboxilo es hidrófilo, lo que le permite abandonar la 
célula. Este cambio requiere que el transcrito de mRNA 
a partir del gen que codifica el anticuerpo no copie los 
últimos nucleótidos del gen en el extremo 3’ para acor- 
tar el polipéptido traducido. Ello se debe a que la esti- 
mulación del linfocito activado origina una elevada pro- 
ducción de una subunidad de CStF (la proteína que 
causa la ruptura del RNA y la adición de la cola poli-A). 

El cambio en el isotipo de anticuerpo se localiza úni- 
camente en la porción constante de la cadena pesada 
(Cy), manteniéndose la misma porción variable (Vy). Es- 
te cambio se produce en dos situaciones (Fig. 13.22): 


1. Las células que producen simultáneamente las for- 
mas IgM e IgD ligadas a membrana producen trans- 
critos con las secuencias Cu y Cò, y estos transcritos 
pueden madurar de dos formas diferentes: hacia Cu 
O hacia Có, perdiendo la secuencia que no interese. 

2. La activación por el antígeno del linfocito B induce 
un cambio irreversible del DNA que supone la de- 
leción de todos los segmentos génicos situados en 
la dirección 5' a continuación del segmento génico 
Cy particular que la célula va a expresar. Así, cuan- 


do la célula que produce IgM va a producir IgA, se 
suprime el DNA entre el segmento VDJ y el seg- 
mento Ca (se suprime el segmento que comprende 
Cu, Cò, Cy y Ce), y se unen entre sí los segmentos 
VDJ y Ca (recombinación de cambio). 


ACCIÓN DE LOS ANTICUERPOS 
FRENTE AL ANTIGENO 


Los anticuerpos no eliminan propiamente al antígeno, pe- 
ro bloquean su extensión y contribuyen a la eliminación 
de las bacterias o células extrañas que portan antígenos 
facilitando su destrucción de tres modos: a) por células 
fagocíticas; b) por células líticas; y c) mediante las reac- 
ciones del sistema del complemento (Fig. 13.23). Las re- 
acciones antígeno-anticuerpo también pueden causar un 
efecto perjudicial sobre el organismo, como ocurre en la 
inflamación o en la anafilaxia. 


Activación de células fagocíticas 


Los antígenos de las bacterias o células extrañas provo- 
can una respuesta inmunitaria en la que los anticuerpos y 
el complemento se unen a estos antígenos, recubriendo 
la superficie de la célula extraña. Este proceso se conoce 
como opsonización. Los macrófagos y leucocitos neutró- 
filos presentan receptores de membrana para unirse al 
fragmento Fc de la IgG y la IgA y a componentes del com- 
plemento, principalmente al C3b (Tabla 13.4). De esta ma- 
nera, los anticuerpos y el complemento establecen puen- 
tes entre las células extrañas, por un lado, y las fagocíticas 
que las devoran y eliminan en sus lisosomas, por otro. 


Activación de células líticas 


Las células NK tienen también receptores de superficie 
para el fragmento Fc de la IgG y para el C3b del comple- 
mento (Tabla 13.4) pero, en este caso, la destrucción no 
tiene lugar por fagocitosis sino mediante la liberación 
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Figura 13.23. Acción de los 
anticuerpos frente a antígenos 
bacterianos. La bacteria recubier- 
ta por los anticuerpos puede ser: 
a) fagocitada por una célula con 
receptores para los anticuerpos, 
como un leucocito polimorfonu- 
clear o un macrófago; b) elimina- 
da por la unión del complemento 
al antígeno-anticuerpo; o c) eli- 
minada por una célula NK (asesi- 
na natural) que también posee 
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TABLA 13.4. Tipos de receptores para el fragmento Fc de los anticuerpos y para el complemento (CR) 
en las células sanguíneas y en otras células que intervienen en la inmunidad. AA: alta afinidad. BA: baja afinidad. 
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de sustancias citotóxicas contenidas en sus gránulos, 
principalmente la perforina, que abre un poro en la 
membrana de la célula diana, y la granzima B, que cau- 
sa la apoptosis de dicha célula. Este modo de elimina- 
ción se denomina reacción de citotoxicidad celular de- 
pendiente de anticuerpo (ADCC) (Fig. 13.23). 

Los leucocitos eosinófilos (con receptores para el Fc 
de IgE) ejercen también una acción citotóxica frente a 
parásitos recubiertos por IgE, eliminándolos por el ver- 
tido de sus gránulos (véase página 535). 


Activación del complemento 


El sistema del complemento, llamado así porque com- 
plementa y amplifica la acción de los anticuerpos, es un 
sistema de proteínas séricas cuya activación, bien por 
complejos antigeno-anticuerpo o por microorganismos, 
desencadena una cascada de reacciones que terminan 
formando complejos de ataque de membrana, los cua- 
les perforan la membrana plasmática del microorganis- 
mo, produciendo su lisis. 

El complemento consta de una veintena de proteínas, 
denominadas componentes reactivos, que son produci- 
das en el hígado y circulan por la sangre. Se dividen en: 
a) componentes tempranos (de C1 a C4 y los factores B y 
D), que son proenzimas que se activan secuencialmente 
por escisión proteolítica limitada, y b) componentes tar- 
díos (de C5 a C9), que forman el complejo de ataque a la 
membrana. El sistema del complemento actúa por dos 
vías: clásica y alternativa (Fig. 13.24). 
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1. Vía clásica. Se desencadena por la unión de la 
IgM o IgG a los antígenos de la cubierta celular del mi- 
croorganismo. Los complejos antígeno-anticuerpo re- 
sultantes activan el componente C1, que es un comple- 
jo de gran tamaño constituido por tres componentes: 
C1q, Cir y C1s. El proceso se inicia con la unión del an- 
ticuerpo al C1q, el cual induce al C1r a escindirse para 
que, a su vez, active al C1s. A continuación el C1s acti- 
vado escinde el C4 en dos fragmentos: C4a y C4b. El 
C4b (el de mayor tamaño) se une a la cubierta celular 
del microorganismo junto con el C2. Éste es también 
escindido por el C1s en C2a y C2b. El fragmento C2b (el 
de mayor tamaño) queda unido al C4b, y en conjunto 
forman la convertasa de C3 y de C5 de la vía clásica. Es- 
te complejo se une al C3 convirtiéndolo en dos frag- 
mentos: C3a y C3b. El C3b, que es el de mayor tamaño, 
se une al C5, escindiéndole en C5a y C5b. Este último se 
une al C6 e, inmediatamente, se le unen también el C7, 
el C8 y varias moléculas del C9 (hasta 18 moléculas). 
Tras la unión, el C9 altera su configuración y se inserta 
en la bicapa lipídica produciendo un canal transmem- 
branoso. Como hay muchas moléculas del C9, se pro- 
duce un gran poro en la membrana plasmática (visible 
con el microscopio electrónico), que provoca la lisis del 
microorganismo. 

2. Vía alternativa. Se desencadena por las cubiertas 
celulares de los microorganismos, sobre todo por los 
polisacáridos bacterianos. Requiere la escisión del C3 
en C3a y C3b, que puede producirse por la vía clásica o 
por proteólisis espontánea. La acción de los polisacári- 
dos bacterianos consiste en impedir que el C3b sea rá- 
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Figura 13.24. Esquema de los procesos bioquímicos desencadenados en la eliminación bacteriana mediada por complemen- 
to según la vía clásica (A) y la vía alternativa (B). La primera es desencadenada por la unión de los anticuerpos IgM o IgG a los 
antígenos de la cubierta celular del microorganismo; la segunda la desencadenan directamente las cubiertas celulares de los mi- 
croorganismos, principalmente los polisacáridos bacterianos. La reacción desencadenada en ambas vías termina en la forma- 
ción de un poro acuoso transmembranoso que ocasiona la destrucción del microorganismo. 
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pidamente inactivado por los mecanismos normales de 
la célula. La vía se inicia con la unión del C3b al factor B, 
lo que provoca la escisión de éste en Ba y Bb. El com- 
plejo C3bBb constituye la convertasa de C3 y de C5 de 
la vía alternativa, que actúa como la de la vía clásica, 
siendo iguales ambas vías a partir de este punto. 


La actividad del complemento se inhibe por la ines- 
tabilidad de algunos de sus componentes y mediante la 
acción de proteínas inhibidoras específicas, que están 
presentes en la sangre y eliminan los productos resul- 
tantes de la escisión de algunos componentes. 

El complemento no sólo forma complejos de ataque 
a la membrana. El C3b se une también a receptores es- 
pecíficos de macrófagos y neutrófilos facilitando la ac- 
ción de éstos para fagocitar células microbianas. Tam- 
bién se une a receptores de las células NK para que 
ejerzan su acción lítica sobre el microorganismo. 

Algunos productos del desdoblamiento de los com- 
ponentes del complemento no intervienen en promover 
el resto de la reacción en cascada, pero desempeñan 
funciones auxiliares específicas. Así, los componentes 
C3a y C5a contraen el músculo liso y estimulan la libe- 
ración de histamina por los basófilos y células cebadas. 


Reacción de anafilaxia 


Es provocada por la liberación del contenido de los grá- 
nulos de los leucocitos basófilos y las células cebadas, 
que poseen receptores para el fragmento Fc de las IgE 
producidas frente a alergenos (véanse página 535 y 569). 


Las moléculas de histocompatibilidad (designadas HLA 
en los seres humanos y H-2 en el ratón) son unas pro- 
teínas que se expresan sobre las superficies celulares y 
están presentes en todos los vertebrados mandibula- 
dos. Los genes que las codifican constituyen el comple- 
jo mayor de histocompatibilidad (MHC) y, en el hombre, 
están en el cromosoma 6. Existen dos clases de MHC: 


Clase I. Estas moléculas se encuentran en todas las 
células animales nucleadas y son responsables de las ca- 
racterísticas inmunológicas individuales que hacen que 
las células de un individuo sean reconocidas como extra- 
ñas por otros individuos, incluso de la misma especie, al 
no ser genéticamente idénticos. Presentan una larga ca- 
dena g, con tres dominios (0, 0 y 03). En los dos domi- 
nios más alejados de la célula (a y 0) están los residuos 
que presentan el antígeno a los linfocitos T. Una corta ca- 
dena de microglobulina B, extracelular se une a la a sin 
anclarse en la membrana celular, y no está incluida en el 
acervo genético de las MHC (Fig. 13.25.A). La cadena o 
es polimórfica y en el hombre da lugar a tres tipos de 
MHC de clase | (A, B y C), producidos por tres genes di- 
ferentes. Así pues, un individuo heterocigótico puede 
expresar hasta seis moléculas diferentes (tres por cada 
alelo) (Fig. 13.25.C). 

Clase Il. Sólo están presentes en la superficie de los 
macrófagos, células asimiladas a los macrófagos, células 
reticulares epiteliales del timo, linfocitos B y en algunos 
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linfocitos T activados. También pueden expresarse en cé- 
lulas endoteliales de vénulas y en diferentes tipos de célu- 
las epiteliales y mesenquimáticas, cuando son estimula- 
das en la respuesta inmunitaria. La expresión de estas 
moléculas se incrementa en presencia del interferón IFN- 
y. La molécula consta de dos cadenas de longitud similar 
insertadas en la membrana plasmática, œ y B, cada una 
con dos dominios (Fig. 13.25.B). En el hombre hay tres ti- 
pos de MHC de clase Il, producidas por tres genes dife- 
rentes (DP, DO y DR) (Fig. 13.25.C); cada uno de ellos co- 
difica ambas cadenas conjuntamente, aunque el gen DR 
puede codificar dos tipos diferentes de cadena B. Asi, un 
individuo heterocigótico puede fabricar hasta ocho molé- 
culas diferentes (cuatro por cada alelo). 


Ambas clases de MHC pueden presentar los antígenos 
procesados a los linfocitos T. El reconocimiento del antí- 
geno presentado es específico, es decir, sólo los linfocitos 
T programados para reconocer este antígeno pueden 
unirse a él. Sin embargo, la presentación del antígeno por 
las MHC no es específica, pues aunque cada individuo 


posee sólo unas cuantas variedades de MHC, éstas son 
capaces de presentar la práctica totalidad de antígenos. 

Los péptidos presentados por las MHC de clase | de- 
ben ser pequeños (9-11 aminoácidos), pues la hendidura 
donde se asientan es muy pequeña. Por eso, los antíge- 
nos son procesados previamente para descomponerlos 
en moléculas más pequeñas. La hendidura de las MHC 
de clase Il es mayor, por lo que los péptidos presentados 
pueden tener 30 aminoácidos o más. 


Los linfocitos B y T son morfológicamente idénticos cuan- 
do se examinan con las técnicas habituales de microsco- 
pía. No obstante, difieren entre sí en su lugar de origen, 
características moleculares y comportamiento. Algunas 
de estas diferencias pueden ponerse de manifiesto con 
técnicas especiales como los marcadores de superficie 
(CD) (Tabla 13.5 y véase Tabla 13.1). 


TABLA 13.5. Diferencias entre linfocitos B y T. 


Características 
Porcentaje en sangre 
Inmunoglobulinas en superficie celular 
CD2 (receptor para LFA-3) 
CD3 (receptor de antígenos) 
CD4 (correceptor para MHC clase II) 
CD5 (receptor del CD72) 
CD8 (correceptor para MHC clase I) 
CD28 (receptor para B7 ) 
CD40 (receptor para el ligando del CD40) 
CD72 (ligando del CD5) 


B7 (molécula señal de activación linfocitos T) 


Ligando del CD40 para activación linfocitos B 


Receptor (FcyR-II) para el fragmento Fc de anticuerpos 
Receptores CR1 y CR2 para el C3b del complemento 


Receptor CR2 para el C3b del complemento y para el 
virus de Epstein-Barr (EBV) 


Receptor virus sarampión 
MHC clase I 
MHC clase II 


Activacion policlonal inespecifica 


65-80% 


5% (B1) 


Tu (activados) 
Algunos 


Algunos 


de 
+ + 

+ Algunos 
Anticuerpos 
anti-inmunoglobulinas, 


estreptococo, EBV, 
lectina PWM 


Anticuerpos 

anti CD3, lectinas ConA, 
PHA, PWM, superantígeno 
de enterotoxina 
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FORMACIÓN DE LOS LINFOCITOS BYT 
EN LOS ORGANOS LINFOIDES CENTRALES 


Los linfocitos se originan en los llamados órganos lin- 
foides centrales. Para los linfocitos T este órgano es 
siempre el timo (Fig. 13.26.A). Para los linfocitos B el ór- 
gano linfoide central es el órgano hemopoyético corres- 
pondiente (véase página 538) según el vertebrado de 
que se trate: la médula ósea a partir de anfibios anuros 
y algunos urodelos y, en aves, también la bolsa de Fa- 
bricio (Figs. 13. 26.B y 13. 26.C). 

Ambos tipos de linfocitos se originan a partir de la 
célula madre de todas las células sanguíneas (CFC) que, 
según el órgano linfoide central donde se encuentre, ori- 
gina una célula que es precursora bien de los linfocitos 
B (la célula B-CFC) o de los linfocitos T (la célula T-CFC). 
Cada una de ellas da lugar al linfoblasto B o T, según co- 
rresponda, cuyo aspecto morfológico hemos descrito 
anteriormente (véase página 547 y Fig. 13.12.B). Los lin- 
foblastos B y T se dividen para originar los linfocitos B y 
T típicos, también llamados linfocitos pequeños, descri- 
tos en este mismo capítulo (véase página 536 y Figs. 
13.2.E y 13.5.B). Estos linfocitos son células vírgenes, 
que no han tenido todavía contacto con el antígeno. 


MIGRACIÓN DE LOS LINFOCITOS BYT 
A LOS ORGANOS LINFOIDES PERIFERICOS 
Y RECIRCULACION 


Desde los órganos linfoides centrales los linfocitos emi- 
gran a los órganos linfoides periféricos, que son los gan- 
glios linfáticos (presentes sólo en los mamíferos) (Fig. 
13.27), el bazo (en todos los vertebrados mandibulados) 
(Figs. 13.28.A y 13.28.B) y el tejido linfoide difuso de las 
mucosas (MALT) (Fig. 13.28.C). Este último se extiende 
de forma difusa por el tejido conjuntivo de las mucosas, 
principalmente las del aparato digestivo, y en diverso 
grado se encuentra en todos los vertebrados mandibula- 
dos. En las aves y los mamíferos, el tejido linfoide de las 
mucosas, además de encontrarse en forma difusa, origi- 
na concentraciones voluminosas, como las tonsilas ceca- 
les en las aves, las placas de Peyer intestinales en las 
aves y mamíferos, y las amígdalas en los mamíferos. 

La penetración de los linfocitos en el estroma de los 
órganos linfoides periféricos tiene lugar desde la luz de 
las vénulas poscapilares de esos órganos. En los gan- 
glios linfáticos y en las placas de Peyer, estas vénulas 
están provistas de un endotelio característicamente al- 
to. Para atravesarlo, los receptores de asentamiento 
(homing) de los linfocitos interaccionan con las adresi- 
nas vasculares. El proceso es como el descrito para los 
leucocitos neutrófilos en este mismo capítulo (véase pá- 
gina 533), aunque las integrinas concretas y los recepto- 
res de éstas que intervienen en la primera adhesión de 
los linfocitos difieren de las que intervienen en el caso 
de los neutrófilos; es más, incluso hay diferencias entre 
los linfocitos dependiendo de dónde se asienten (gan- 
glio linfático o placas de Peyer) (véase Tabla 13.2). No 
se conoce bien el asentamiento de los linfocitos en el 
bazo, que carece de vénulas poscapilares de endotelio 
alto, pero es posible que exista un receptor específico. 


Los linfocitos B y T entran inicialmente en la misma 
región del órgano linfoide periférico, pero luego son 
atraídos por distintas quimioquinas hacia áreas diferen- 
tes de los órganos linfoides. Así, los linfocitos B forman 
folículos (acumulaciones esféricas de linfocitos B) en los 
ganglios linfáticos y el bazo, mientras que los linfocitos 
T se asientan en la zona paracortical profunda de los 
ganglios (Fig. 13.27.A) y en las vainas periarteriales del 
bazo (Figs. 13.28.A y 13.28.B). Aunque esta distribución 
de los linfocitos B y T en áreas separadas aparece ya en 
algunos anuros, sólo se encuentran verdaderos folículos 
linfoides en los órganos linfoides de aves y mamíferos. 

Los linfocitos vírgenes pueden volver a la circulación 
general y, de nuevo, a los órganos linfoides periféricos, 
recirculando por el organismo. Cuando los linfocitos son 
activados por un antígeno, en su superficie aumentan los 
receptores LFA-1, VLA-4, VLA-5 (081), VLA-6 (0B1) y CD44, 
que incrementan la adherencia del linfocito a la matriz 
del órgano linfoide, evitando su recirculación. 

Las células memoria y efectoras pueden abandonar 
el órgano linfoide para acudir al lugar de inflamación, 
en el que penetran gracias a receptores de asentamien- 
to (las integrinas LFA-1, VLA-4 y CD44) y a sus ligandos 
endoteliales y de la matriz extracelular (l-CAM-1, V-CAM-1 
y el ácido hialurónico, respectivamente). En el caso de 
las inflamaciones de la piel, el receptor de los linfocitos 
efectores y memoria es la molécula CLA-1 y el ligando 
endotelial es la selectina E. 


MOLÉCULAS DE SUPERFICIE 
DE LOS LINFOCITOS B 


Los linfocitos B constituyen aproximadamente el 25% de 
los linfocitos pequeños de la sangre humana. Su función 
requiere que en su superficie estén presentes las molécu- 
las que se describen a continuación, señaladas en negrita 
(Fig. 13.29 y Tabla 13.5). 

La IgM (o la pareja IgM + IgD) se encuentra en forma 
monomérica y con una secuencia hidrófoba añadida 
para anclarse en la membrana. Estos anticuerpos sirven 
de receptores específicos para los antígenos, los cuales 
son captados, endocitados, procesados y presentados 
posteriormente a una variedad de linfocitos T, denomi- 
nada Ty, en MHC de clase Il. Esta presentación requiere 
también que el linfocito B tenga en su superficie otra 
molécula, llamada B7, que interactúa con un receptor 
de superficie de los linfocitos Ty (identificado con el mar- 
cador CD28) (Tabla 13.5). Tras la presentación, el linfoci- 
to Ty resulta activado. 

Los linfocitos Ty activados activan, a su vez, a los lin- 
focitos B. Para ello es necesaria la presencia de otro re- 
ceptor en la superficie de los linfocitos B, identificado 
con el marcador CD40, cuyo ligando o molécula gp39 
(CD154) está presente en la membrana de los linfocitos 
Th (Fig. 13.29). Para aumentar la adherencia entre am- 
bas células en esta activación, los linfocitos B presentan 
en su superficie el ligando CD72, que interacciona con 
el receptor CD5 de los linfocitos Ty. 

Además, algunos linfocitos B poseen receptores pa- 
ra el fragmento Fc de las IgG y el C3b del sistema del 
complemento. 
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Figura 13.26. Órganos linfoides centrales. H.E. A: Timo humano. Los lobulillos quedan separados entre sí por tabiques in- 
completos de tejido conjuntivo (flechas). Cada lobulillo muestra una corteza densa (estrella) y una médula más clara (asteris- 
co). X25. B: Bolsa de Fabricio (asterisco) de Gallus domesticus. Estrella: cloaca. P: plumas. U: glándula uropigial. X15. C: Deta- 
lle de la bolsa de Fabricio que muestra folículos linfoides (flecha) con una corona de linfocitos intensamente teñida y un centro 
linfoide más claro. X125. 
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Figura 13.27. Ganglio linfático humano. A: Ganglio completo. Se observa una corteza (C) densamente teñida y una médula (M) 
más clara. En la corteza hay folículos linfoides de linfocitos B (fl) con sus centros germinales y una corona periférica más oscu- 
ra. En la zona paracortical (ZPC) se encuentran los linfocitos T (zona dependiente del timo). H.E. X25. B: Detalle de un folícu- 
lo linfoide con la corona de linfocitos B pequeños (LB) y el centro germinal con inmunoblastos B (IB) resultantes de la estimu- 
lación antigénica. H.E. X450. C: Detalle de un folículo linfoide similar tras la tinción inmunohistoquímica para la demostración 
de IgG. Aparecen teñidos numerosos inmunoblastos (flecha). X450. 
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Figura 13.28. A: Bazo humano con vainas periarteriales linfoides (VP) y pulpa roja (PR). H.E. X120. B: Detalle de una vaina 
periarterial (VP) con la vena central (flecha) y un centro germinal (estrella). H.E. X100. C: Apéndice vermiforme humano que 
muestra folículos linfoides con centros germinales (estrella). E: epitelio. L: luz. H.E. X30. ) 


Alrededor del 75% de los linfocitos de la sangre huma- 
na son linfocitos T, cuya superficie carece de inmuno- 
globulinas pero posee un receptor de la misma familia 
para captar los antígenos presentados por los linfocitos 
B o por otras células presentadoras (Fig. 13.30). Hay 
dos tipos de receptores T (TCR) alternativos: el TCR-2, 
definido por las cadenas variables a y B (el más abun- 
dante); y el TCR-1, con las cadenas variables y y ò. Este 
último sólo se encuentra en subpoblaciones de linfoci- 
tos presentes en el timo, epidermis y epitelio intestinal, 
y parece ser el primero que se expresa en la ontogenia, 
mientras que el TCR-2 predomina en la vida adulta has- 
ta en el 95% de las células T. Tanto los receptores of 
como los yó están anclados en la membrana plasmática 
junto con otros tres pares de cadenas polipeptídicas in- 
variables: y-e, e-8 y C-n (o bien C-C), que transmiten la 
señal producida por el reconocimiento del antígeno ha- 
cia el interior de la célula. Los pares y-e y €-6 son reco- 
nocidos por el marcador CD3, por lo que se denominan 
complejo CD3. Estas cadenas invariables y y ô difieren 
de las variables descritas con el mismo nombre en el 


TCR-1. 


La especificidad para el antígeno en la región varia- 
ble de los receptores de los linfocitos T es como la de 
los anticuerpos. En el hombre, las cadenas a y 6 se codi- 
fican en el cromosoma 14, y las cadenas ß y y en el cro- 
mosoma 7. Los genes correspondientes se organizan 
de modo similar a los que codifican las cadenas de los 
anticuerpos (incluso contienen regiones V, D y J). Du- 
rante el desarrollo de las células T en el timo, se produ- 
cen combinaciones entre los distintos segmentos géni- 
cos. La explicación de la diversidad de las regiones 
variables se basa en las mismas razones que la de los 
anticuerpos, a excepción de la hipermutación somática, 
que no cuenta para los receptores de la célula T. Como 
en los anticuerpos, el hecho de que el antígeno quede 
enmarcado entre dos cadenas aumenta la variabilidad. 

Por su interés histórico conviene recordar aquí que 
una de las primeras pruebas empleadas para distinguir 
los linfocitos T de los B era la capacidad de los linfocitos 
T humanos para aglutinar los eritrocitos de carnero y de 
cerdo. Esta aglutinación la realiza la molécula de super- 
ficie LFA-2 (CD2), conocida históricamente como antíge- 
no Thy-0 (en el ratón) o Leu-5 (en el hombre), que se 
adhiere a las células que expresan el antígeno LFA-3 (CD58), 
localizado en todos los leucocitos y en algunas células 
epiteliales (véanse Tablas 13.1 y 13.5). 
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Antígeno 
procesado 


Linfocito T,, 
Célula presentadora de antígeno 


A ACTIVACIÓN DEL LINFOCITO T, 


IgM o IgD ie 
Antigeno (receptor del linfocito B) is 
no procesado _ ( / 


(ligando del CD40) 
Linfocito T 4 


Linfocito B 


B ACTIVACIÓN DEL LINFOCITO B 


Figura 13.29. A: Activación de un linfocito Ty por una célula presentadora de antígenos (linfocito B, macrófago o célula 
asimilada). Esta célula presenta el antígeno procesado en sus moléculas de histocompatibilidad de clase II (MHC-II) al re- 
ceptor de la célula T. Para que el reconocimiento se produzca es necesario otro receptor específico de los linfocitos Ty (iden- 
tificado con el marcador CD4) que sólo reconoce moléculas de histocompatibilidad de la clase II. Además, la célula presen- 
tadora de antígenos posee una molécula de superficie, denominada B7, que es reconocida por otro receptor de la célula Ty 
(identificado con el marcador CD28). El proceso requiere la secreción de IL-1 por la célula presentadora de antígenos. B: Ac- 
tivación de un linfocito B por el linfocito Th. El linfocito B, que es también una célula presentadora de antígenos y reconoce 
el antígeno nativo con sus anticuerpos de superficie (IgM o IgD), lo procesa y lo presenta en sus MHC-II al linfocito Ty. A su 
vez, el linfocito Ty activa al linfocito B. En la activación interviene el reconocimiento de una molécula de superficie presente 
en este linfocito (CD40) por parte de otra molécula de superficie presente en el linfocito Ty (ligando del CD40) y la IL-4 que 
es segregada por el linfocito Ty. 
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Figura 13.30. Estructura del complejo receptor de los linfocitos T. ) 
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La presentación del antígeno a los linfocitos T y su 
activación implica la presencia de otras moléculas señal 
de superficie que difieren según la variedad de linfocito 
de que se trate: (Ty o To): 


1. Linfocitos auxiliares (T4). Ayudan a los linfocitos B 
en la estimulación antigénica. Se denominan también 
linfocitos T4 porque presentan la proteína de adhesión 
celular CD4, que colabora con el TCR para reconocer 
que los antígenos les son realmente presentados en 
MHC de clase II propias, al reconocer la porción invaria- 
ble de estas MHC (Fig. 13.31.A). 

El linfocito Ty posee también el receptor CD28 ya 
mencionado, que interactúa con la molécula B7 de las 
células presentadoras. Un receptor alternativo de B7 es 
la molécula CTLA-4, pero la interacción inhibe la activa- 
ción de la célula Tx (Fig. 13.27.A). 

Para activar a los linfocitos B, los linfocitos T, dispo- 
nen de otras moléculas de superficie también menciona- 
das: el ligando del CD40 (gp39) y el receptor CD5 (tam- 
bién llamado Lyt-1 en el ratón y Leu-1 en el hombre), 
cuyo ligando es el CD72 de los linfocitos B (Fig. 13.29.B) . 

El SIDA, causado por un reovirus (virus de la inmu- 
nodeficiencia humana o HIV), comporta una destruc- 
ción de los linfocitos Ty, lo que predispone a los pacien- 
tes a contraer múltiples infecciones. Este virus utiliza 
receptores de quimioquinas y receptores CD4 para en- 
trar en las células Ty y en los macrófagos. 


2. Linfocitos citotóxicos (Tc). Actúan directamente 
frente a las células portadoras de antígenos. Se deno- 
minan también linfocitos Tg por su positividad al marca- 


dor de superficie CD8, que colabora con el TCR en el re- 
conocimiento de los antígenos procesados que le sean 
presentados por células propias en el contexto de las 
MHC de clase |. Lo que realmente reconoce este marca- 
dor es la porción no variable de las MHC de clase | pro- 
pias (Fig. 13.31.B). 


Ambos tipos de linfocitos T poseen el mismo com- 
plejo receptor (af). Las células con receptor yó son ne- 
gativas para los marcadores CD4 y CD8. 

Se ha hablado también de linfocitos supresores (Ts), 
pero actualmente se considera que los efectos atribui- 
dos a estos linfocitos pueden ser interpretados desde la 
base de los dos tipos antagónicos de linfocitos Ty, uno 
de los cuales (por ejemplo, aquellos con el receptor 
CTLA-4) actuaría inhibiendo las células T} que van a for- 
mar células efectoras. 


CÉLULAS ASESINAS NATURALES (NK) 


Las células asesinas naturales (NK) son consideradas por 
algunos como un tercer tipo de linfocitos (Fig. 13.32.A y 
véase Fig. 13.7). De hecho, son muy similares a los linfoci- 
tos pequeños, aunque se distinguen de ellos por su nú- 
cleo, que es menos heterocromático, y por la presencia 
de alguna cisterna de retículo endoplasmático rugoso y, 
sobre todo, de varios gránulos densos en el citoplasma 
(Fig. 13.32.B). 
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Poseen receptores de superficie para el fragmento Fc 
de las IgG y el componente C3b del complemento. De 
esta manera participan en la eliminación de células ex- 
trañas recubiertas por anticuerpos. Se trata de la reac- 
ción de citotoxicidad celular dependiente de anticuerpo 
(ADCC). 

Reconocen también los antígenos presentados en 
MHC de la clase | de células propias, como algunas que 
se han vuelto tumorales y, sobre todo, las que han sido 


infectadas por virus. Este reconocimiento es inespecifi- 
co del antígeno (lo que constituye una importante dife- 
rencia con respecto a los linfocitos Tc) y lo realiza una 
proteína de la familia inmunoglobulinas, cuyas cadenas 
se parecen a las cadenas y6 del complejo CD3 de los lin- 
focitos T. Las células NK sólo reconocen y atacan las cé- 
lulas propias con bajos niveles de MHC de clase I, como 
es el caso de las células propias infectadas y tumorales, 
pero no a atacan las células con niveles normales de 
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Figura 13.31. 
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A: Los linfocitos Ty reconocen el antígeno en las MHC clase II de las células propias mediante la molécula de 
superficie identificada con el marcador CD4. B: Los linfocitos Tc reconocen el antígeno en las MHC clase I de las células propias 
mediante la molécula de superficie identificada con el marcador CD8. 
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Figura 13.32. Células NK. A: La morfología es como la de un linfocito con algunos gránulos en el citoplasma (flechas). 
X5000. B: Immunomarcaje de una célula similar a la anterior, utilizando anticuerpos frente a proteínas de los gránulos marca- 
das con oro coloidal (flecha). X4000. (Tomado de NCI Frederick.) C: Imagen de microscopía electrónica de barrido. Una célula 
tumoral (Tu) con múltiples prolongaciones citoplásmicas es rodeada por varias células NK (NK), que procederán a eliminarla. 
X1500. (Tomado de 4LifeResearch.) D: Imagen de microscopía electrónica de transmisión que muestra una célula NK (NK) que 
emite prolongaciones (flecha) que establecen contacto con las prolongaciones (P) de una célula tumoral (Tu). X3000. (Tomado 


A 


MHC de clase I, como las células propias normales. En 
el caso de las células tumorales, la participación de las 
células NK es menor que en las infectadas por virus y se 
produce debido a la estimulación por IL-2. 

En ambos casos, las células NK actúan estableciendo 
contacto con la célula diana y liberando el contenido de 
sus gránulos al espacio intercelular (Figs. 13.32.C y 
13.32.D). La más importante de las sustancias conteni- 


das en los gránulos es la perforina o citolisina, que pre- 
senta cierta homología con el C9 del complemento. La 
perforina, con la colaboración del Ca”, se une a la fosfa- 
tidil colina de la membrana de la célula diana y forma 
un poro transmembranoso similar al de la reacción del 
complemento. No obstante, difiere de esta acción en 
que la muerte celular causada por la perforina se produ- 
ce por apoptosis, observándose una fragmentación nu- 
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clear muy rápida (véase página 382). Esto se debe a que 
los gránulos de las células NK contienen proteasas de 
serina, que penetran en la célula diana por los canales 
abiertos por la perforina. Una de esas proteasas es la 
granzima B, que fragmenta y activa las caspasas produ- 
ciendo la apoptosis. Las células NK también pueden ac- 
tivar directamente la cascada apoptótica, pues su su- 
perficie presenta el ligando del Fas que se une al 
receptor del Fas de la superficie de las células diana. 
Los gránulos contienen, además, otras sustancias que 
pueden actuar como factores citotóxicos, tales como la 
linfotoxina (TNF-B) y condroitin-sulfato A, que protege a 
la célula de las enzimas líticas que vierte al espacio ex- 
tracelular. 


CÉLULAS CEBADAS O MASTOCITOS 


Las células cebadas se denominan también mastocitos 
porque, cuando fueron descubiertas, se designaron en 
alemán con el término Mast, que se emplea para desig- 
nar al animal engordado o cebado. Estas células suelen 
encontrarse junto a vasos sanguíneos de pequeño cali- 
bre, y su aspecto es redondeado u ovoide (Figs. 13.33.A y 
13.33.B). Su núcleo es pequeño, redondeado y algo irre- 
gular. La membrana plasmática muestra algunas proyec- 
ciones cortas (Fig. 13.34.A). Estas células son muy pare- 
cidas a los leucocitos basófilos, de los que se distinguen 
porque las células cebadas son de mayor tamaño y po- 
seen un núcleo de contorno más regular. Aunque en un 
principio se pensó que los mastocitos eran leucocitos ba- 
sófilos emigrados de la sangre, hoy se admite que am- 
bos tipos celulares son diferentes, pese a que se originan 
en la médula ósea de la misma célula precursora, que 
forma leucocitos basófilos en la propia médula o emigra 
por la sangre a los tejidos, donde da lugar a mastocitos. 

Como en los leucocitos basófilos, lo más característi- 
co de los mastocitos es la presencia en el citoplasma de 
numerosos gránulos de gran tamaño (600 nm de diáme- 
tro) rodeados de membrana. Estos gránulos son solubles 
en agua y metacromáticos (viran el color original del co- 
lorante); así, con el azul de metileno o de toluidina se co- 
lorean en púrpura. Esta propiedad se debe al contenido 
en glucosaminoglucanos sulfatados, principalmente he- 
parina. Con el microscopio electrónico los gránulos pue- 
den mostrar una estructura interna que en los roedores, 
suele ser finamente granular, pero en el hombre tiene el 
aspecto de laminillas concéntricas (Fig. 13.34.B). El con- 
tenido de estos gránulos es muy similar al de los gránu- 
los de los leucocitos basófilos, y consiste en proteogluca- 
nos (cuya composición varía según el tipo de mastocito), 
histamina, serotonina (en roedores, pero no en el hom- 
bre), factores quimiotácticos para los neutrófilos (NCF) y 
eosinófilos (ECF) y radicales libres del oxígeno (véase pá- 
gina 387). Al igual que los leucocitos basófilos, segregan 
también otros productos no contenidos en sus gránulos, 
como derivados del ácido araquidónico (eicosanoides) y 
el PAR. 

Otras sustancias segregadas por los mastocitos (mu- 
chas almacenadas en sus gránulos) y que no aparecen 
en los leucocitos basófilos son: 


1. Enzimas que digieren la matriz extracelular: hialu- 
ronidasa y glucuronidasa-f, que elimina la gluco- 
samina. 

2. Proteasas neutras que activan el C3 del comple- 
mento, como la triptasa, la quimasa, la proteasa 
similar a la catepsina G y la carboxipeptidasa. 

3. Otras enzimas diversas, como fosfatasa alcalina y 
descarboxilasas de aminoácidos. 

4. Factores que estimulan la hemopoyesis en gene- 
ral (IL-3) y, en concreto, la formación de eosinófi- 
los (IL-5) y macrófagos (M-CSF). 

5. Factores que estimulan la activación de neutrófi- 
los, macrófagos y eosinófilos (TNF-a) y la de los 
linfocitos (IL-4 e IL-6) en la respuesta inmunitaria. 


Como los leucocitos basófilos, las células cebadas po- 
seen receptores para la IgE e intervienen en la anafilaxia. 
Participan en la respuesta celular inmunitaria en general 
y, en particular, en el rechazo agudo de injertos y trasplan- 
tes. También desempeñan importantes funciones en la 
formación de edemas y en la proliferación vascular. Ade- 
más, existen pruebas de que participan en el reconoci- 
miento celular, el crecimiento y la regeneración del tejido 
conjuntivo. En concreto, favorecen la formación de fibras 
colágenas y son capaces de degradar los glucosamino- 
glucanos del tejido conjuntivo. Se produce un aumento 
en el número de mastocitos en reacciones del tejido con- 
juntivo, tanto fisiológicas (crecimiento) como patológicas 
(neoplasias). 

Algunos autores distinguen dos tipos de mastocitos, 
que difieren en algunos de los componentes de los gránu- 
los: los de la mucosa intestinal (Mt) y los de los restantes 
tejidos conjuntivos, como los del peritoneo y el pulmón 
(Mtc). En el hombre, ambos tipos celulares contienen con- 
droitín sulfato y heparina, pero difieren en las proteasas 
neutras: mientras que las células Mt sólo tienen triptasa, 
las Mtc poseen todas las proteasas mencionadas. En los 
roedores, sólo las Mt tienen condroitín sulfato, mientras 
que sólo las Mtc poseen heparina y serotonina. 

Pero la principal diferencia entre ambas células radi- 
ca en su respuesta ante estímulos diferentes: las Mt res- 
ponden a la liberación de IL-3 e IL-4 por los linfocitos T, 
mientras que las Mtc responden a factores liberados 
por los fibroblastos. 


MACRÓFAGOS 


Los macrófagos provienen de monocitos de la sangre. 
Están presentes en el tejido conjuntivo, los órganos he- 
mopoyéticos y linfoides, los sinusoides del hígado y los 
alvéolos pulmonares, a donde emigran los monocitos 
utilizando básicamente los mismos receptores de asen- 
tamiento y adresinas vasculares que otros leucocitos 
(véase Tabla 13.2). 

Los macrófagos son células ovoides, redondeadas o 
estrelladas (Fig. 13.35.A y véase Fig. 13.33.C). El núcleo 
es algo más pequeño, dentado y oscuro que el de los fi- 
broblastos y posee uno o dos nucléolos prominentes. El 
citoplasma presenta los orgánulos habituales, similares 
a los de los fibroblastos, excepto el retículo endoplas- 
mático rugoso, que está mucho menos desarrollado. 
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Figura 13.33. A: Célula cebada con numerosos gránulos (flecha) en el tejido conjuntivo intersticial de la túnica propia de 
un tubo seminífero. Azul de metileno. X650. B: En el mismo tejido se observan una célula cebada con gránulos (flecha) y 
otra desgranulada (flecha abierta). Azul de metileno. X650. C: Macrófagos con partículas fagocitadas (flechas) en un centro 
germinal de un ganglio linfático. H.E. X450. D: Célula dendrítica (célula de Langerhans) (estrella) en la epidermis. Azul de 
metileno. X950. 
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Figura 13.34. A: Célula cebada humana observada con el microscopio electrónico. X8300. B: Detalle de los gránulos de la cé- 
lula cebada anterior que muestra configuraciones de laminillas dispuestas formando cilindros (flechas). X16 000. 


Además, destacan un gran número y variedad de liso- 
somas cargados de enzimas digestivas. Hay microtúbu- 
los en la periferia del citoplasma y microfilamentos en 
el resto. 

Los macrófagos son difíciles de distinguir de los fi- 
broblastos con las técnicas histológicas convencionales 
cuando apenas ha comenzado su actividad fagocítica 
sobre elementos extraños o perjudiciales. Se pueden 
identificar por el método clásico de tinción supravital 
con rojo nuclear (rojo neutro), que se incorpora a sus li- 
sosomas, o utilizando marcadores específicos para ma- 
crófagos, como anticuerpos frente al CD68. Cuando se 
cargan de las partículas fagocitadas, éstas se almace- 
nan en grandes lisosomas secundarios (Figs. 13.35.B y 
véase Fig. 13.33.C) y las células adquieren forma redon- 
deada con el núcleo, generalmente indentado, situado 
en un extremo. Las sustancias que no son digeribles 
permanecen en los lisosomas formando los cuerpos re- 
siduales. 

Cuando los macrófagos han de fagocitar cuerpos muy 
grandes (algodón, talco, hilos de sutura o acumulaciones 
de bacterias) se fusionan unos con otros formando las cé- 
lulas gigantes de cuerpo extraño (Fig. 13.35.C). Estas célu- 


las forman un sincitio hasta con más de 100 núcleos, que 
pueden disponerse en forma de herradura o anillo en cu- 
yo centro quedan los centríolos. Las células gigantes po- 
seen muchas mitocondrias y prolongaciones del citoplas- 
ma a modo de membranas ondulantes. 

Otras veces los macrófagos se agrupan adaptándose 
unos a otros, con lo que adquieren un aspecto epitelial 
y se denominan células epitelioides. Poseen grandes li- 
sosomas y numerosos microtúbulos que forman haces 
que rodean el complejo de Golgi y el núcleo. 

Los macrófagos pueden realizar una fagocitosis ines- 
pecífica en la que sólo fijan e ingieren algunas de las partí- 
culas a su alcance, dependiendo de la carga, hidrofobici- 
dad y composición química de la superficie de la partícula. 
Mediante esta fagocitosis los macrófagos desempeñan un 
papel muy importante en la limpieza del organismo. Entre 
las sustancias fagocitadas se encuentran sangre extrava- 
sada, células muertas, viejas o lesionadas y residuos celu- 
lares, bacterias, sílice y colorantes (tinta china, carmín de 
litio y azul de tripano) inyectados en experimentos. Tam- 
bién eliminan los eritrocitos viejos (alrededor de 10" eri- 
trocitos cada día). Algunos macrófagos revisten los sinu- 
soides del hígado y órganos linfoides, donde desempeñan 
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Figura 13.35. A: Macrófago del tejido conjuntivo que, posiblemente, no ha fagocitado aún, pues no se observan fagolisoso- 
mas. X7000. B: Macrófago en cuyo citoplasma se observan lisosomas con sustancias fagocitadas (estrella). X5000. C: Célula gi- 
gante de cuerpo extraño en la que se observan varios núcleos, sustancias fagocitadas (estrella), lípidos (L) y un cristal de coles- 
terol (flechas). X7000. (Cortesía de M. García Villanueva. Hospital Ramón y Cajal. Madrid.) 
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una labor de limpieza fagocitando partículas de la sangre 
circulante. Otros macrófagos emigran a zonas de infec- 
ción o de inflamación, donde ingieren y degradan micro- 
organismos muertos y otros residuos. 

Pero además, los macrófagos, como los leucocitos 
neutrófilos, finalizan la respuesta inmunitaria ante la in- 
fección de microorganismos invasores, como bacterias y 
virus, mediante el proceso de opsonización explicado an- 
teriormente al tratar de los leucocitos neutrófilos (véase 
página 533), ya que, al igual que éstos, los macrófagos 
poseen en su superficie receptores para el fragmento Fc 
de las IgG e IgA y también receptores para el factor C3b 
del complemento. Ciertas toxinas bacterianas como los 
lipopolisacáridos de la pared celular pueden ejercer un 
efecto quimiotáctico sobre los macrófagos. 

Los macrófagos intervienen también decisivamente 
en el desarrollo de la respuesta inmunitaria realizando 
las siguientes funciones: 


1. Fagocitosis de los antígenos, dejándolos en la 
concentración necesaria para que sean presenta- 
dos a los linfocitos. 

2. Procesamiento de los antígenos fagocitados y pre- 
sentación posterior de éstos (como un péptido en 
MHC de clase II presentes en la superficie del ma- 
crófago) al linfocito T4 en un contacto célula a célu- 
la. Como en los linfocitos B, esta presentación y ac- 
tivación de los linfocitos Ty requiere también que la 
molécula B7 esté en la superficie de los macrófa- 
gos. Sin embargo, la captación de antígenos por 
los macrófagos es inespecífica (en eso se diferen- 
cian de los linfocitos B como células presentadoras 
de antígenos). Los antígenos se presentan sólo a 
aquellas células Ty específicas para ese antígeno. 

3. Secreción de factores que facilitan la proliferación 
y diferenciación de los linfocitos. Entre estos fac- 
tores están: 


— IL-1, IL-6 y el interferón IFN-y, que estimulan la 
producción de linfocitos activados. 

— TNF-a, que activa neutrófilos, macrófagos y 
eosinófilos y estimula el desarrollo de adresi- 
nas vasculares para la migración de los leuco- 
citos desde la sangre a través del endotelio. 

— Eritropoyetina y factores estimuladores de la 
formación de granulocitos y colonias de ma- 
crófagos (M-CSF, G-CSF y GM-CSP). 

— Factores quimiotácticos para los neutrófilos 
(NCP). 

— Prostaglandina E; y leucotrieno Bz, que aumen- 
tan la permeabilidad capilar facilitando la sali- 
da de los neutrófilos. 

— Factores de crecimiento como PDGF, FGF y 
TGF, que estimulan la proliferación de células 
madre de muchos tejidos. 

— Elastasa, colagenasa, lisozima y H202. 


La capacidad fagocítica y secretora de los macrófa- 
gos se incrementa por la acción de productos proceden- 
tes de los linfocitos o de otras células del tejido conjun- 
tivo. Uno de los factores más importantes es la IL-2, 
para la que poseen receptores de superficie. 


OTRAS CÉLULAS PRESENTADORAS 
DE ANTIGENOS 


Además de los macrófagos existen otras células que 
endocitan antígenos de forma inespecífica y los presen- 
tan del mismo modo a los linfocitos Ty (Fig. 13.36). Es- 
tas células, junto con los macrófagos y los linfocitos B, 
forman el grupo de las células presentadoras de antíge- 
nos (APC). También parecen tener su origen en monoci- 
tos pero, a diferencia de los macrófagos, no muestran 
actividad fagocítica. 

Cuando se estudian estas células in vitro se deno- 
minan células dendríticas, por sus prolongaciones ra- 
mificadas a manera de una neurona. Todas ellas tienen 
en común la presencia de MHC de la clase ll y de molé- 
culas B7 en su superficie; además, su citoplasma con- 
tiene unos gránulos peculiares, de tipo raqueta, deno- 
minados gránulos de Birbeck (Figs. 13.36.B y 13.36.C). 
A diferencia de los macrófagos, no suelen poseer re- 
ceptores para el fragmento Fc de los anticuerpos ni pa- 
ra el C3b del complemento (no realizan la opsoniza- 
ción). En condiciones fisiológicas se han descrito los 
siguientes tipos: 


1. Células interdigitantes. Son células de núcleo más 
claro e irregular que el de los linfocitos y citoplas- 
ma más abundante con escasas diferenciaciones 
peculiares. Desarrollan numerosas prolongacio- 
nes citoplásmicas que se interdigitan entre sí y 
cursan entre los linfocitos. Se identifican en las 
zonas pobladas por linfocitos T (áreas dependien- 
tes del timo de ganglios linfáticos y bazo). Tam- 
bién se encuentran en la médula ósea y MALT 
(Fig. 13.36). 

2. Células veladas. Son similares a las anteriores, 
pero con el citoplasma replegado. Se han descrito 
en la linfa eferente de los ganglios linfáticos. Se 
considera que pueden ser células interdigitantes 
que se movilizan a la linfa. 

3. Células de Langerhans. Están en la epidermis. 
Muestran algunas prolongaciones citoplásmicas 
(véase Fig. 13.33.D). En estas células se describie- 
ron por primera vez los gránulos de Birbeck. Cier- 
tos datos sugieren que estas células, aunque no 
son fagocíticas, pueden presentar receptores para 
el Fc de los anticuerpos (véase Tabla 13.4). 


CÉLULAS FOLICULARES DENDRÍTICAS 


Estas células, aunque se denominen también dendríti- 
cas, difieren de las anteriores. Se encuentran en zonas 
pobladas por linfocitos B de los órganos linfoides peri- 
féricos, esto es, en los folículos linfoides, concretamen- 
te en los centros claros de los folículos (denominados 
centros germinales), donde los linfocitos B se transfor- 
man en inmunoblastos ante la estimulación antigénica 
(Fig. 13.37). Muestran numerosas expansiones citoplás- 
micas irregulares con forma de ramas espinosas, delga- 
das láminas o seudópodos rechonchos. El citoplasma 
posee pocas diferenciaciones y contiene escasos lisoso- 
mas. El núcleo es irregular, con heterocromatina en 


HISTOLOGÍA ANIMAL 


| ameno, en una célula de Langerhans humana. X80 000. 


Figura 13.36. A: Célula dendrítica (D) en un ganglio linfático. En su proximidad se observa un macrófago (M), linfocitos pe- 
queños (L) y un inmunoblasto (Im). X3000. B: Detalle del citoplasma de una célula dendrítica que muestra numerosos gránu- 
los de Birbeck (flechas). (Micrografía de Mattek Corporation. Ashland, Ma. USA.) C: Gránulos de Birbeck, observados a gran 


J 


banda periférica, y el nucléolo es patente. Parece que se 
originan en los propios folículos linfoides, a partir de 
células reticulares primitivas del tipo célula mesenqui- 
mática. No contienen gránulos de Birbeck y carecen de 
MHC de clase II, por lo que no procesan ni presentan 
antígenos a los linfocitos, pero poseen receptores para 
el C3b del complemento y es posible que también para 
el Fc de algunas inmunoglobulinas (véase Tabla 13.5). 
Su misión consiste en participar en la respuesta secun- 
daria, captando complejos antígeno-anticuerpo-com- 
plemento, que retienen entre sus largas prolongaciones 
durante largos períodos de tiempo, para entregarlos a 
los linfocitos B memoria de los centros germinales du- 
rante la respuesta secundaria al antígeno. 


SISTEMA FAGOCITARIO MONONUCLEAR 


Desde hace mucho tiempo se han tratado de agrupar 
las diferentes variedades de macrófagos y células asi- 
miladas en un sistema que expresara un concepto co- 
mún a todas estas células. La primera referencia a este 


sistema es la de Metchnikoff (1892), quien propuso el 
término sistema de los macrófagos. 

Actualmente se emplea el término sistema fagocítico 
mononuclear. Sus componentes son todas las células 
que derivan de los monocitos cuando éstos abandonan 
la sangre. Además de los monocitos, se incluyen en ese 
sistema los siguientes tipos celulares: 


1. Macrófagos en sentido propio. Comprenden los 
macrófagos existentes en tejido conjuntivo, mé- 
dula ósea, ganglios linfáticos, bazo, glándulas su- 
prarrenal e hipófisis (macrófagos perivasculares), 
pulmón (macrófagos alveolares), cavidades sero- 
sas (macrófagos pleurales y peritoneales) e híga- 
do (células de Kupffer). 

. Microglia del sistema nervioso central. 

3. Se consideran también células derivadas de mo- 
nocitos, aunque no fagociten, las células dendríti- 
cas interdigitantes presentadoras de antígenos, 
pero no las células foliculares dendríticas. 

4. Derivan también de monocitos, aunque sean célu- 
las multinucleadas, los osteoclastos del hueso. 


N 


CAPÍTULO 13: SANGRE Y BASE CELULAR DE LA RESPUESTA INMUNITARIA 575 


Figura 13.37. Detalle de un centro germinal de un ganglio linfático. Se observan inmunoblastos (IM) y una célula folicular 


dendrítica (FD). X5000. 


La estimulación de los linfocitos B por un antígeno y su 
transformación en inmunoblastos (excepto en un grupo 
muy reducido de casos de los que se tratará luego) la 
realizan linfocitos Ty específicos para dicho antígeno, el 
cual les ha sido presentado por las células presentado- 
ras de antígenos (APC), esto es, los macrófagos y célu- 
las asimiladas o los propios linfocitos B. A continua- 
ción, se describirán en detalle las fases del proceso. 


PRESENTACIÓN DEL ANTÍGENO 
A LOS LINFOCITOS Tų} 


Los linfocitos B presentan como receptores antigénicos 
de superficie de 50 000 a 150 000 moléculas de IgM 
(o IgM + IgD) por célula. Primero aparece IgM y luego 
puede añadirse lgD. Cuando un linfocito B específico 
frente a un antigeno contacta con éste, el antigeno se une 
a estas inmunoglobulinas receptoras. Utilizando como 
antigenos anticuerpos marcados obtenidos frente a estas 
inmunoglobulinas, se observa que, a la temperatura del 


organismo (37 °C), los antigenos unidos a los receptores 
aparecen dispersos por toda la superficie celular; pero, 
con el tiempo, se concentran en algunas areas (fendmeno 
de parcelación), debido a que las inmunoglobulinas se 
mueven al azar y, al contactar, se adhieren porque los an- 
tigenos unen unas inmunoglobulinas a otras. Una hora 
después del contacto con el antigeno, éste es endocitado 
por el linfocito (internalización) (Fig. 13.38). A continua- 
ción, el retículo endoplasmático rugoso del linfocito sinte- 
tiza MHC de clase ll, que pasan al complejo de Golgi, y 
desde éste emergen en vesículas que se unen al endoso- 
ma que contiene el antígeno internalizado. El endosoma 
con el antígeno procesado y la MHC de clase II da lugar a 
una vesícula de exocitosis que se une a la membrana 
plasmática, donde queda anclado el complejo MHC de 
clase Il unido al antígeno procesado, convertido en un 
péptido de unos 30 aminoácidos, listo para ser presenta- 
do a los linfocitos Ty (Fig. 13.39). 

Las otras células APC (macrófagos y células asimila- 
das) procesan el antígeno y lo presentan del mismo mo- 
do, pero captan el antígeno de forma inespecifica. Por 
tanto, mientras que los linfocitos B sólo pueden captar y 
procesar aquellos antígenos para los que sus inmuno- 
globulinas de superficie han sido programadas, las otras 
APC pueden captar y procesar cualquier antígeno. 
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Figura 13.38. Estimulación de los linfocitos B en cooperación con los linfocitos T auxiliares (Ty). Las células presentadoras 
de antígenos (macrófagos, células asimiladas y linfocitos B) captan el antígeno, lo procesan y lo presentan a los linfocitos Ty en 
las MHC de clase II de las células presentadoras. Los linfocitos Ty liberan factores que estimulan la activación del linfocito B y 
su transformación bien en células plasmáticas que segregan anticuerpos (respuesta primaria) o en linfocitos B con memoria, 
que se diferencian de sus progenitores en que están programados frente al antígeno que causó su producción. Ante una segun- 
da exposición al mismo antígeno (respuesta secundaria) originarán células plasmáticas. En la primera exposición al antígeno, 
primero se segrega IgM, que es el anticuerpo predominante; después pueden segregarse también los demás isotipos de inmu- 
noglobulinas, excepto el IgD. En la respuesta secundaria el anticuerpo predominante es IgG, pero también se segregan los res- 
tantes isotipos de inmunoglobulinas, excepto el IgD. A su vez, los linfocitos Ty proliferan formando un clon de linfocitos Ty que 
pueden ser efectores y actuar en cooperación con linfocitos B o permanecer en espera de una segunda exposición al antígeno. 
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Figura 13.39. Las células presentadoras de antígenos inter- 
nalizan por endocitosis el antígeno, que es parcialmente di- 
gerido en el compartimiento endosómico. Allí se reúne con 
las moléculas de histocompatibilidad de clase II (MHC-ID, 
que son sintetizadas en el retículo endoplasmático y el com- 
plejo de Golgi junto con una cadena invariable que es degra- 
dada en el endosoma. Una vez procesado el antígeno y uni- 
do a las MHC-II, es devuelto por exocitosis a la superficie 
celular para que sea presentado al linfocito Ty. 


A 


En la presentación del antígeno, el linfocito T4 recono- 
ce la MHC de clase II propia mediante el receptor CD4. En 
realidad, las células Ty no reconocen propiamente las 
MHC ni los antígenos nativos. Lo que reconocen es el an- 
tígeno procesado en forma de un péptido asociado a una 
MHC de clase II del propio organismo; es lo que se ha de- 
nominado reconocimiento asociativo. Una vez unida la 
célula T a la superficie de la APC, la adhesión se incre- 
menta por la producción de la integrina LFA-1 en la célu- 
la Ty, que se une a la I-CAM-1 de la APC. 

Desde la captación del antígeno hasta su presenta- 
ción en la MHC de clase II transcurren unas seis horas. 
En este tiempo, en la superficie del linfocito o de la célu- 
la APC aumentan las MHC de clase Il, la molécula señal 
B7 y los receptores para citoquinas. 


ACTIVACIÓN DE LOS LINFOCITOS Tą 


Además de presentar el antígeno, las células APC acti- 
van a la célula Ty por dos procedimientos: a) la secre- 


ción de IL-1, y b) la estimulación del receptor CD28 de la 
célula Ty por la molécula señal B7 de la membrana de la 
APC (véase Fig. 13.29.A). Otro receptor de la célula Tx 
para B7 es la molécula llamada CTLA-4, que se une mu- 
cho más fuertemente a B7 que el CD28 y que, a diferen- 
cia de éste, transmite señales que inhiben la activación 
de la célula Ty. 

Esta activación de la célula Ty se produce por la esti- 
mulación de una tirosina quinasa que se encuentra en el 
dominio intracitoplásmico del receptor de superficie CD45 
(antígeno leucocitario común), presente en la mayoría de 
los leucocitos. Esta enzima provoca la ruptura de fosfo- 
lípidos de la membrana plasmática, el aumento de la ac- 
tividad de la proteína quinasa C y la elevación del nivel 
intracitoplásmico de Ca”. Estos segundos mensajeros 
estimulan la transcripción de los genes necesarios para 
las respuestas proliferativas y efectoras del linfocito Ty. 


ACTIVACIÓN DE LOS LINFOCITOS B F 
POR LOS LINFOCITOS Ty Y FORMACION 
DE INMUNOBLASTOS BY Tx 


Una vez activada, la célula Ty segrega IL-2, IL-4, IL-5, 
IL-10 y el interferón IFN-y, para llevar a cabo las siguien- 
tes funciones (véase Fig. 13.38): 


1. Activación de linfocitos B. Tiene lugar por dos pro- 
cedimientos: a) la secreción de IL-4, y b) la estimu- 
lación de la molécula CD40 de la superficie del lin- 
focito B por el ligando del CD40 (gp39) de la 
membrana del linfocito T, (veánse Figs. 13.29.B y 
13.38). La interacción del CD72 de la célula B con el 
CD5 de la célula Ty proporciona una adherencia en- 
tre ambas células que facilita la activación. 

2. Autoestimulación de los linfocitos Ty activados. 
La célula Ty segrega IL-2 y sintetiza receptores de 
superficie para unirse a esta interleuquina. Esto 
activa señales intracelulares que llevan a la trans- 
formación de la célula Ty en inmunoblasto Ty, el 
cual prolifera y produce un clon de linfocitos Ty, 
efectores. 

3. Otras funciones promovidas por las citoquinas se- 
gregadas son las siguientes: 


— La IL-4, además de activar a los linfocitos B, es- 
timula la producción de IgE. 

— La IL-5 activa la producción de leucocitos eosi- 
nófilos. 

— La secreción de IFN-y causa la activación de los 
macrófagos, el aumento de la expresión de B7 y 
MHC de clase Il en las APC, la inducción de la 
producción de MHC de clase ll en células que no 
las expresan normalmente (como las células en- 
doteliales) para que contribuyan a la presenta- 
ción de antígenos, la estimulación de la secre- 
ción de anticuerpos eficaces en la opsonización 
y activación del complemento (pero no de IgE), 
la estimulación de los linfocitos Tc para la lisis de 
células diana y la inhibición de la replicación de 
algunos virus y parásitos intracelulares. 
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— La IL-10, por el contrario, actúa inhibiendo la 
activación de los macrófagos (incluso su pro- 
ducción de interleuquinas y la expresión de 
MHC de clase II y de B7) y, por tanto, la presen- 
tación de antígenos. 


RESPUESTA PRIMARIA: FORMACIÓN | 
DE CÉLULAS PLASMÁTICAS Y SECRECIÓN 
DE ANTICUERPOS 


Los linfocitos T4 efectores producidos segregan IL-6, que 
actúa sobre los inmunoblastos B para que completen su 
diferenciación, primero en proplasmocitos y luego en cé- 
lulas plasmáticas secretoras de anticuerpos. Las células 
plasmáticas tienen forma ovoide y un núcleo excéntrico 
con una característica imagen de la cromatina en rueda 
de carro, un gran complejo de Golgi en el centro celular y 
abundantes cisternas paralelas de retículo endoplasmáti- 
co rugoso que llenan la mayor parte del citoplasma. Los 
proplasmocitos, que son células plasmáticas inmaduras, 


participan de estas características, aunque en menor gra- 
do (Fig. 13.40). La IL-6 también contribuye a que prosiga 
la autoestimulación de los linfocitos Ty (véase Fig. 13.38). 

La respuesta primaria de los linfocitos B se realiza en 
los órganos linfoides periféricos. En éstos, la estimula- 
ción de los linfocitos B tiene lugar donde se asientan los 
linfocitos Ty (colaboradores indispensables), esto es, en 
la zona paracortical profunda de los ganglios linfáticos 
(véase Fig. 13.27.A) y en la vaina linfoide periarterial del 
bazo (veánse Figs. 13.28.A y 13.28.B), lugares donde se 
encuentran las vénulas poscapilares por las que pene- 
tran los linfocitos. En el tejido linfoide de las mucosas 
también hay linfocitos T (entre un 10% y un 30% de los 
linfocitos de las placas de Peyer), junto con macrófagos 
y otras células presentadoras de antígeno. De cuatro a 
siete días después de la estimulación, los linfocitos B 
activados emigran hacia los folículos linfoides, que ad- 
quieren un gran desarrollo durante la respuesta prima- 
ria. Estos folículos presentan una corona oscura, consti- 
tuida por varias capas de linfocitos B, y un centro claro 
(centro germinal) donde se produce la transformación 


Figura 13.40. Células inmunocompetentes en un cordón medular de un ganglio linfático. Nótese la progresiva condensación 
de la cromatina y el aumento y organización del retículo endoplasmático rugoso (r) y del complejo de Golgi (g). A: Proplasmo- 
cito joven. X4000. B: Proplasmocito maduro con pequeñas microvellosidades (m) en la superficie celular. X6000. C: Célula plas- 
mática. X4000. 
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de los linfocitos B activados en inmunoblastos, proplas- 
mocitos y células plasmáticas, sucesivamente (veánse 
Figs. 13.27 y 13.28). El tiempo de duplicación de un lin- 
focito B en el centro germinal es de 6 a 12 horas; en cin- 
co días un linfocito B puede originar hasta 5000 células. 
Durante estas divisiones celulares se desarrolla la ma- 
duración de afinidad. Un día después de la estimulación 
del linfocito B comienzan a formarse células plasmáti- 
cas que producen mayoritariamente IgM y, en menor 
cantidad, IgG, IgA o IgE (nunca IgD). Estos anticuerpos 
son segregados a la sangre o la linfa y entran en la cir- 
culación. Una célula plasmática puede segregar unas 
2000 moléculas de anticuerpo por segundo. Las células 
plasmáticas abandonan los folículos y se sitúan en los 
cordones medulares (en los ganglios linfáticos) o en la 
pulpa roja (en el bazo), donde sobreviven unas sema- 
nas. No obstante, algunos inmunoblastos e incluso pro- 
plasmocitos pueden emigrar por la sangre o la linfa y 
propagarse a otros órganos linfoides o al tejido conjun- 
tivo. Algunas de estas células emigran a la médula ósea 
que, a las dos o tres semanas del inicio de la respuesta, 
se convierte en un centro importante de producción de 
anticuerpos. Una o dos semanas después de la estimu- 
lación antigénica, los folículos disminuyen de tamaño. 

Siempre que no haya estimulación antigénica, los lin- 
focitos B pueden permanecer en el órgano linfoide peri- 
férico o abandonarlo y recircular por la sangre y la linfa. 


FORMACIÓN DE LINFOCITOS B CON MEMORIA 
Y RESPUESTA SECUNDARIA 


No todos los inmunoblastos B formados en la respuesta 
primaria originan células plasmáticas; algunos dan lu- 
gar a clones de linfocitos B con memoria. Se piensa que 
cada linfocito B activado puede dar lugar a células plas- 
máticas o a linfocitos B con memoria, pero no a ambos 
a la vez (véase Fig. 13.38). 

Los linfocitos B de memoria no se distinguen morfo- 
lógicamente de sus precursores no estimulados. No ejer- 
cen respuestas pero se convierten rápidamente en célu- 
las efectoras ante el antígeno que los originó (respuesta 
secundaria). En su superficie presentan las inmunoglo- 
bulinas IgG, IgM, IgA o IgE (cada linfocito sólo expresa 
un isotipo), que no son segregadas. Pueden recircular y 
asentarse en todos los órganos linfoides periféricos 
y también en la médula ósea roja, que constituye un im- 
portante reservorio para las respuestas secundarias. Así, 
la enfermedad denominada mieloma consiste en la proli- 
feración de células plasmáticas en la médula ósea. 

En los órganos linfoides periféricos la respuesta se- 
cundaria se produce en los folículos, donde hay tam- 
bién algunos linfocitos Th (un 5% de los linfocitos folicu- 
lares), que han migrado desde su primitivo lugar de 
asentamiento, y células foliculares dendríticas (véase 
Fig. 13.37). Los anticuerpos circulantes pueden unirse 
al antígeno residual y formar complejos que atraen al 
complemento. Las células foliculares dendríticas, que 
tienen receptores para el C3b del complemento y posi- 
blemente para el fragmento Fc de algunos anticuerpos, 
retienen estos complejos entre sus prolongaciones cito- 
plásmicas. Estas células poseen en su superficie molé- 


culas V-CAM-1, que se unen a su receptor VLA-4 en la 
superficie de los linfocitos B con memoria, los cuales 
reconocen el antígeno (para el que fueron producidos 
en gran cantidad en la respuesta primaria) y son activa- 
dos por las células T, específicas para ese antígeno. Los 
linfocitos B con memoria activados se transforman en 
inmunoblastos que originan células plasmáticas. En las 
respuestas secundarias se segregan todos los isotipos 
de inmunoglobulinas (excepto IgD), aunque predomina 
la IgG (véase Fig. 13.38). 


ESTIMULACIÓN DIRECTA DE LOS LINFOCITOS B 
SIN INTERVENCION DE LOST, 


La estimulación directa de los linfocitos B, sin la interven- 
ción de los linfocitos Ty, sólo la pueden llevar a cabo de- 
terminados antígenos, denominados independientes de 
Ty. Estos antígenos son grandes moléculas no proteicas 
con determinantes antigénicos dispuestos en una se- 
cuencia lineal repetitiva, como los polisacáridos polimé- 
ricos del neumococo, los dextranos, algunos lípidos y 
ácidos nucleicos. Estos antígenos son endocitados por el 
linfocito B, pero no se expresan en MHC de clase II. Los 
linfocitos B activados no inducen la formación de linfoci- 
tos B de memoria, la maduración de afinidad, ni el cam- 
bio en el anticuerpo presentado y segregado, que suele 
ser siempre IgM. La mayoría de estos linfocitos B perte- 
necen a una línea celular diferente, que forma un grupo 
minoritario (5% de los linfocitos B) y se denominan /linfo- 
citos B1 (los normales serían B2). Son autorrenovables y 
presentan el marcador de superficie CD5, característico 
de todos los linfocitos T. Son importantes en la defensa 
frente a patógenos intestinales y en procesos autoinmu- 
nitarios. Abundan en las leucemias linfocitarias crónicas. 


Para que se activen los linfocitos T, los antígenos tienen 
que ser antes procesados y después presentados por 
las MHC propias. La presentación de los antígenos a los 
linfocitos Ty es en las MHC de clase ll, mientras que a 
los linfocitos Tc los antígenos les son presentados en 
las MHC de clase | (véase Fig. 13.31). Más adelante vere- 
mos que algunos linfocitos T reconocen y atacan MHC 
extrañas en reacciones alogénicas. 

Los linfocitos T activados se transforman en inmuno- 
blastos, morfológicamente indistinguibles de los inmuno- 
blastos B. Los inmunoblastos proliferan y originan un clon 
de linfocitos T pequeños pero ya programados para ac- 
tuar frente al antígeno, según su respuesta específica (vé- 
ase Fig. 13.13). Esta proliferación y diferenciación implica 
la aparición de: 1) células con memoria, que regresan al 
estado inactivo, pero que son capaces de desarrollar una 
segunda respuesta inmunitaria frente al antígeno (res- 
puesta secundaria); y 2) células efectoras o linfocitos acti- 
vados, que ejercen su respuesta específica al antígeno. Es- 
ta respuesta varía según el tipo de antígeno y de células 
que intervengan, del modo que se verá a continuación: 


580 HISTOLOGÍA ANIMAL 


ANTÍGENOS QUE CAUSAN 
UNA RESPUESTA HUMORAL 


La función de los linfocitos T4 como colaboradores de 
linfocitos B en la respuesta humoral se ha tratado am- 
pliamente en el apartado anterior. 

Hay al menos dos tipos de linfocitos Ty, según su 
función específica y las linfoquinas segregadas: Ty: y 
Th2. La formación de uno de ellos inhibe la del otro tipo. 


Linfocitos Th: 


Predominan en las reacciones de hipersensibilidad retar- 
dada que se producen frente a antígenos proteicos solu- 
bles o sustancias químicas que pueden unirse a proteínas 
propias y modificarlas, creando nuevos determinantes 
antigénicos. Entre estos antígenos se encuentran agentes 
químicos sensibilizantes de la piel y los productos de bac- 
terias intracelulares facultativas (Fig. 13.41). 

El antígeno es presentado a los linfocitos T, en las 
MHC de la clase II de los macrófagos (que presentan va- 
cuolas con numerosos microorganismos en el caso de 
las infecciones mencionadas) y también de células en- 
doteliales (que se han activado convirtiéndose en APC). 
Los linfocitos T4 que reconocen el antígeno pasan a in- 
munoblastos y forman linfocitos efectores, principal- 
mente del tipo T}, que liberaran linfoquinas, entre las 
que destacan: 


1. IL-2, que induce la proliferación autocrina de linfo- 
citos Ty, activados. 

2. IFN-y, que estimula: a) la presentación de antíge- 
nos incluso por células endoteliales; b) la secre- 


„= Antigeno 


Célula presentadora de antígenos 


Antigeno 
endocitado 


ción de IgG, que favorece la opsonización de los 
microorganismos y activa el complemento; c) la 
producción de células Tc que eliminen las células 
propias alteradas; y d) la activación de los macró- 
fagos, que actúan como célula efectora final que 
elimina por fagocitosis los microorganismos o 
proteínas modificadas. 

3. TNF-a y TNF-B (linfotoxina) que, entre otros efec- 
tos, actúan sobre las células endoteliales estimu- 
lando la formación de sustancias vasodilatadoras 
y de adresinas vasculares para el reclutamiento 
de linfocitos y monocitos desde la luz vascular al 
tejido conjuntivo. 


Linfocitos Ty2 


Segregan IL-4, IL-5, IL-10 e IL-13 y son los principales 
activadores de los linfocitos B para que éstos segre- 
guen todas las clases de anticuerpos (menos IgD). De- 
fienden el organismo contra patógenos extracelulares, 
como helmintos y alergenos, estimulando la defensa in- 
dependiente de fagocitos. También liberan mediadores 
que causan diarrea, tos y estornudos, lo que ayuda a 
expeler los parásitos por las superficies corporales. 


CÉLULAS PORTADORAS DE ANTÍGENOS 
TUMORALES O INFECTADAS POR VIRUS 


La acción de las células NK sobre las células propias 
portadoras de antígenos tumorales o infectadas por vi- 
rus (véase página 567) es una primera línea de defen- 
sa, que tiene su continuación en la acción de los linfo- 
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Figura 13.41. Respuesta en la reacción de hipersensibilidad tardía. Los macrófagos, o las otras células presentadoras de antí- 
genos, presentan el antígeno procesado en sus MHC de clase II y activan sobre todo a los linfocitos Ty, que segregan principal- 
mente las linfoquinas IL-2, IFN-y, TNF-a y TNF- (linfotoxina). La célula efectora final es el macrófago activado. 


citos Tc (Fig. 13.42). Estos antígenos son reconocidos 
por los linfocitos Tc en la superficie de las células (tu- 
morales o infectadas) del propio organismo, unidos a 
MHC de clase |. Algunos experimentos lo demuestran. 
Por ejemplo, si se ponen en contacto células infecta- 
das de un individuo con linfocitos Te del mismo indivi- 
duo, hay reconocimiento y las células son lisadas. En 
otro experimento, si se ponen en contacto células in- 
fectadas de un individuo con linfocitos Tc de otro indi- 
viduo se observa que no hay reconocimiento y las cé- 
lulas no son lisadas. Además, hay una especificidad 
para el antígeno, pues si las células Tc que atacan las 
células infectadas por el virus A se ponen en contacto 
con células infectadas por el virus B, no hay reconoci- 
miento. 

El proceso previo a la presentación del antígeno 
guarda similitud con lo que ocurre en las células APC en 
sus MHC de clase ll. Si se trata de un virus, éste es en- 
docitado, las proteínas capsulares son destruidas en 
proteasomas y los fragmentos generados en el citosol 
penetran en el retículo endoplasmático rugoso. Para 
que se produzca este tránsito peculiar, la membrana de 
este orgánulo posee unos transportadores del tipo ABC 
(ATP binding cassettes) que usan la hidrólisis del ATP 
como fuente de energía para introducir los péptidos. En el 
interior del retículo endoplasmático rugoso estos pépti- 
dos se unen a las MHC de clase | sintetizadas por el pro- 
pio retículo endoplasmático rugoso. Desde allí el comple- 
jo antígeno procesado + MHC de clase | pasa al complejo 
de Golgi, y desde éste se emite en el interior de una ve- 
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sícula de exocitosis hacia la membrana plasmática don- 
de queda anclado para su reconocimiento por la célula Tc 
(Fig. 13.43). 

La acción de los linfocitos Te consiste en la destruc- 
ción de las células diana, tras hacer contacto con la su- 
perficie de éstas. El mecanismo de lisis celular (apopto- 
sis) es muy específico para la célula que provocó el 
estímulo, pues las células de alrededor no se ven afec- 
tadas, y es el mismo utilizado por las células NK y expli- 
cado anteriormente (véase página 568). En el proceso 
interviene también la secreción de IFN-y, segregado por 
los propios linfocitos Tc y también por los Tm. 


INJERTOS Y TRASPLANTES DETEJIDOS 


La intervención de los linfocitos T en el rechazo de tras- 
plantes se conoce desde hace mucho tiempo. Los anima- 
les timectomizados al nacer no rechazan injertos, pero sí 
lo hacen si se les trasplantan linfocitos T de un donante 
normal singénico. Este rechazo se basa en el reconoci- 
miento de las MHC extrañas por algunos linfocitos T (cal- 
culados en un 2%), que atacan a las células portadoras 
con gran afinidad provocando su destrucción. 

En el proceso intervienen los linfocitos Tc , que ac- 
túan lisando las células extrañas al reconocer en ellas 
las MHC extrañas de clase I, y los linfocitos Ty, que re- 
conocerían las MHC extrañas de clase ll, colaborando 
con los linfocitos B. Este reconocimiento de las MHC ex- 
trañas plantea ciertas dificultades. Como ya se ha dicho, 


Figura 13.42. Respuesta ante 
infecciones víricas. Las células pro- 
pias infectadas presentan el antí- 
geno a los linfocitos T citotóxicos 
(Tc) en sus MHC de clase I. El 
contacto con el linfocito Tc causa 
la lisis de la célula portadora de 
antígenos. 
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Exocitosis del 
J antigeno procesado 
unido a la MHC-I 
Endosoma 
temprano 
\ Complejo 
Cubierta MHC- de Golgi Figura 13.43. Los virus endo- 
(5 del virüs citados por las células del orga- 
nismo pasan al compartimiento 
endosómico. Desde allí los com- 
End Wz ponentes viricos pasan al cito- 
naosoma 1 = sol, donde las proteinas viricas 
tardio O . ; 
son procesadas en el interior de 
J NX proteasomas para dar lugar a 
í do. Est - 
Nucleoide 6 ð un antígeno procesado. Este an 
ra © tigeno se incorpora al reticulo 
vírica AN d Sintesis de ae i 
an Retículo la MHCA endoplasmático rugoso median- 
Proteína endoplasmático / a : te transportadores ABC. Alli el 
A virica \ rugoso Proteina transportadora antigeno se une a las moléculas 
interna ABC de histocompatibilidad de clase 
ANININ ——3 ©- Antígeno procesado I (MHC-D) y, desde el complejo 
AINN Proteosoma de Golgi, se emiten a la superfi- 
Replicación del Entrega de la proteína vírica interna cie celular para su presentación 
nucleoide vírico para su degradación en un proteosoma a los linfocitos Tc. 


pS 


los linfocitos T reconocen los antígenos cuando son 
procesados y presentados como un péptido en MHC de 
células propias. Es lo que se conoce como reconoci- 
miento asociativo, pues los linfocitos no reconocen por 
separado ni el antígeno ni las MHC propias. Los linfoci- 
tos T tampoco reconocen los antígenos si les son pre- 
sentados en MHC de células extrañas pero, de hecho, 
reaccionan frente a las MHC extrañas desnudas, o inclu- 
so asociadas a un péptido propio. 

En el timo se seleccionaron aquellos linfocitos T que 
pudieran reaccionar frente a la combinación MHC pro- 
pias + péptido extraño, y se eliminaron aquellos que pu- 
dieran atacar las MHC propias, tanto desnudas como 
asociadas a un péptido propio. Sin embargo, es posible 
que no se eliminaran aquellos linfocitos T que pudieran 
responder a las MHC extrañas desnudas o a la combi- 
nación MHC extraña + péptido propio. Posiblemente, 
estos linfocitos interpretan las MHC extrañas, desnudas 
o asociadas a un péptido propio, como si fuera la com- 
binación MHC propia + antígeno. 

A esta presentación directa cabe añadir una indirecta, 
como la de cualquier otro antígeno: la MHC extraña puede 
ser endocitada (p. ej., a partir de restos celulares) por célu- 
las APC y presentada a los linfocitos Ty, que activarían a los 
linfocitos B. Las células T4 son principalmente del tipo Tm, 
y reclutan y activan macrófagos de modo similar a lo que 
ocurre en las reacciones de hipersensibilidad retardada. 

Los anticuerpos producidos junto con el comple- 
mento contribuyen sobre todo a la destrucción de las 
células endoteliales por los macrófagos. 


Una cuestión interesante es por qué no es rechazado 
el feto durante su desarrollo intrauterino. Se han formu- 
lado dos hipótesis: a) el trofoblasto, que separa por 
completo al feto de la placenta, carece de MHC de clase 
l; y b) los linfocitos no pueden acceder a la decidua, 
donde está implantado el feto. 


ACCIÓN SUPRESORA DE LOS LINFOCITOST 


Algunos linfocitos T suprimen específicamente la res- 
puesta de los linfocitos B o de otros linfocitos T a un antí- 
geno. Estos linfocitos recibieron el nombre de linfocitos 
T supresores (Ts). Hoy día se considera que las células T 
supresoras no constituyen una población definida, dedi- 
cada exclusivamente a suprimir, y se piensa que única- 
mente representan un comportamiento funcional más de 
los linfocitos T,, que pueden ejercer una acción supreso- 
ra en un momento dado por la influencia de señales emi- 
tidas por células vecinas. Esta hipótesis viene sustentada 
por los siguientes hechos: 


1. El efecto mejor demostrado de las células T su- 
presoras es la producción de un exceso de cito- 
quinas con función inhibidora, como puede ser la 
TGF-B. 

2. Como ya se ha dicho, la unión de la molécula B7 
de la APC al receptor CD28 de la célula Ty activa a 
ésta; pero si la molécula B7 se une al receptor 
CTLA-4 de la célula Ty, esta célula se inactiva. 
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3. Como se ha visto, hay dos tipos de linfocitos Ty 
(Tui y Tha) que estimulan respuestas inmunitarias 
diferentes, y la formación de uno de ellos inhibe 
la del otro tipo. 


También se ha postulado que los factores supresores 
son formas segregadas de receptores de linfocitos T (de 
la misma manera que las inmunoglobulinas pueden 
presentarse como receptores de membrana o en la for- 
ma segregada) que se unen a antígenos presentados en 
MHC de APC e inhiben competitivamente la activación 
de las células T con esos receptores. 


TOLERANCIA INMUNITARIA NATURAL 


Durante el desarrollo de los linfocitos deben ser elimi- 
nados aquellos que puedan desencadenar una reacción 
inmunitaria frente a moléculas propias. Esto es lo que 
se conoce como tolerancia inmunitaria natural. Un dato 
notable es que, en el timo, mueren por apoptosis más 
del 95% de los linfocitos sin que nunca lleguen a aban- 
donar este órgano. Se han formulado diferentes teorías 
para tratar de explicar cómo ocurre este proceso. Por lo 
que se refiere a los linfocitos T, hoy día se admite que 
actúan dos mecanismos de selección: 


1. Selección positiva. Se seleccionan aquellos linfo- 
citos T que reconocen cualquier péptido que les 
sea presentado en MHC de células propias, es de- 
cir, cualquier posible antígeno propio o extraño 
que, una vez procesado y convertido en un pépti- 
do, se muestre unido a las MHC propias. Esta se- 
lección incluiría los linfocitos que reconocen las 
MHC (propias o extrañas) desnudas, las cuales 
equivaldrian al complejo MHC propias + péptido. 
En realidad, esta selección significa que se elimi- 
nan por apoptosis aquellos linfocitos que no pue- 
dan realizar este reconocimiento. 

Se ha sugerido que este rescate está mediado 
por señales de crecimiento o de supervivencia 
proporcionadas por las células reticulares epitelia- 
les del timo, las cuales poseen no sólo MHC de 
clase | sino también de clase Il. 

2. Selección negativa. De los linfocitos T que sobrevi- 
ven a la selección positiva, se eliminan los clones 
autoagresivos, esto es, aquellos que reconocen: 
a) antígenos propios procesados y presentados en 
MHC propias, o b) las MHC propias desnudas (co- 
mo si presentaran un antígeno propio procesado). 
Este contacto prematuro del linfocito que está 
desarrollando su especificidad con el antígeno pro- 
voca la muerte del linfocito por apoptosis (elimina- 
ción de clones autoagresivos) o bloquea su capaci- 
dad de activación (anergia). En este último caso, 
los clones de linfocitos no son realmente elimina- 
dos, lo cual explica que, en algunas circunstancias, 
puedan activarse y causar problemas de autoinmu- 
nidad. 


La selección negativa tiene lugar en la superficie de los 
macrófagos y células dendríticas, que funcionan como 
células presentadoras de antígeno, también en el timo. 
No se conoce con certeza el mecanismo que determina la 
salvación o muerte de los linfocitos tímicos según la es- 
pecificidad del receptor. Se han ofrecido dos posibles ex- 
plicaciones. 


1. La unión del linfocito al antígeno en el timo es de 
gran afinidad y provoca su muerte, mientras que la 
unión fuera del timo es de baja afinidad y permite 
que los linfocitos sobrevivan. Como en el timo no 
hay células extrañas, los linfocitos que se están for- 
mando sólo pueden reconocer MHC propias, des- 
nudas y péptidos propios presentados en las MHC 
propias y esa unión les es fatal. Por el contrario, en 
los órganos linfoides periféricos, los linfocitos esta- 
blecen contacto con MHC extrañas desnudas y pép- 
tidos extraños presentados en MHC propias, y esa 
unión les permite responder sin morir. 

2. La explicación sería la misma que la anterior pero, 
en vez de hablar de unión de alta afinidad en el ti- 
mo, sostiene que sería una unión en ausencia de 
señal de coestimulación, es decir, sin el contacto 
de la molécula B7 de la célula presentadora con el 
receptor CD28 del linfocito. En ausencia de esa se- 
ñal, el antígeno mata o inactiva al linfocito en vez 
de estimularlo. La unión fuera del timo sería con 
coestimulación y permitiría la respuesta. 


La selección negativa del timo no explica la tolerancia 
hacia péptidos propios expresados exclusivamente en 
tejidos periféricos, por lo que, junto con la tolerancia cen- 
tral (en el timo), habría que añadir una selección clonal 
en los tejidos periféricos (tolerancia periférica). Los me- 
canismos de la tolerancia periférica se desconocen, pero 
es posible que sean similares a los que inducen la tole- 
rancia adquirida, de la que hablaremos a continuación. 

En cuanto a los linfocitos B, los procesos de selec- 
ción parecen ser los mismos (selección positiva y nega- 
tiva, incluida la anergia clonal), aunque se ha destacado 
que la falta de respuesta de estos linfocitos a los antíge- 
nos propios es sobre todo secundaria a la eliminación 
de las células T4 que son necesarias para la activación 
de los linfocitos B. Estos linfocitos que podrían actuar 
frente a los antígenos si no les faltara la célula T se co- 
nocen como linfocitos B desvalidos. 


TOLERANCIA INMUNITARIA ADQUIRIDA 


La presencia de antígenos no propios antes de que el 
sistema inmunitario haya madurado conduce a una to- 
lerancia inmunitaria natural. Si células de una raza de 
ratón se introducen en un ratón recién nacido de otra 
raza, algunas de esas células sobreviven en el ratón re- 
ceptor, el cual aceptará trasplantes del ratón donante, 
aunque rechazará los de ratones de otras razas. Pero 
también se puede conseguir una tolerancia adquirida 
después del nacimiento, incluso en adultos. 

La tolerancia adquirida más estudiada es la que inhi- 
be la proliferación y diferenciación de las células Ty, di- 
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rectamente o mediante las células reguladoras, a través 
de los siguientes mecanismos: 


1. Anergia inducida por el reconocimiento del antíge- 
no con déficit de coestimulación. No hay respuesta 
de los linfocitos Ty a la administración de un anti- 
geno cuando éste es administrado en grandes do- 
sis y en una de estas tres circunstancias: a) sin ad- 
yuvantes (sustancias que estimulan la producción 
de IL-2 y de moléculas B7 de las APC); b) con fár- 
macos que destruyen las moléculas B7 de las APC; 
o c) conjugados con IgE para que sean captados 
por células B inmaduras (carentes de B7). 

2. Anergia inducida por el reconocimiento de antíge- 
nos peptídicos alterados. Si las células Ty especifi- 
cas para un antígeno se encuentran con una for- 
ma alterada de ese antígeno, se pueden volver 
anérgicas. Se considera que la interacción de los 
ligandos peptídicos alterados con los receptores 
específicos de ese antígeno es una unión de muy 
baja afinidad que genera respuestas abortivas. 

3. Eliminación de células Ty por muerte celular indu- 
cida por la activación. Experimentalmente, la esti- 
mulación repetida de clones de linfocitos Ty por 
sus antígenos o activadores policlonales causa su 
apoptosis. /n vivo, este tipo de muerte celular se 
produce cuando se suministran toxinas bacteria- 
nas llamadas superantígenos, que estimulan gran 
cantidad de células Ty. La causa de la apoptosis es 
el aumento de la coexpresión de Fas y su ligando 
en los linfocitos Ty activados, posiblemente debi- 
da a la gran concentración de IL-2 producida. 


Los mecanismos de tolerancia de las células Tc son 
peor conocidos, aunque se cree que estas células se 
inactivan si reconocen péptidos asociados a las MHC de 
clase | propias sin coestimulación. Algunos datos per- 
miten suponer que en los linfocitos Tc puede producirse 
también apoptosis por activación, como en los linfoci- 
tos Ty, pero en este caso no seria por la vía del Fas y su 
ligando sino por la interacción del TNF con sus recepto- 
res (véase Fig. 8.38). 


Con respecto a los linfocitos B, puede inducirse tole- 
rancia (con independencia de los efectos de la supre- 
sión de células Ty) si se administran sistémicamente do- 
sis altas de antígenos polisacáridos o de conjugados de 
haptenos y polisacáridos. El mismo efecto produce la 
unión de antígenos proteicos a las células B en ausen- 
cia de coestimuladores. 


Existen agentes, llamados mitógenos, que difieren de los 
antígenos y actúan inespecificamente sobre grandes po- 
blaciones de linfocitos induciendo su proliferación en in- 
munoblastos. Los mitógenos se unen a la membrana 
plasmática de los linfocitos y provocan la proliferación 
selectiva de algunos linfocitos. Por ejemplo, el lipopolisa- 
cárido de Escherichia coli activa los linfocitos B. Entre los 
mitógenos más conocidos figuran las /ectinas, que unen 
células vecinas produciendo su aglutinación. Son proteí- 
nas o glucoproteínas, principalmente vegetales, con afi- 
nidad por los radicales oligosacáridos de la membrana 
plasmática (véase Tabla 1.1). Entre las lectinas que esti- 
mulan a los linfocitos T están la fitohemaglutinina y la 
Concanavalina A. Las lectinas obtenidas de la raíz de la 
hierba Phytolacca americana activan tanto los linfocitos B 
como los T. 

Las lectinas pueden conjugarse con un marcador, 
por ejemplo la ferritina o la hemocianina, y ser localiza- 
das con el microscopio electrónico. Estos marcadores 
han demostrado que estos mitógenos actúan como los 
antígenos, extendiéndose uniformemente, parcialmen- 
te o en caperuza por la membrana de los linfocitos. Los 
linfocitos aumentan su volumen, el número de poliso- 
mas libres y el desarrollo del complejo de Golgi, y en- 
tran en mitosis. A partir de las 24 horas de la estimula- 
ción con fitohemaglutinina los linfocitos comienzan a 
perturbar a células como los fibroblastos y liberan linfo- 
quinas. Se llegan a desarrollar células plasmáticas al ca- 
bo de 7-10 días. 
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TEJIDO CONJUNTIVO _ 


El tejido conjuntivo se caracteriza porque sus células no 


se encuentran adosadas entre sí, sino englobadas en 
una matriz con sustancia fundamental blanda. Este teji- 
do desempeña múltiples funciones como el Soporte y 


llas de defensa del'organismo. Los componentes de este 
tejido se clasifican en células y matriz. 


vertebrados. Describiremos esencialmente el de los ver- 
tebrados, aunque también mencionaremos las varieda- 
des más frecuentes en los invertebrados. 


Las células del conjuntivo pueden agruparse en dos 
grandes apartados: 


i; 


2. Células móviles, visitantes o errantes. Proceden 
‘son residentes temporales. La mayoría son célu- 


pero en algunos tejidos conjuntivos hay también 
células pigmentarias. 


CÉLULAS PROPIAS DELTEJIDO CONJUNTIVO 
(CELULAS FIJAS) 


pero en este apartado consideraremos además su pre- 
y una variedad de fi- 
broblasto presente en algunos tejidos conjuntivos: la 


Células mesenquimáticas 


embrionario. Constituirían lasícélulas precursoras. delfis 
broblasto, pues no fabrican colágeno, sino sólo sustan- 
(cia fundamental. Son células de contorno irregular, con 


prolongaciones que le confieren un aspecto estrellado 
(Fig. 14.1.A). Poseen pocos orgánulos, pero son abun- 
dantes los ribosomas libres, y hay cierto desarrollo del 
retículo endoplasmático rugoso que las hace algo basó- 
filas. 

Las células mesenquimáticas embrionarias son sus- 
ceptibles de diferenciaciones diversas: hacia fibroblas- 
tos, células reticulares, adipocitos, miofibroblastos, con- 
droblastos, osteoblastos y células musculares. No todas 
las células mesenquimáticas tienen tantas posibilidades, 
pero sólo por su aspecto no se pueden distinguir las que 
son precursoras de un tipo celular de las que lo son de 
otros tipos. En algunos tejidos conjuntivos adultos están 
presentes algunas células mesenquimáticas, las cuales 
actúan como células madre que mantienen su capacidad 
de diferenciarse en los tipos celulares mencionados. 


Células reticulares 


de los órganos linfoides y hemopoyéticos (Fig. 14.1.B). 


Estas células reciben ese nombre por encontrarse en el 


entre las que se establecen unio- 
nes de hendidura y desmosomas. Son, por tanto, seme- 


jantes a las células mesenquimaticas/ La mayoría de las 
célulasreticulares:son;como los fibroblastos¿capacesde 


Estas células reticulares difieren de las células reticu- 
lares dendríticas, que presentan antígenos a los linfoci- 
tos en los órganos linfoides y no sintetizan colágeno 
(página 573). 
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Figura 14.1. A: Mesénquima embrionario en un feto humano de 20 semanas. Se aprecian células mesenquimáticas estrella- 
das (flecha) y un vaso sanguíneo (VS). X450. B: Célula reticular (R) entre células hemopoyéticas en la médula ósea. X3250. 
C: Fibroblasto que muestra el aspecto fusiforme característico. En su proximidad hay algunas fibras colágenas (co). X4500. 
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Fibroblastos 


Están presentes en la mayoría de las variedades de tejido 
¡ponentes de la matriz. Su aspecto es fusiforme, con finas 


y largas prolongaciones citoplásmicas en los extremos 
(Fig. 14.1.C). El núcleo es ovoide, a veces de contorno al- 
go irregular, y posee un nucléolo prominente. El citoplas- 
ma contiene abundante retículo endoplasmático rugoso 
(son células muy basófilas) y un complejo de Golgi de- 
sarrollado, orgánulos éstos en relación con la síntesis de 
material extracelular. Además, hay mitocondrias peque- 
ñas y filamentosas, algunos lisosomas, microfilamentos 
de actina y filamentos de vimentina. No poseen desmina. 
Existen también otras proteínas que interaccionan con la 
actina, como la miosina, la filamina y la tropomiosina. 
Los microfilamentos de actina se anclan internamente en 
la membrana plasmática en las placas de adhesión, me- 
diante proteínas como la vinculina, la talina y la actinina 
a. Estas proteínas se unen a proteínas transmembrano- 
sas del tipo integrina que, a su vez, se unen a componen- 
tes de la matriz extracelular como colágeno y fibronectina 
(véase página 318). 

Algunos autores denominaron fibrocito al fibroblas- 
to de tejidos conjuntivos maduros, fibrosos, en los que 
ya no hay apenas formación de nueva matriz. Pero este 
término, además de ser poco utilizado, es confuso: fi- 
broblasto significa formador de fibras, con independen- 
cia de que su aspecto indique una mayor o menor acti- 
vidad; por ello es más pertinente hablar de fibroblastos 
activos y poco activos que de fibroblastos y fibrocitos. 


‘micrometros por hora. Su poder fagocítico es escaso, 
pues sólo fagocitan si se administran dosis muy altas 


(p. ej., colorantes). 


de sustancias extrañas al organismo. 

Los fibroblastos son células diferenciadas que no 
dan lugar a otros tipos celulares y generalmente no se 
dividen, aunque pueden hacerlo al ser estimulados, co- 


Sin embar- 


go, en el tejido conjuntivo, junto a fibroblastos diferen- 
ciados pueden existir células mesenquimáticas que, 
ante determinados estímulos, son capaces de originar 
diversos tipos celulares tal como ocurre en el período 
embrionario. 


CÉLULAS MÓVILES O EMIGRANTES 


Células del sistema de defensa del organismo 
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das estan presentes en todas las variedades de tejidos 
conjuntivos, ni en todo momento ni en la misma pro- 
porción. Las más frecuentes son los macrófagos y las 


células cebadas. También puede haber linfocitos (acti- 


vados y no activados) y las células resultantes de su ac- 


tivación, como linfocitos T efectores y células plasmáticas. 
También se encuentran los restantes tipos de leucocitos: 
‘monocitos (que pasan a macrófagos), neutrófilos, eosinó- 
filos y, más raramente, basófilos. De todas estas células y 
de su función se ha tratado en detalle en el capítulo ante- 


rior (véase página 560 y siguientes). 


Células pigmentarias 


En algunos tejidos conjuntivos hay células con pigmen- 
t-ENP EN 


que es producida por los melanocitos de la epidermis y 
fagocitada:por:las"células-epidérmicas (Fig. 14.2.A), pe- 
ro también se pueden encontrar melanocitos en el ojo, 
concretamente en el tejido conjuntivo de la coroidesp 


(Fig. 12.6.A). Células pigmen- 

tadas con melanina son también las que forman eljepi> 

Estas células tienen, ade- 

más, la capacidad de fagocitar los discos membranosos 

que se exfolian diariamente de los conos y bastones re- 
tinianos. 

En otros vertebrados, como/peces, anfibios y reptiles) 

y 

en otros tejidos conjuntivos del organismo (Fig. 14.2.B), 

y los pigmentos que contienen son más variados, por lo 

que, en general, estas células se conocen como cromas 

(toforos) Según el pigmento que contengan, los croma- 

tóforos se denominan 'melanóforos, si contienen mela- 

nina; S (iridocitos), con cristales de 

que dan un aspect ) al tegumento de los peces; 


y xantoforos y eritróforos, con sustancias xantoproteicas 
que dan origen a pigmentospamanillozdorado) (xantófo- 
ros) OffGjOsSKeritroforos). 


La matriz del tejido conjuntivo comprende sustancia 


La sustancia fundamental consta de agua, sales mi- 
nerales, proteínas, (proteínas a las que 


se unen algunos oligosacáridos) y (pro- 
teínas con largas cadenas hidrocarbonadas del tipo glu- 
cosaminoglucanos) (véase Fig. 7.5). El agua, las sales y 
muchas de las proteínas de la sustancia fundamental 


del tejido conjuntivo provienen del plasma sanguíneo y 
forman el líquido tisular (un filtrado del plasma que di- 


. El alimento for- 
ma soluciones simples (sales y glucosa) o partículas co- 
loidales (macromoléculas proteicas). Estas últimas, a 
diferencia de las soluciones simples, no pueden atrave- 
sar ordinariamente la pared de los capilares pero sí lo 
hacen en determinadas condiciones. 


1es:de/larsustancia fundamental (algunas glucoproter 
nas y los proteoglucanos)'soN sintetizados por las célus 


La sustancia fundamental es (amorfa, con la consis- 
(tencia de un gel. Es extraída por los fijadores acuosos y 


disminuye con la edad. Con el microscopio óptico adop- 


HISTOLOGÍA ANIMAL 


Figura 14.2. A: Epidermis humana teñida mediante la técnica histoquímica de DOPA para poner de manifiesto los melanoci- 
tos (flecha), entre las células del estrato basal de la epidermis (E). D: dermis. X125. B: Cromatóforos de la dermis de rana. La 
forma celular estrellada se pone de manifiesto con la impregnación argéntica. X450. 


ta una coloración basófila, a diferencia de las fibras co- 
lágenas, que son eosinófilas. Con el microscopio elec- 
trónico puede apreciarse como grumos de escasa den- 
sidad electrónica, o no apreciarse. 


De cada uno de los tipos de fibras y de los principa- 
les componentes de la sustancia fundamental se ha tra- 
tado en el capítulo 7 (véanse las páginas 295 a 308). 


VARIEDADES DE TEJIDO CONJUNTIVO 
Según con la proporción y las características de las fi- 


bras, células y sustancia fundamental, se distinguen las 
siguientes variedades de tejido conjuntivo: 


MESOGLEA DE LOS INVERTEBRADOS 


La mesoglea es la capa extracelular, de espesor varia- 
ble, que se encuentra entre el ectodermo y endodermo 


de los cnidarios y los ctenóforos. De ordinario se com- 
pone de una matriz con alto contenido de proteogluca- 
nos y que contiene fibras similares a las colágenas, pe- 
ro sin estriación visible. La síntesis de la mesoglea corre 
a cargo de células epidérmicas del tipo epiteliomuscu- 
lar (Fig. 14.3.A). 

En especies con mesoglea gruesa (como las anémo- 
nas y los ctenóforos), estas fibras se disponen en estruc- 
turas laminares. En muchas especies hay también célu- 
las dispersas por la mesoglea. En las anémonas esas 
células son semejantes a los amebocitos y presentan mu- 
chas inclusiones granulares. En la mesoglea de las cte- 
nóforos aparecen algunas células musculares lisas. 


MESÉNQUIMA 


El mesénquima es el tejido embrionario precursor del 
tejido conjuntivo, y puede considerarse un tejido con- 
juntivo muy primitivo. Contiene células mesenquimáti- 
cas estrelladas, unidas por sus prolongaciones median- 
te uniones de hendidura. En el espacio extracelular hay 
sustancia fundamental, pero no se observan fibras colá- 
genas o reticulares (Fig. 14.3.B). El mesénquima tam- 
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Figura 14.3. A: Mesoglea (estrella) de un pólipo (Alcyonum). Ocupa el espacio entre la ectodermis (ed) y la gastrodermis 
(gd). H.E. X125. B: Mesénquima embrionario en un feto humano de 20 semanas. Tricrómico de Masson. X250. C: Tejido con- 
juntivo mucoide del cordón umbilical. Se aprecian fibroblastos con finas y largas prolongaciones citoplásmicas (flecha) en una 
matriz con abundantes fibras y sustancia fundamental. H.E. X450. D: Tejido conjuntivo de relleno subepidérmico (estrella), si- 
milar al conjuntivo mucoide, en el gusano platelminto Moniezia. E: epidermis. H.E. X250. E: Tejido conjuntivo del tipo laxo (es- 
trella) bajo la epidermis (Ep) del caracol Helix. H.E. X250. 
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bién origina otros tejidos, como el tejido adiposo, el 
cartílago, el hueso y el músculo. 


CONJUNTIVO MUCOIDE 


Es característico del donde se deno- 


cordón umbilical, 
mina gelatina de Wharton (Fig. 14.3.C). En el feto de los 


mamíferos también se encuentra debajo de la piel. Muy 


similar es el tejido conjuntivo presente en la cresta del 
gallo y en los genitales de monos. Una variedad pareci- 
da se observa en algunos invertebrados inferiores, co- 
mo platelmintos y nemertinos (Fig. 14.3.D). 


CONJUNTIVO LAXO O AREOLAR 
flexible, algo elástico (Figs. 14.4.A y 


14.5.A). Se llama areolar por su aspecto macroscópico 
de diminutos espacios llenos de aire que, en realidad, 
corresponden a Se 
encuentra muy extendido en los animales bajo la epi- 
Forma el 

y la lámina propia o corion 
donde se asientan los epitelios digestivo, respiratorio, 
urinario y genital. También se encuentra en la submuco- 


Es un 


(pleura, peritoneo, pericardio). Es también el tipo de te- 
jido conjuntivo más común en los invertebrados (véase 
Fig. 14.3.E). 

Se trata del tejido conjuntivo más característico, 


constituido por una equilibrada proporción de sustancia 
fundamental, fibras y células. En general, predominan 


CONJUNTIVO DENSO O FIBROSO 


A diferencia del tejido conjuntivo laxo, las fibras coláge- 
nas predominan considerablemente sobre las células y 
la sustancia fundamental. Las células fijas son fibro= 
blastos, poco activos en los conjuntivos densos madu- 
ros. Hay pocas células móviles, que son sobre todo ma- 
icrófagos. Según la organización de las fibras colágenas, 
se distinguen: 


11. Conjuntivo denso no orientado (irregular). Se en- 
cuentra en la dermis de los mamíferos, el perios- 
tio, la cápsula de muchos órganos y las vainas de 
tendones y nervios (Figs. 14.4.B y 14.5.B). 

2. Conjuntivo denso orientado (regular). Comprende 
dos formas: 


— En haces paralelos. Forma los tendones (unen 
los musculos a huesos) constituyendo (haces 


‘muy apretados, entre los que se disponen tra- 
béculas de tejido conjuntivo laxo que contiene 

La envoltura del 
tendón es también de tejido conjuntivo laxo. 
En los tendones hay dos poblaciones de haces 
de fibras colágenas (del tipo |) entremezcladas: 
haces gruesos (175 um de diámetro) y haces 
delgados (60 um). En los ligamentos (unen hue- 
sos entre sí) hay haces algo menos ordenados 
que en los tendones (Fig. 14.4.C). 


— En haces entrecruzados. Aparece en fascias y 
aponeurosis (unen músculos a huesos). Las fi- 
bras se disponen en capas o planos: En cada ca- 
pa las fibras son paralelas entre sí, pero forman 


‘un ángulo respecto a las de las capas adyacen- 
‘tes: A veces, las fibras pueden pasar de una capa 
a otra y establecer comunicaciones. Este tejido 


es también típico de la córnea. 


CONJUNTIVO RETICULAR 


Se asienta en ¡órganos hemopoyéticos (médula roja 
ósea) y linfoides. También recubre los sinusoides del hí- 
(gado: (véase Fig. 7.7.E) yde muchas glándulas endocri= 
nas (Fig. 14.4.D), y forma la trama sobre la que se asien- 
tanjlosjadipocitosjenjelitejidojadiposo (véase Fig. 14.9). 
Las fibras son (reticulares (predomina el colágeno de 
tipol). Norsezobservan fibroblastos típicos o éstos son 
muy escasos. Las células que fabrican las fibras y la 
sustancia fundamental son del tipo célula reticular. Ade- 
más, se encuentran (macrófagos, célulasīcebadas; leus 
(cocitos, etc., como en cualquier otra variedad de tejido; 
Goninon 


CONJUNTIVO ELASTICO 


Enel 
hombre se encuentra, ademas, en la 
verdaderas, el ligamento estilohioideo, el ligamento sus- 


pensor del pene y en los tendones del músculo de la trá 

Es rico en fibras elásticas aunque también posee fis 
bras colágenas. Las fibras elásticas pueden estar distri- 
buidas irregularmente y ramificarse, pero también pue- 
den disponerse muy ordenadas, en grupos paralelos en 


los que dan lugar a algunas ramificaciones que se unen 
‘en ángulos agudos. Estos grupos quedan rodeados y 


separados entre sí por tejido conjuntivo laxo. Esta orga- 
nización es observable en el ligamento amarillo de la 
nuca (fibras de hasta 10-15 um de diámetro dispuestas 
predominantemente en paralelo) y en la túnica abdomi- 
nal de cuadrúpedos (aponeurosis o fascia de Scarpa en 
los seres humanos). 

También es tejido conjuntivo elástico el de la túnica 
media de las arterias elásticas, donde forma amplias lá- 
minas fenestradas. Entre ellas hay fibras colágenas, 
otras láminas elásticas más simples y células musculares 
especiales ramificadas. Las láminas fenestradas se unen 
entre sí por fibras elásticas oblicuas (véase Fig. 7.8.A). 
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Figura 14.4. A: Tejido conjuntivo laxo (estrella) en la lámina propia del uréter. X400. B: Tejidos conjuntivos laxo (estrella) y 
denso (asterisco) en la dermis humana. X60. C: Tejido conjuntivo denso ordenado en un tendón. X125. A y B: H.E., C: Tricró- 
mico de Masson. D: Tinción para fibras reticulares de la glándula suprarrenal del perro. Se tiñe el armazón de fibras que sostie- 
ne las células glandulares y sinusoides sanguíneos. ZG: zona glomerular. ZF: zona fascicular. ZR: zona reticular. X100. (La figu- 
ra D es cortesía de M. García Villanueva. Hospital Ramón y Cajal, Madrid.) 


a 
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Figura 14.5. A Tejido conjuntivo laxo en el testículo infantil. Se observan fibroblastos (F), fibras colagenas (co), un capilar 
sanguíneo (ca) y un nervio (ne). X3250. B: Tejido conjuntivo denso en la cápsula suprarrenal de perro. co: fibras colágenas. 
F: fibroblasto. X10 400. (La figura B es cortesía de M. García Villanueva. Hospital Ramón y Cajal, Madrid.) 


gunos tejidos conjuntivos laxos o densos (de vertebra- 


dos e invertebrados) y en las túnicas de músculo liso 
(Fig. 14.6.A). 


La membrana basal es e 


do: conjuntivo subyacente: El término tiene su origen en 


la microscopía óptica, y designa una (línea densa en la; 
(base de los epitelios (Fig. 14.6.B). Puede distinguirse 
muy bien con tinciones como el PAS y el azul Alcián o 
verde Alcián (que tiñen los glucosaminoglucanos, es 
decir, el componente carbohidrato de los proteogluca- 
nos) (véase Fig. 7.2.C), y con impregnaciones argénticas 
(que tiñen tanto los glucosaminoglucanos como las fi- 
bras reticulares) (Fig. 14.6.B). 


Con el microscopio electrónico se observa que la 
membrana basal 


yilalléminaifibrorreticular (Fig. 14.6.C). 


LAMINA BASAL 


Estructura 


Es la Con el microscopio 
electrónico se observa como una banda de unos 50-80 nm 
de espesor, de estructura amorfa o finamente fibrilar; si- 
tuada a unos 30-40 nm de la membrana plasmática, que 
deja una línea ópticamente vacía (zona translúcida) (Fig. 
14.6). Es sintetizada y segregada por las células epitelia- 
les y está presente en la práctica totalidad de los epite- 
lios, incluidos los endotelios vasculares. También se en- 
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Figura 14.6. A: Tinción con orceína del tejido conjuntivo elástico de lámina propia (LP) del conducto deferente humano pa- 
ra poner de manifiesto las fibras elásticas. E: epitelio. X250. B: Tinción con metenamina-plata de la corteza renal humana. La 
membrana basal de los capilares de los glomérulos (G) y de los tubos contoneados (TC) aparece impregnada por la plata. X300. 
C: Membrana basal de un epitelio seminífero. Se observa la lámina basal (LB) de estructura finamente fibrilar y la capa de fi- 
bras reticulares (FR), que se continúa con los fibroblastos (F) de la lámina propia. Nótese la unión de hendidura entre la pro- 
yección de un fibroblasto y la evaginación (flecha) de una célula epitelial (E). X20 000. 


Los componentes de la lámina basal 
que, mencionadas desde el epitelio 


hacia la lámina fibrosa, contienen: 1) laminina (a la que 


(nuevamente); y 5) fibronectina (Fig. 14.7). En la lámina 
Algunos autores piensan que la zona translúcida de 
la lámina basal corresponde a la zona ocupada por la la- 
minina. Sin embargo, otros autores suponen que la zo- 


na translúcida es un artefacto de fijación (debido a que 
la retracción del epitelio es mayor que la de la membra- 


na basal), y que la laminina estaría en la parte más in- 
terna de la estructura visible con el microscopio electró- 
nico. Las moléculas de colágeno de tipo IV no se polime- 
rizan para formar fibras colágenas del aspecto habitual. 
Permanecen como finas fibrillas de 1.5 nm de espesor 
conectadas por sus extremos para dar lugar a una fina 
malla fibrilar tridimensional, de varios estratos, suscepti- 
ble de compresión (véase Fig. 7.11). Un caso particular, 
en el que la capa de colágeno IV adquiere un desarrollo 
extraordinario, es la lámina basal del epitelio interno de 
la córnea (membrana de Descemet). 


Funciones 


Las láminas basales realizan múltiples funciones, entre 
las que destacan las siguientes: 
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a _ Y 
Laminina — 
Nidógeno — 
Perlecano e... 
Colágeno IV > 
sin basal 
Fibronectina sae JA 
Colágeno II! E Ty mmm , , 
Figura 14.7. Modelo esquemá- 
quit o tico de la disposición de los ele- 
Lámina fibrorreticular mentos que constituyen la lámi- 
na basal. 
\ Pi 
T: La 4. 
lámina basal de los epitelios impide que vasos 
sanguíneos o células como los fibroblastos pene- 
tren en el epitelio, pero no impide que lo hagan 
terminaciones nerviosas, macrófagos o linfocitos. Las células epiteliales de la 
Las células tumorales con capacidad de metásta- córnea cultivadas sobre superficies sintéticas pre- 
sis poseen la propiedad de digerir las láminas ba- sentan una forma irregular y un citoesqueleto poco 
sales y pasar a través de ellas, pudiendo abando- organizado; además, producen colágeno y proteo- 
nar el epitelio donde se inició la transformación glucanos en escasa cantidad. Sin embargo, cuando 
tumoral, penetrar en los vasos sanguíneos subya- estas células son cultivadas sobre una lámina basal, 
centes y viajar a otras zonas, volviendo a salir de presentan superficies basales lisas, un citoesqueleto 
los vasos sanguíneos implantándose en ese nue- muy organizado y segregan grandes cantidades de 
vo lugar. colágeno y proteoglucanos. 
2. 5. La lámina basal de la cé- 


La lámina basal de los endotelios regula el inter- 
cambio entre la sangre y el líquido tisular. La lámina 
basal de los capilares de los glomérulos renales re- 
gula la filtración de la sangre que se convertirá en 
orina primaria. El perlecano parece desempeñar un 
importante papel en esta función. 


3. Regeneración de los tejidos tras una lesión. Cuan- 


do se destruyen epitelios, músculo o nervios, la 
lámina basal persiste y proporciona el soporte so- 
bre el que pueden emigrar nuevas células que re- 
construyan el tejido original. Un ejemplo de esta 
función es la reconstrucción de la sinapsis entre 
nervios y músculos. 


lula muscular en el contacto sináptico presenta 
unas propiedades especiales, y de ella se tratará 
más adelante (véase página 651). 


LÁMINA FIBRORRETICULAR 


Está 
muy semejante a la sustancia funda- 
mental del tejido conjuntivo (Fig. 14.6). 
en los epitelios planos poliestratifi- 


cados, hay además colágeno del tipo VII. Es sintetizada 


y segregada por los fibroblastos subyacentes. 
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TEJIDO ADIPOSO 


TEJIDO ADIPOSO COMÚN 
CARACTERÍSTICAS HISTOLÓGICAS 


El tejido adiposo común se puede considerar como una 
variante de tejido conjuntivo muy especializada en el al- 
macenamiento de lípidos. Está presente tanto en los 
vertebrados como en los invertebrados, aunque el me- 
jor conocido es el de los vertebrados. Tiene un color 
blanco-amarillento debido al contenido en carotenoides 
aportados por la dieta. En los mamíferos se encuentra 
en muchos lugares donde hay tejido conjuntivo laxo, 
pero forma acumulaciones mayores en la hipodermis, 
el retroperitoneo, los mesenterios y el epiplón mayor. 


ción varía del sexo masculino al femenino. Así, en los 


hombres es abundante en la nuca y sobre la 7.* vértebra 
cervical, el deltoides y el tríceps, y en las mujeres en los 
pechos, las nalgas, la cara anterior del muslo y la región 
epitrocantérea. 

Las células principales de este tejido son los adipoci- 
tos, que se encuentran en una malla de fibras reticula- 
res. En este tejido hay abundantes capilares sanguíneos 
a lo largo de los cuales son frecuentes las células ceba- 
das y los leucocitos neutrófilos (Figs. 14.8 y 14.9). 


pro 


ADIPOCITOS 


Son células esféricas, muy grandes, de hasta 120 um de 
diámetro. Poseen gran capacidad de almacenamiento 
de grasa (Figs. 14.8-14.10). El citoplasma está casi total- 
mente ocupado por una enorme gota lipídica, y queda 
reducido a una fina banda periférica; por eso el tejido 
adiposo compuesto por este tipo de células recibe tam- 
bién el nombre de unilocular. El núcleo es aplanado y 
está rechazado a la periferia. La gota lipídica no está ro- 
deada por membrana; queda separada del citoplasma 
fundamental por filamentos de vimentina, dispuestos 
tangencialmente a la gota. En el citoplasma destacan 
mitocondrias pequeñas, un complejo de Golgi poco 
desarrollado y canales tortuosos del retículo endoplas- 
mático liso. La membrana plasmática está rodeada por 
una lámina basal. 

Sus células precursoras son los lipoblastos, que pro- 
vienen de células mesenquimáticas y se van cargando 
de pequeñas inclusiones lipídicas, las cuales, al hacerse 
mayores y más numerosas, confluyen formando una 
única gota (Figs. 14.10 y 14.11). En esta diferenciación 
intervienen la hormona GH y los factores de crecimien- 
to IGF-I y Il. 


Figura 14.8. Tejido adiposo común. A: Fijación en formol, inclusión en parafina y tinción habitual con hematoxilina-eosina. 
Las células adiposas aparecen como glóbulos vacíos, pues la grasa se ha disuelto durante la inclusión. X125. B: Corte grueso 
con micrótomo de congelación tras la fijación en formol, y tinción con rojo grasa. Los lípidos se tiñen en rojo (L). X450. 
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Figura 14.9. Representación esquemática del tejido adi- 
poso común. 


J 


(del hambre. Cuanta más grasa hay, más leptina se pro- 
duce. La leptina actúa sobre muchos tejidos, y en parti- 
cular sobre el hipotálamo, que regula el hambre. 


METABOLISMO DELTEJIDO ADIPOSO 
Almacenamiento y liberación de triglicéridos 
Los lípidos que se acumulan en los adipocitos (triglicéri- 


dos) están sometidos a un metabolismo continuo en el 
que podemos distinguir tres etapas (Fig. 14.12): 


1, 


La lipasa pancreática degrada la grasa de la luz in- 
testinal hasta glicerol, ácidos grasos y monoglicé- 
ridos. De esta forma la absorben los enterocitos, 
mediante proteínas de transporte de ácidos gra- 
sos (FATP) presentes en la membrana plasmática. 
Dentro de las células los ácidos grasos quedan 
unidos a las proteínas de unión de ácidos grasos 
(FABP). Éstas se disponen en láminas B, que for- 
man una bolsa en la que se introducen los ácidos 
grasos, los cuales interaccionan de forma no co- 
valente con la proteína. Los enterocitos transfor- 
man estos componentes lipídicos en triglicéridos, 
que se exportan unidos a proteínas en forma de 
quilomicrones. Los quilomicrones salen de los en- 
terocitos por exocitosis y entran en los capilares 
linfáticos de la mucosa intestinal, desde donde 
pasan a la sangre. 


En la sangre, las lipasas de lipoproteínas de los 
vasos sanguíneos convierten los quilomicrones en 
ácidos grasos y glicerol (unidos a transportadores 
extracelulares de lípidos, como la albúmina) y en 
remanentes de quilomicrones (enriquecidos en co- 
lesterol). Cuando los ácidos grasos y el glicerol al- 
canzan los sinusoides hepáticos, son transporta- 
dos al citosol del hepatocito mediante proteínas 
FATP presentes en la membrana plasmática. Den- 
tro de las células los ácidos grasos quedan unidos 
a proteínas FABP. Los remanentes de quilomicro- 
nes son endocitados y degradados por los hepato- 
citos. En los hepatocitos se sintetizan las lipopro- 
teínas hepáticas, principalmente las de muy baja 
densidad (VLDL), que contienen triglicéridos y co- 
lesterol. Como ocurre en el enterocito, en este pro- 
ceso intervienen tanto el retículo endoplasmático 
liso como el rugoso y el complejo de Golgi, donde 
se reúnen ambos componentes para emigrar en 
vesículas que se vierten por exocitosis del lado de 
un sinusoide, terminando así en la sangre (véase 
Fig. 4.21). 

2. Almacenamiento de los lípidos (lipogénesis) en los 
adipocitos en forma de triglicéridos. Los quilomi- 
crones intestinales y las lipoproteínas hepáticas lle- 
gan hasta los adipocitos. En las proximidades de 
éstos son degradados dentro de los vasos sanguí- 
neos por la lipasa de lipoproteína. Los componen- 
tes resultantes penetran en los adipocitos mediante 
los transportadores FATP de la membrana plasmáti- 
ca y quedan unidos a proteínas FABP. Los ácidos 
grasos se convierten en triglicéridos al combinarse 
con glicerofosfato, y se almacenan en la gota lipídi- 
ca. También puede producirse síntesis de triglicéri- 
dos en la misma célula adiposa a partir de glucosa. 

3. Liberación de los lípidos (lipólisis) de los adipoci- 
tos. En los adipocitos, la lipasa de lipoproteína li- 
bera ácidos grasos no esterificados que son trans- 
portados a la sangre a través de la membrana 
plasmática y alcanzan los diferentes tejidos del or- 
ganismo, donde las células los utilizan como fuen- 
te de energía. 


Efectos del ayuno 


Con el ayuno prolongado se movilizan los lípidos del te- 
jido adiposo y los adipocitos disminuyen de tamaño y 
adquieren un aspecto epitelioide, con una configura- 
ción multilocular de la grasa. Otras veces los adipocitos 
adquieren aspecto estrellado, con abundante pinocito- 
sis en su citoplasma. La única gota lipídica disminuye 
de tamaño hasta desaparecer y queda rodeada de vesí- 
culas y pequeñas gotitas (Fig. 14.11). Los adipocitos nun- 
ca se convierten en fibroblastos. 


Regulación metabólica 


El metabolismo de los adipocitos está sometido a in- 
fluencias nerviosas. Los nervios simpáticos movilizan 
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Figura 14.10. A-B: Adipocitos en desarrollo en rata. Se observan grandes inclusiones lipídicas (L) no rodeadas por membrana 
y que terminarán por fusionarse entre sí. M: mitocondrias. X25 000. 


los lípidos desde los adipocitos. Así, si se desnerva una 2. Glucocorticoides de la corteza suprarrenal. Tam- 

región del organismo, aumenta en ella la acumulación bién favorecen la liberación de ácidos grasos de 

de grasa. Al mismo tiempo el metabolismo de los adi- los adipocitos. A su vez, la síntesis de glucocorti- 
pocitos está regulado por las siguientes hormonas: coides es estimulada por la ACTH hipofisaria. 

3. Insulina. Provoca el almacenamiento de triglicéri- 

1. Noradrenalina. Aumenta la liberación de ácidos gra- dos en los adipocitos. Si la insulina escasea se li- 

sos del tejido adiposo al activar la lipasa de lipopro- beran ácidos grasos de los adipocitos, que se utili- 


teína, que causa la hidrólisis de los triglicéridos. zan como fuente de energía. 
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Constituye una variante del tejido adiposo que está pre- 
sente en los mamíferos recién nacidos y es más rara en 
los adultos. Es particularmente abundante en animales 
hibernantes. En los roedores es habitual en la cintura es- 


en la cara ventral de la aorta toráci- 
ca, el mediastino, los vasos sanguíneos del cuello y el hi- 
lio del riñón. En los primates se encuentra en las axilas. 


Los adipocitos de grasa parda so 


(Figs. 14.13, 


queñas que las del tejido adiposo común 
14.14.A y 14.14.B). El núcleo no está rechazado, y pue- 
de incluso ser central. El citoplasma contiene muchas 


¡gotitas de lípidos de tamaño variable. Junto a esta con- 
figuración multilocular (frente a la unilocular del tejido 
adiposo común), son características del adipocito par- 
do la presencia de uniones intercelulares que no se 
suelen observar en la grasa común y, sobre todo, de 
Numerosas mitocondrias con abundantes crestas, muy 


En estas mitocondrias hay una pro- 


teína, llamada termogenina, que desacopla la fosforila- 


por la cadena transportadora de electrones, de modo 
que este gradiente se utiliza para la producción de ca- 


lor, Incluso se ha afirmado que estas mitocondrias care- 


Otras características del tejido adiposo pardo, que lo 
diferencian del tejido adiposo común, son la organiza- 
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Figura 14.13. Esquema del tejido adiposo pardo. 


ción: en lóbulos y lobulillos, de la que carece el adiposo 
común, y el mayor desarrollo de la vascularización. Al 


igual que ocurre en el tejido adiposo común, en condi- 
ciones de ayuno prolongado, las células del tejido adi- 


poso pardo adquieren aspecto de células epitelioides, al 
perder las gotas de grasa. 
El tejido adiposo pardo interviene en el despertar de 


profusa. Esta producción de calor sustituye el mecanis- 
mo de contracción muscular (escalofríos) que se produ- 
ce en el hombre y en otros mamíferos. 


Se ha discutido mucho la relación entre el tejido adipo- 
so pardo y el común. Algunos investigadores han suge- 
rido que el adiposo amarillo se forma a partir del pardo 
sobre la base de los siguientes hechos: a) durante la 
histogénesis del tejido adiposo amarillo, los adipocitos 
pasan por una etapa de grasa multilocular y, en condi- 
ciones de ayuno, vuelven a adquirir este aspecto multi- 
locular; b) algunos lipomas se asemejan mucho al teji- 
do adiposo pardo; y c) el tejido adiposo pardo humano 
parece llegar a ser unilocular en el adulto. No obstante, 
muchas de las características citológicas de los adipoci- 
tos pardos (como las mencionadas en las mitocondrias) 
son muy diferentes de las de los adipocitos comunes. 

En la actualidad se considera que ambos tipos de 
adipocitos provienen de células precursoras diferentes 
que, a su vez, serían distintas de las células que origi- 
nan los fibroblastos. Así, a partir de células mesenqui- 
máticas se formarían (véase Fig. 14.11): 1) el fibroblas- 
to; 2) el lipoblasto común (presente desde el final del 
período fetal hasta la senilidad), que originará el adipo- 
cito común; y 3) el lipoblasto pardo (presente en el pe- 
ríodo fetal y neonatal), que originará el adipocito pardo. 


CUERPO GRASO GONADAL DE LOS ANFIBIOS 


Es un tejido adiposo cuyas células, aunque tienen confi- 
guración unilocular, como el adiposo común presentan 
algunas características especiales, tales como poseer 
prolongaciones citoplásmicas y sintetizar hormonas es- 
teroideas (Fig. 14.14.C). 


CUERPO GRASO DEL ABDOMEN DE 
LOS INSECTOS 


Su morfología y distribución varían mucho entre espe- 
cies e incluso entre individuos de una misma especie, 
dependiendo de la fase de su vida y de su sexo y estado 
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Figura 14.14. A: Cintura escapular de rata con tejido adiposo pardo (asterisco), junto a tejido adiposo común (estrella). Tri- 

crómico de Masson. X60. B: Detalle de la grasa parda que muestra un aspecto multilocular. Tricrómico de Masson. X400. 
C: Cuerpo graso gonadal de reptil. H.E. X125. D: Cuerpo graso de insecto. H.E. X250. 

o 
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reproductivo. En muchos casos las células de este teji- 
do se distribuyen laxamente por toda la cavidad corpo- 
ral, en contacto con la hemolinfa. En algunas especies 
el tejido forma pequeños lobulillos bañados por hemo- 
linfa. Alcanza su mayor desarrollo en las larvas, donde 
llega a constituir hasta el 60% de su peso (Fig. 14.14.D). 
En el cuerpo graso se han encontrado los siguientes ti- 
pos celulares, según la especie y las circunstancias: 


1. Trofocito. Es el tipo celular predominante y es simi- 
lar al hemocito. Acumula sustancias de reserva, 
principalmente grasa, pero también hidratos de car- 
bono y proteínas. Posee las enzimas necesarias no 
sólo para elaborar estas sustancias a partir de sus 
constituyentes más simples, sino también para de- 
gradar las sustancias que almacena y liberar sus 
componentes a la hemolinfa. El contenido en grasa 
(unilocular o multilocular) confiere a estas células 
aspecto de adipocitos. Además, los trofocitos sinte- 
tizan la mayoría de las proteínas de la hemolinfa, 


El cartílago es un tejido característico de los vertebra- 
dos, aunque también está presente en algunos inverte- 
brados. Describiremos en primer lugar el tejido cartila- 
ginoso de los vertebrados y, a continuación, el cartílago 
y tejidos similares de los invertebrados. 

El tejido cartilaginoso es un tejido de sostén con sus- 
tancia fundamental gelatinosa, firme y elástica, capaz 
de experimentar un rápido crecimiento manteniendo la 
consistencia, lo que le hace comparable al plástico. 

Está constituido por células y matriz. La matriz (fi- 
bras y sustancia fundamental) predomina sobre las cé- 
lulas. El cartílago propiamente dicho queda envuelto 
por una cápsula denominada pericondrio (Figs. 14.15.A 
y 14.15.B). Aunque algunas piezas de cartílago son avas- 
culares, la mayoría están irrigadas a través de canales 
vasculares que comprenden tejido conjuntivo con va- 
sos sanguíneos, linfáticos y nervios, y que, desde el pe- 
ricondrio, penetran y se distribuyen por el tejido. Los in- 
tercambios metabólicos tienen lugar por difusión desde 
los capilares de los canales vasculares y del pericondrio 
(Fig. 14.15.C). 

El cartílago desempeña principalmente las siguien- 
tes funciones: a) permite que los huesos se muevan li- 
'bremente en las articulaciones, a la par que sostiene un 
gran peso; b) actúa de armazón flexible y resistente a la 
vez (oído, laringe, tráquea y costillas); y c) es el molde 
sobre el que se formarán los huesos del esqueleto axial 
y apendicular del organismo. 


para lo cual poseen un retículo endoplasmático ru- 
goso muy desarrollado. Entre las proteínas que 
sintetizan está la vitelogenina, una proteína nece- 
saria para la formación del vitelo de los huevos cu- 
ya síntesis está regulada por la hormona juvenil. 
También pueden sintetizar algunos aminoácidos. 

2. Células del urato. Participan en la excreción, eli- 
minando los productos resultantes del metabolis- 
mo del nitrógeno y almacenando cristales de áci- 
do úrico. 

3. Micetocitos. Son células que contienen microor- 
ganismos simbiontes que participan en la nutri- 
ción del insecto proporcionando ciertas vitaminas 
y nutrientes esenciales que no pueden ser adqui- 
ridos con la dieta. 


En algunos insectos, como la luciérnaga, el cuerpo 
graso contiene luciferina y luciferasa, que producen bio- 
luminiscencia. Las células de urato actúan como pantalla 
reflectora. 


TEJIDO CARTILAGINOSO 


CÉLULAS 
Condroblastos 


Los condroblastos son las (células propias del cartílago: 
durante su período de formación o desarrollo.\La sustan- 
cia fundamental y las fibras son elaboradas por el con- 
droblasto. Al madurar el cartílago, una vez formada la 
matriz, los condroblastos se transforman en condrocitos, 
aunque siempre quedan condroblastos en el pericondrio. 

Con el microscopio óptico los condroblastos son (célu- 
las voluminosas muy basófilas, El núcleo es grande, ocu- 
pa posición central y presenta uno odos nucléolos. Con 
el microscopio electrónico se aprecia que el citoplasma 
contiene los orgánulos habituales, entre los que desta- 
can el retículo endoplasmático rugoso y un desarrollado 
complejo de Golgi (Fig. 14.16.A)/En las vesículas de éste 
puede observarse material filamentoso (procolágeno) y 
granular (proteoglucanos); ambos componentes son se- 
gregados al exterior y forman parte de la matriz. El cito- 


perficie celular emite finas y cortas prolongaciones. 


Condrocitos 


Son similaresjajlosicondroblastos, pero con'menos retís 


culo endoplasmático rugoso y con un complejo de Golgi 
(menos desarrollado; (Figs. 14.16.B y 14.16.C). Contienen 
mitocondrias, glucógeno y gotitas de lípidos; los condro- 
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Figura 14.15. Cartílago hialino de la epífisis de rata. A: Corte semifino. P: pericondrio. C: condrocitos, algunos de los cuales 
muestran grupos isogénicos de dos células (flecha). Azul de metileno. X450. B: Detalle del pericondrio (P) de la figura anterior. 
V: capilares sanguíneos. X900. C: Imagen a poco aumento con el microscopio electrónico. Se observan condrocitos (flecha) y 
un canal vascular (V). X1800. (Las figuras son cortesía de E. Delgado Baeza.) 
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Figura 14.16. A: Condroblasto con abundante retículo endoplasmático rugoso con cisternas dilatadas (estrellas). X12 500. 
B: Condrocitos. El retículo endoplasmático y el complejo de Golgi aparecen desarrollados aunque menos que en el condroblas- 
to. X12 500. C: Condrocito de cartílago hipertrófico en una persona de edad avanzada. El citoplasma aparece vacuolado con nu- 
merosas inclusiones lipídicas (L). X5000. 
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citos viejos también contienen pigmento: Estos últimos 
se disponen con el eje principal paralelo al pericondrio. 
En las zonas más profundas del tejido los condrocitos 
son más voluminosos y adquieren formas angulares o 
redondeadas: En las imágenes clásicas de la microscopía 
óptica, los condrocitos se aprecian en el interior de lagu- 
nas de material extracelular, rodeadas de una cápsula 
que aparece como una región intensamente teñida. Este 
aspecto es un artefacto de fijación, durante la cual los 
condrocitos se contraen más que la matriz. En las imáge- 
nes de la microscopía electrónica no se observan lagu- 
nas ni cápsula. (La tinción más intensa de la matriz que 
rodea al condrocito se debe a una mayor concentración 
de sustancia fundamentál. Esta zona más intensamente 
teñida se ha denominado matriz capsular o territorial, pa- 
ra distinguirla del resto de la matriz, que se denomina 
matriz intercapsular o interterritorial. 


Condroclastos 


En determinados cartílagos en osificación, algunos inves- 
tigadores han observado células multinucleadas que con- 
tienen abundantes lisosomas secundarios y a las que 
consideran equivalentes a los osteoclastos, que se descri- 
birán al tratar del hueso. La función de estos supuestos 
condroclastos sería la destrucción de la matriz cartilagi- 
nosa que no va a ser utilizada para formar trabéculas óse- 
as primarias (véase página 629). 


FIBRAS 


Las fibras colágenas están ¡siempre presentes, aunque 
su proporción y estructura varían según el tipo de cartí- 
lago. En general, la mayoría de los cartílagos tienen fi- 
nas fibrillas de colágeno del tipo Il y, en menor propor- 
ción, del tipo XI. Hay también (otras fibrillas formadas 
por colágeno del tipo IX, que unen entre si las fibrillas 
del tipo Il. En el cartílago fibroso hay además fibras co- 
lágenas gruesas del tipo I. 

Las fibras elásticas son muy abundantes en la varie- 
dad de cartílago denominada elástica. 


SUSTANCIA FUNDAMENTAL 


Es de(aspecto homogéneo, translúcido y sólido: Es basófi- 
la y PAS positiva. Se tiñe en rojo con colorantes metacro- 
máticos como el azul de toluidina. Con el microscopio 
electrónico aparece como un fondo de escasa densidad 
electrónica en el que destacan (numerosos gránulos, de 
tamaño muy variable, y finos filamentos. Es rica en prote- 
oglucanos, el más característico de los cuales es el agre- 
cano. La cadena proteica del agrecano pesa unos 210 kDa, 
es rica en serina, prolina, glicina y ácido glutámico (falta 
hidroxiprolina) y forma un eje de unos 300 nm de largo 
sobre el que se disponen perpendicularmente los gluco- 
saminoglucanos: Estos son un centenar de moléculas de 
sulfato de condroitina, tanto sulfato de condroitina A 
(condroitin-sulfato 4)Jícomo sulfato de condroitina C (con- 
droitin-sulfato 6)J/y unas 100 moléculas de sulfato de que- 


ratán. Numerosos proteoglucanos se unen por sus extre- 
mos a otro glucosaminoglucano, el ácido hialurónico, for- 
mando grandes agregados de hasta 100 millones de peso 
molecular y de tamaño comparable al de una bacteria (vé- 
ase Fig. 7.6). Estos agregados confieren al cartílago la 
consistencia gelatinosa y la resistencia a la compresión 
que le son características: Con la edad, la matriz del cartí- 
lago tiende a calcificarse, aunque en muchos elasmobran- 
quios la sustancia fundamental contiene habitualmente 
sales de calcio. 


PERICONDRIO 


Es el tejido conjuntivo que envuelve al cartílago. Posee 
dos capas (véanse Figs. 14.15.A y 14.15.B): 


1. Externa. Está constituida por fibroblastos y abun- 
dantes fibras colágenas que forman haces organi- 
zados en varios sentidos en el espacio. 

2. Interna. Es rica en células indiferenciadas (que 
son precursoras de condroblastos), y en capilares 
sanguíneos. 


HISTOGÉNESIS 


Durante el desarrollo embrionario de los vertebrados, al- 
gunas células mesenquimáticas se diferencian en con- 
droblastos. Estas células pierden sus prolongaciones cito- 
plásmicas y forman grupos (precartilago) (Fig. 14.17.A) 
que fabrican sustancia fundamental cartilaginosa y fibras. 
A medida que se va depositando la matriz intercelular, las 
células se van separando unas de otras y se forma un nó- 
dulo cartilaginoso rodeado del pericondrio (Fig. 14.17.B). 
El crecimiento del cartílago tiene lugar de dos maneras: 


1. Por aposición. Se van añadiendo nuevas capas a 
partir de las células del pericondrio, que se transfor- 
man en condroblastos y, después, en condrocitos. 

2. Por crecimiento intersticial. Mediante mitosis de 
los condroblastos se originan grupos de condroci- 
tos, denominados grupos isogénicos de Renaut, 
que pueden ser axiales (alineados) o coronarios 
(dispuestos circularmente), según el crecimiento 
sea en una dirección o en varias (Fig. 14.18). Los 
grupos isogénicos están formados por células 
que inicialmente están en contacto, ya que provie- 
nen de una misma célula que se dividió por mito- 
sis. Con el crecimiento posterior, las células de los 
grupos isogénicos van quedando separadas entre 
sí por una fina franja de sustancia intercelular. 


VARIEDADES DE CARTÍLAGO 
CARTÍLAGO HIALINO 


El cartílago hialino es el más abundante y frecuente en 
los vertebrados: Durante la fase fetal, es cartílago lo que 
posteriormente constituirá la mayor parte de los huesos 
del organismo; En lampreas, condrictios y algunos te- 
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Figura 14.17. Desarrollo del cartílago en la pata de un embrión de rana. A: El mesénquima se condensa en determinadas zo- 
nas de la extremidad. Tricrómico de Masson. X60. B: El mesénquima condensado se diferencia en cartílago hialino que, poste- 
riormente dará lugar a los huesos. H.E. X60. 


leósteos, el esqueleto cartilaginoso persiste toda la vi- 
da. En la fase adulta de la mayor parte de los vertebra- 
dos se localiza en los cartílagos de las costillas, nariz, la- 
ringe, tráquea y bronquios. 

Es semitransparente, de color opalescente-azulado y 
algo elástico. Está constituido por condrocitos típicos, 
con abundante glucógeno y lípidos (Fig. 14.18.A). Con 
la edad se forman muchos grupos isogénicos. 

La matriz presenta un contenido moderado de fibrillas 
colágenas, que constituyen el 40% del peso seco de la 
sustancia intercelular. Debido a su escaso diámetro 
(10-20 nm), estas fibrillas son sólo visibles con el micros- 
copio electrónico, y no se aprecia la estriación. Correspon- 
den a los tipos Il, IX y XI y se disponen de dos maneras 
(Fig. 14.19.A): rodeando pequeños grupos de condrocitos 
y formando largos haces o tabiques que discurren en di- 
versos sentidos entre los grupos de condrocitos. 

La sustancia fundamental posee gránulos de 70 nm 
entremezclados con filamentos de 3 nm. Con algunas 


técnicas se aprecian también gránulos de 3 nm pegados 
a las fibras colágenas (dos gránulos por período). 


CARTÍLAGO ARTICULAR 


Recubre las superficies articulares de los huesos, a las 
que está fuertemente adherido por fibras colágenas. Al- 
gunos autores lo consideran un cartílago hialino; sin 
embargo, el cartílago articular posee algunas caracterís- 
ticas propias. Consta de tres capas (Fig. 14.18.B): 


1. Superficial. Es poco espesa y está formada por cé- 
lulas planas, pequeñas y dispuestas paralelamen- 
te a la superficie articular. 

2. Capa de transición. Está constituida por células 
redondeadas u ovaladas dispuestas en columnas. 

3. Capa de cartílago calcificado. Se encuentra sepa- 
rada de la anterior por una lámina basófila, densa 
y sinuosa. 


Figura 14.18. A: Cartílago hialino de tráquea. Se observan algunos grupos isogénicos (flecha) en una matriz de aspecto ho- 
mogéneo. X650. B: Cartílago articular. Se distinguen la zona superficial (S), la zona de transición (T) y la zona de hipertrofia y 
calcificación (C). L: lámina ósea en continuidad con la cavidad medular. X250. C: Cartílago fibroso de un disco intervertebral. 
Los condrocitos (flechas) quedan alineados entre gruesos haces de fibras colágenas (asterisco). X250. D: Cartílago elástico. Las 
abundantes fibras elásticas (estrella) de la matriz que rodean grupos isogénicos de condrocitos (flechas) se han puesto de ma- 
nifiesto mediante la técnica de elásticas de van Gieson. X550. 
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A continuación se encuentra la lámina ósea subcon- CARTÍLAGO FIBROSO 
dral, resultante de la osificación del cartílago calcificado. 

Además de las fibras colágenas finas que se han men El cartílago fibroso es poco abundante. 
cionado en el cartílago hialino y que rodean los condroci- 
tos, hay otras del tipo | (de 50-60 nm de espesor y con la 
estriación típica de 64 nm). Estas últimas nacen en la lá- 
mina ósea subcondral, atraviesan la zona calcificada des- 
cribiendo un arco que llega hasta la capa superficial, don- 
eps CScie EE 
‘nuevo hasta la lámina subcondral (Fig. 14.19.B). 


Los cartilagos articulares se nutren a través del liqui- 


Se caracteriza por la abundancia de fibras colage- 


an ie CO Mole ae) 
(Fig. 14.18.C). Hay gruesas fibras colágenas del tipo | 
(de 40-90 nm de espesor y con la estriación típica), que 


Al igual que en los 
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Figura 14.19. Distribución de 
las fibras colágenas y elásticas en 
las diferentes variedades de cartí- 
lago. A: cartílago hialino. B: cartí- 
lago articular. C: cartílago fibroso. 
D: cartílago elástico. 
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cartílagos hialino y articular, en el cartílago fibroso hay 


fibras colágenas de los tipos Il, IX y XI que rodean cada 
condrocito (Fig. 14.19.C). Esta variedad de cartílago ca- 


CARTÍLAGO ELÁSTICO 


El cartílago elástico es poco frecuente. En los mamife- 
ros suele encontrarse en el pabellón de la oreja, la trom- 


Se caracteriza porque contiene numerosas fibras 
elásticas (Fig. 14.18.D), que miden unos 25 nm de diá- 


metro y están muy ramificadas, formando una red por 


cito. Envolviendo la red que rodea cada condrocito hay 
una o dos láminas elásticas fenestradas, de 1 a 2 um de 
espesor cada una. 

Hay también don- 
de son muy abundantes, pues hay menos fibras elásti- 


cas en esta localización) y entre las fibras elásticas. Las 
fibras colágenas que están bajo el pericondrio son grue- 


(tipo I), mientras que las que se localizan entre las fibras 
elásticas son de 10-20 nm de espesor y carecen de es- 
triación (tipos II, IX y XI) (Fig. 14.19.D). 


Vitaminas 
Las vitaminas ejercen un papel importante en el control 
del desarrollo y mantenimiento del cartílago. 


1IVitamina/A0Influye en el crecimiento del cartílago: 


Hormonas y factores de crecimiento 


El cartílago está también sometido a un importante con- 
trol por parte de algunas hormonas y factores de creci- 
miento: 


1. La hormona hipofisaria del crecimiento (STH o GH) 
es necesaria para el desarrollo del cartílago; en con- 


creto, para que se ¡produzca proliferación celular: La 
hipofisectomía causa una pérdida de espesor de la 
placa epifisaria. 


2. La hormona tirotrópica (TSH) favorece el desarro- 


La extirpación de la glán- 
dula tiroidea provoca retraso del crecimiento del 
cartílago. 


3. Existen datos sobre el efecto estimulador de la 
see la calcitonina, una hormona segregada por las 


tros o por la glándula ultimobranquial de otros 
vertebrados. 


4. Los siguientes factores de crecimiento favorecen la 


Fig. 14.16.C). Se observa una calcificación parcial de los 
cartílagos en personas de edad todavía no demasiado 
avanzada. 


Regeneración 


Experimentalmente, lesionando o extirpando un trozo 


En muchos invertebrados existen células con grandes 


esas células constituye el tejido llamado condroide o 
‘vesicular, con independencia de su situación y origen 


ontogenético. Este tipo de células se han observado en 
el endodermo de los tentáculos de ciertos cnidarios, en los 
tentáculos del braquiópodo Ligula y en el tubo digesti- 
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Figura 14.20. A: Cartílago semicalcificado (estrella) de molusco gasterópodo (caracol). H.E. X250. B: Cartílago de molusco 
cefalópodo (sepia). Se observan grupos de condrocitos (flecha) en una amplia matriz (estrella). H.E. X250. 


vo de turbelarios, enteropneustos y del anfioxus (Bran- 
chiostoma). También se observa en la epidermis de nu- 
dibranquios y poliquetos tubícolas. 


tos sabélidos (tentáculos) (Figs. 14.20.A y 14.20.B). Sin 


embargo, este tejido se diferencia del cartílago de los ver- 
tebrados por varias características, principalmente por el 


las de tipo Il, y por que los proteoglucanos no son los 
mismos que en el cartílago de los vertebrados, aunque 
siempre hay abundante sulfato de condroitina. Además, 


en 
algunos de ellos se han localizado moléculas que, en los 
vertebrados, son características del hueso. 

Uno de los cartílagos más estudiados es el de los ce- 
falópodos. Este cartílago es histológicamente muy simi- 
lar al de los vertebrados, incluso en la apariencia de la 


matriz y la presencia de pericondrio, pero muestra ca- 
racterísticas especiales como las siguientes: 


1. Junto a colágeno del tipo | hay otros tipos espe- 
ciales de colágeno, ausentes en los vertebrados. 

2. Contiene tipos especiales de proteoglucanos, de 
gran peso molecular y ricos en condroitina hiper- 
sulfatada. 

3. Posee ciertas características del tejido óseo: 


— Los condrocitos presentan largas prolongaciones 
citoplásmicas que, como las de los osteocitos, 
surcan canales de la sustancia extracelular y co- 
munican los condrocitos entre sí. 

— Se encuentran osteonectina y sialoproteínas si- 
milares a las del hueso. 


En las varillas faringeas del anfioxus aparece un teji- 
do de sostén acelular, que presenta características his- 
tológicas propias de la matriz del cartílago de los inver- 
tebrados, entre ellas la presencia de colágeno del tipo | 
y de sulfato de condroitina. 


TEJIDOS 


CORDALES 


La notocorda presenta una estructura diversa según los 
grupos de cordados. En muchos casos, aparece consti- 
tuida por células vacuolizadas que recuerdan al cartíla- 
go, aunque el estudio histoquímico y ultraestructural 
demuestra que la relación de estas células cordales con 
el cartílago es sólo superficial. Además, en otros casos 
ni siquiera la apariencia del tejido cordal recuerda al 
cartílago, por lo que no puede hablarse de tejido cordal 
sino de diferentes tejidos cordales. Mencionaremos tres 
ejemplos bien diferentes de notocordas. 


1. Larvas de ascidias y apendicularias (tunicados). 
En las larvas de ascidias la notocorda consiste en 
un cordón de células compactas cuyo citoplasma 
contiene sobre todo inclusiones proteicas y partí- 
culas de glucógeno. En las apendicularias adultas 
la notocorda presenta un espacio extracelular re- 
lleno de sustancia elástica y rodeado de células 
epiteliales aplanadas. 

2. Anfioxus (Branchiostoma). La notocorda del anfio- 
xus está constituida por células musculares lami- 
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Figura 14.21. 
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nares, a modo de sacos muy aplanados. Cada célu- 
la aparece hendida formando un par de laminillas 
en una de las cuales se aloja un núcleo pequeño 
(Fig. 14.21.A). El citoplasma presenta abundantes 
miofilamentos que configuran sarcómeras, dando 
lugar a una estriación transversal (como la del mús- 
culo esquelético) que es visible incluso con el mi- 
croscopio óptico. Hay pocas mitocondrias y esca- 
sos orgánulos, aunque el retículo endoplasmático 
liso es abundante y forma cisternas y túbulos. Es- 
tas placas musculares están envueltas por una vaina 
cordal de fibras colágenas a la que se unen lateral- 
mente, mientras que la parte dorsal recibe inerva- 
ción de la médula espinal. Otro tipo celular lo cons- 
tituyen las células de Müller, que tienen un aspecto 
estrellado y se disponen en las partes dorsal y ven- 
tral de la notocorda. Su significado se desconoce. 
Se ha sugerido que son células precursoras de las 
musculares. 


. Vertebrados. La notocorda de los vertebrados es de 


estructura sencilla y aspecto uniforme (Figs. 14.21.B 
y 14.22). Consiste en células cordales grandes, uni- 
das por desmosomas y por uniones de hendidura. 
En el citoplasma destacan numerosos filamentos 
intermedios, mitocondrias y una gran vacuola limi- 
tada por membrana. El contenido de la vacuola se 


A: Notocorda de Branchiostoma. B: Notocorda de la lamprea Eudontomyzon danfordi. (Modificado de Welsch 
U, Stork V: Einfiihrung in die Cytologie und Histologie der Tiere. Stuttgart, Gustav Fisher, 1973.) 


Fibroblasto 


tiñe con los colorantes que identifican hidratos de 
carbono complejos unidos a proteínas, y es negati- 
vo para los lípidos. Las células cordales están rode- 
adas por una capa periférica de células indiferen- 
ciadas (cordoblastos), precursoras de las células 
cordales. Los cordoblastos son ricos en retículo en- 
doplasmático rugoso, complejo de Golgi, mitocon- 
drias, microfilamentos y glucógeno. Carecen de va- 
cuolas. Delimitando la notocorda hay una vaina de 
fibras colágenas y elásticas con fibroblastos. En los 
escualos, la vaina notocordal comprende tres ca- 
pas (Figs. 14.21.A y 14.21.B): 


— Vaina interna. Tiene 20-35 um de espesor. Está 
formada por una matriz de proteoglucanos y 
por haces de microfibrillas de 10 nm de diáme- 
tro, de composición desconocida y que podrían 
corresponder a una variedad de colágeno. Esta 
capa es comparable a una lámina basal espe- 
cializada y probablemente es sintetizada por 
las células de la notocorda. 

— Elástica externa. En una capa de 2-4 um de espe- 
sor, de apariencia amorfa y densa a los electro- 
nes. Su naturaleza es discutida, pues esta capa 
es positiva sólo para algunas de las diferentes 
tinciones que identifican las fibras elásticas. 
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Figura 14.22. Notocordas (N) de elasmobranquio (raya) (A-B) y de embrión de rana (C-D), constituidas por células de as- 
pecto vacuolado rodeadas de cartílago hialino (C) y de la vaina conjuntiva notocordal (V). M: médula espinal. A-B: H.E. X60. 
C-D: H.E. X250. 
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— Vaina externa. Está constituida por haces de fi- 
bras colágenas con la estriación característica, 
microfibrillas de unos 10 nm de diámetro, al- 
gunas fibras elásticas, proteoglucanos, fibro- 
blastos y vasos sanguíneos. 


En los embriones de gimnofiones (anfibios ápodos) 
y de salamandras, la vaina notocordal se calcifica, simu- 
lando hueso. 


La estomocorda de los enteropneustos se asemeja a 
la notocorda de los vertebrados. Posee células vacuola- 
das que forman un epitelio estratificado en torno a una 
luz que o está obliterada, o comunica con el tubo digesti- 
vo anterior. Las células que dan a la luz poseen microve- 
llosidades y cilios en la superficie luminal. Algunas fibras 
nerviosas intraepiteliales hacen contacto con células de 
la estomocorda. 


TEJIDO ÓSEO 


El tejido óseo o hueso se compone de células y matriz. 
Esta última consta de fibras y sustancia fundamental y 
presenta la peculiaridad de estar impregnada de sales de 
calcio, lo que confiere dureza y resistencia al hueso. La 
estructura ósea sostiene el cuerpo, es el lugar de inser- 
ción de los músculos y permite el movimiento al con- 
traerse éstos, protege el sistema nervioso central y las 
vísceras torácicas y, al estar en continua remodelación, 
regula el metabolismo del calcio y del fósforo en la san- 
gre, lo que posibilita la regulación de su homeostasis, el 
crecimiento óseo y la reparación de fracturas. Es el lugar 
de asiento de la médula ósea, principal órgano hemopo- 
yético en los vertebrados. El tejido óseo sólo se encuen- 
tra en los vertebrados, aunque falta en algunos grupos 
(ciclóstomos, elasmobranquios). 


CÉLULAS 
Células osteoprogenitoras 


Son células de origen mesenquimático que darán lugar 
a osteoblastos. En el hueso adulto conservan su capaci- 


dad osteoprogenitora, que puede manifestarse ante es- 
tímulos como las fracturas. 


Osteoblastos 


Son las células derivadas de las osteoprogenitoras y las 
que sintetizan las fibras y la sustancia fundamental del 
hueso. Se disponen sobre el borde osteoide de las su- 
perficies de osificación (Fig. 14.23.A) y constituyen tam- 
bién la capa más interna de la envoltura fibrosa del hue- 
so (periostio). 

Los osteoblastos activos tienen forma cúbica o pris- 
mática y emiten algunas proyecciones citoplásmicas 
discretamente alargadas que se unen entre sí mediante 
uniones de hendidura. El núcleo es redondeado y mues- 
tra un gran nucléolo. El citoplasma es intensamente ba- 
sófilo. Con el microscopio electrónico se aprecia que es 
rico en ribosomas libres y en retículo endoplasmático 
rugoso, a veces dilatado (Fig. 14.24.A). Además, contie- 
nen un complejo de Golgi yuxtanuclear desarrollado, 
numerosas mitocondrias, lisosomas, gotitas lipídicas, 
microtúbulos y filamentos de vimentina. Las mitocon- 
drias acumulan gránulos de (PO4),Caz, que pasarán al in- 
terior de vesículas de calcificación que se segregarán pa- 


Figura 14.23. Hueso esponjoso en remodelación (Hu). Tricrómico de Goldner. X300. (Cortesía de H. Rico. Departamento de 
Medicina. Universidad de Alcalá.) A: Hilera de osteoblastos (flecha) que sintetizan matriz ósea (aún no mineralizada) que for- 
ma el borde osteoide (BO). B: Osteoclastos (flechas) destruyendo la matriz ósea. 
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Figura 14.24. A: Osteoblastos en proceso de osificación. Estas células presentan un contorno poligonal con cortas microve- 
llosidades (flechas), abundante retículo endoplasmático rugoso (RER) y un complejo de Golgi (G) desarrollado. Estrella: borde 
osteoide. X12 500. B: Osteocito con numerosas prolongaciones citoplásmicas ramificadas (flecha) que atraviesan la matriz ósea 
parcialmente calcificada (estrella). El osteocito aparece rodeado de numerosas fibras colágenas (flecha transparente). X5000. 
C: Detalle de un osteocito con cierto desarrollo del retículo endoplasmático rugoso (estrella negra) y algunos lisosomas (flecha). 
Asterisco: fibras colágenas. Estrella blanca: matriz calcificada. X12 000. 
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Fibrilla colágena: | 


Vesícula de 
calcificación 


Depósitos de 
fosfato cálcico 


Mitocondria Membrana plasmática 
Figura 14.25. Formación de las vesículas de calcifica- 
ción. Las vesículas se forman en el interior de las mitocon- 
drias, pasan al citoplasma y son segregadas a la matriz ex- 
tracelular. 


ra la calcificación de la matriz en el proceso de osifica- 
ción (Fig. 14.25). 

La principal característica enzimática de los osteo- 
blastos es su elevado contenido en fosfatasa alcalina, 
que se utiliza como marcador de estas células. Otras en- 
zimas importantes son la fosforilasa, la glucógeno sin- 
tetasa y la colagenasa. Además de estas enzimas, los 
osteoblastos segregan todos los componentes de la ma- 
triz ósea (muchos de ellos específicos del hueso), y que 
incluyen proteínas, glucoproteínas, proteoglucanos y sa- 
les minerales. 

En los límites de las trabéculas óseas ya configuradas 
y que no están en crecimiento o remodelación, los osteo- 
blastos son inactivos, adquieren forma alargada y se ase- 
mejan a fibroblastos. Se denominan células limitantes. 


Osteocitos 


Son los osteoblastos incorporados a la matriz ósea ya 
calcificada. Su aspecto es fusiforme, con finas prolon- 
gaciones que atraviesan la matriz y conectan con las de 
otros osteocitos estableciendo entre ellas uniones de 
hendidura (véanse Figs. 14.24.B y 14.24.C). El núcleo es 
ovalado y el nucléolo, pequeño. El citoplasma muestra 
menor desarrollo de orgánulos y menor basofilia y po- 
sitividad para las reacciones con PAS y fosfatasa alcali- 
na que el citoplasma de los osteoblastos. 

Aunque estas células no parecen capaces de fabricar 
matriz ósea, intervienen en el mantenimiento de ésta y en 
el transporte de sustancias del hueso a la sangre median- 
te la reabsorción de la matriz ósea (osteólisis osteocitica). 


Osteoclastos 


Son células grandes y multinucleadas (de 15 a 20 núcleos), 
que se adosan a la superficie de reabsorción del hueso en 


las llamadas lagunas de Howship. Causan la destrucción 
del hueso en la remodelación ósea (Fig. 14.23.B). 

Los osteoclastos tienen forma redondeada, un par 
de centríolos por cada núcleo (a veces dispuestos for- 
mando una región centrosómica), varios complejos de 
Golgi yuxtanucleares, lisosomas de tamaños y conteni- 
dos diversos y abundantes mitocondrias alargadas. Los 
osteoclastos jóvenes tienen un citoplasma ligeramente 
eosinófilo o incluso basófilo, pues contienen abundan- 
tes ribosomas libres y retículo endoplasmático rugoso 
(Fig. 14.26.A), pero los maduros son muy eosinófilos y 
vacuolados. 

La superficie del osteoclasto en contacto con el hue- 
so presenta numerosas proyecciones citoplásmicas, a 
modo de microvellosidades, pero más aplanadas y más 
irregulares que éstas (Fig. 14.26.B). Estas proyecciones 
constituyen el borde fruncido y están revestidas inter- 
namente de finos filamentos (de 20 nm de largo y gro- 
sor algo menor), perpendiculares a la membrana y se- 
parados entre sí unos 20 nm. Bajo este borde fruncido 
se observan vesículas dispuestas en cadena y peque- 
ñas vesículas con contenido denso homogéneo. Entre 
las proyecciones del borde fruncido se observa matriz 
ósea en destrucción, en la que destacan las fibras colá- 
genas. 

Los osteoclastos destruyen la matriz ósea mediante 
la secreción de enzimas hidrolíticas (colagenasas), que 
digieren las fibras colágenas y degradan la matriz ósea. 
También segregan ácidos (ácido cítrico y COzH,) para 
acidificar el medio y favorecer las osteólisis enzimática. 
Según algunos investigadores, la eliminación de la ma- 
triz ósea destruida correría a cargo de macrófagos. Se- 
gún otros, los osteoclastos fagocitan los restos de la 
matriz destruida, que son digeridos en sus vacuolas. La 
demostración de digestión intracelular en los osteoclas- 
tos avala su poder fagocítico. 

Hasta hace algún tiempo se creía que los osteoclas- 
tos provenían de la fusión y transformación de células 
osteoprogenitoras o de osteoblastos, pero hoy existen 
pruebas de que se originan de los monocitos. 


MATRIZ 


Fibras 


La matriz ósea contiene fibras colágenas de unos 100 nm 
de espesor, con estriación periódica de 64 nm y consti- 
tuidas principalmente por colágeno tipo |, aunque tam- 
bién hay finas fibrillas colágenas del tipo V. Si la materia 
orgánica del hueso (células, fibras, proteínas, glucoprote- 
inas y proteoglucanos) constituye el 30-35% del peso 
seco total del hueso, el colágeno representa el 90% de 
esta materia orgánica. No obstante, quizá por su mine- 
ralización y unión a otros componentes de la matriz, las 
fibras colágenas del hueso tienen propiedades algo di- 
ferentes de las del tejido conjuntivo y no pueden ex- 
traerse con los mismos disolventes. La disposición de 
estas fibras se expondrá al estudiar la estructura del 
hueso. 
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Figura 14.26. A: Parte de un osteoclasto (estrella) con tres núcleos, abundante retículo endoplasmático rugoso, vesículas y ri- 
bosomas libres. Asterisco: osteoblasto. X12 500. B: Detalle del borde fruncido de un osteoclasto con una zona de citoplasma pe- 
riférico desprovisto de orgánulos (estrella) y que emite proyecciones laminares (asterisco). Entre las proyecciones se forman ca- 
nalículos (flecha). Estrella transparente: matriz ósea en destrucción. X12 500. 


620 HISTOLOGÍA ANIMAL 


Sustancia fundamental is N 
Cartílago articular 


Glucoproteínas y proteínas 
Epífisis 
La glucoproteína más abundante después del colágeno 
es la osteonectina, que es sintetizada por los osteoblas- 
tos y posee gran afinidad por los cristales de hidroxia- 
patita y las fibras colágenas, favoreciendo el depósito 
de calcio y fósforo. Otras proteínas presentes son la os- 
teocalcina o proteína ósea con ácido glutámico (BGP), 
que se une a la hidroxiapatita e interviene en la minera- Diáfisis 
lización, y otra proteína también con ácido glutámico de 
efectos poco conocidos. 


Proteoglucanos 


Los glucosaminoglucanos de los proteoglucanos del 
hueso son fundamentalmente sulfatos de condroitina A L 
y C, pero menos abundantes que en el tejido conjuntivo y, 
desde luego, que en el cartílago. Hay también sulfato de Epífisis 
queratán, sialoproteínas | (osteopontina) y Il y ácido hia- 
lurónico. Estos glucosaminoglucanos confieren cierta 
basofilia a la matriz descalcificada, que es enmascarada Hueso largo 
por la fuerte eosinofilia de las fibras colágenas. 


Hueso plano 


Figura 14.27. Clasificación macroscópica de los huesos 
que muestra la disposición del hueso compacto y esponjoso. 


Sales minerales 


Constituyen la materia inorgánica del hueso, que repre- — Hueso esponjoso. Es una red tridimensional 
senta del 65 al 70% del peso seco. Son cristales de hi- de espículas o trabéculas óseas ramificadas, 
droxiapatita, cuya fórmula es Cay (PO,)Js(OH),. Además, que delimitan un laberinto de espacios interco- 
contienen ¡ones citrato, carbonato, magnesio y sodio. municados ocupados por médula ósea. 

Los cristales son como finas agujas o más bien prismas — Hueso compacto. Forma una masa sólida, con 
hexagonales de 100-150 nm x 20-40 nm y x 5-10 nm. Es- espacios sólo perceptibles con el microscopio 
tos cristales aparecen dispuestos periódicamente sobre óptico. 


la superficie de las fibras colágenas y perpendiculares a 
éstas. Los grupos OH- pueden ser sustituidos por iones 
flúor. 

La descalcificación del hueso (con EDTA) deja un 
hueso flexible, como de goma. La calcinación (destruc- 
ción de la materia orgánica por el calor) deja un hueso 
duro, pero quebradizo. Es decir, del material inorgánico 
depende la dureza; del material orgánico (colágeno), la 
resistencia y elasticidad. 

La calcificación se favorece con pH básico. Con pH áci- 
do, los iones fosfato y Ca% son más solubles, lo que favo- 
rece la reabsorción. La zona periférica de matriz situada 
junto a los osteoblastos se denomina borde osteoide, mi- 
de unos 10 um de espesor y está formada por sustancia 
fundamental y colágeno no calcificado. Tarda unos 10 
días en mineralizarse (véanse Figs. 14.23.A y 14.24.A). 


Figura 14.28. A: Tibia humana seccionada longitudinal- 
mente. E: epífisis. D: diáfisis. B: Tibia humana seccionada 
transversalmente en la diáfisis. Estrella: hueso compacto. 
Asterisco: hueso esponjoso. 


1. Según la estructura macroscópica. A simple vista, 
(aunque se aprecia mejor con una lupa), se distin- 
guen dos modalidades de hueso (Figs. 14.27 y 14.28): Ne SJ 


CAPÍTULO 14: TEJIDOS CONJUNTIVO, ADIPOSO, CARTÍLAGO Y HUESO 621 


2. Según la forma. En la mayoría de los vertebrados 1. Externa. Está formada por un tejido conjuntivo 
se distinguen tres tipos de huesos de acuerdo con denso con gruesos haces de fibras colágenas del 
su forma (Fig. 14.27): tipo l, algunas fibras elásticas y abundantes vasos 


sanguíneos. Algunos haces de fibras colágenas, 
junto con algunas fibras elásticas, penetran en el 
hueso compacto asegurando la retención del pe- 
riostio al hueso. Son las fibras de Sharpey. 

2. Interna. Es un tejido conjuntivo laxo con numero- 
sas células osteoprogenitoras. Según el momento 
del desarrollo del hueso, puede haber osteoblas- 
tos activos o células limitantes en reposo. 


— Huesos planos, como los de la bóveda craneal. 
Están formados por dos finas capas de hueso 
compacto (tablas), entre las cuales se encuen- 
tra una capa de hueso esponjoso con tejido 
hemopoyético (díploe). 

— Huesos cortos, como los cuerpos vertebrales. 
La capa externa o cortical es hueso compacto, y 
la zona interna o medular es hueso esponjoso. 

— Huesos largos, como los huesos principales de 
las extremidades. En los huesos largos típicos 


los extremos (denominados epífisis) están en- ENDOSTIO 

sanchados y presentan formas variables; la zona 

central (diáfisis) tiene forma cilíndrica. La transi- De ordinario es una única capa de células carente de fi- 
ción entre ambas zonas se denomina metáfisis y bras, la cual reviste todas las cavidades del tejido óseo, 
es de forma cónica (Figs. 14.28 y 14.29). Las epí- como la cavidad medular de la diáfisis, los conductos 
fisis constan de una fina capa de hueso compac- de Havers y de Volkmann (que serán estudiados a conti- 
to, albergando en su interior hueso esponjoso nuación) y los espacios medulares del hueso esponjo- 
que contiene médula ósea roja. La diáfisis es en so. Estas células tienen potencialidad osteógena y pue- 
una gruesa capa de hueso compacto; en su inte- de aparecer como células limitantes. 


rior hubo inicialmente hueso esponjoso, pero 
éste desapareció con la remodelación, durante 


el desarrollo del hueso, quedando tejido adipo- 
so que constituye la médula amarilla o tuétano ESTRUCTURA DEL HUESO COMPACTO 


del uds: DE LA DIÁFISIS DE UN HUESO LARGO 


3. Según el grado de desarrollo. A lo largo del tiem- Sistemas de Havers u osteonas 
po, el tejido óseo adopta dos modalidades per- 


ceptibles con el examen microscópico: En el hueso maduro, la matriz ósea se deposita en capas 


o laminillas paralelas, dispuestas en la proximidad de un 


— Tejido óseo primario o inmaduro (reticular o vaso sanguíneo. Esta matriz se calcifica posteriormente. 
no laminar). Está constituido por fibras coláge- Cada laminilla tiene 3-7 um de espesor y contiene cavida- 
nas entrecruzadas sin ninguna organización des lenticulares espaciadas regularmente. En estas cavi- 
aparente. Se encuentra en los huesos de fetos dades, denominadas lagunas u osteoplastos, se encuen- 
y niños recién nacidos. tran los osteocitos (Fig. 14.30). De las lagunas parten en 

— Tejido óseo secundario, maduro o definitivo todas direcciones finos canalículos ramificados que se 
(laminar). La matriz forma laminillas super- anastomosan con los de las lagunas vecinas. Son los ca- 
puestas debido a la orientación paralela de las nalículos calcóforos, en los que los osteocitos introducen 
fibras colágenas. Los osteocitos están esparci- sus prolongaciones citoplásmicas, que contactan con las 
dos regularmente en las laminillas. Este tejido de osteocitos vecinos. Esta red contiene líquido tisular (/í- 
sustituye progresivamente al tejido óseo no la- quido intersticial) y permite la nutrición de los osteocitos, 
minar que le precede. pues, a diferencia de lo que ocurre en el tejido conjuntivo 


y en el cartílago, la matriz calcificada no permite la difu- 
sión de los nutrientes. Gracias a sus prolongaciones cito- 
plásmicas y a los canalículos, los osteocitos tienen acce- 
so a los nutrientes que provienen del capilar sanguíneo 
más próximo. De todas formas, este sistema de nutrición 
no puede cubrir toda la extensión del hueso con un solo 
capilar, pues un osteocito no puede vivir a más de 200 um 


PERIOSTIO de un vaso sanguíneo. De ahí la disposición de las lami- 
nillas alrededor de los vasos. 
Recubriendo todo el hueso (salvo las epífisis de los hue- Esta organización de las laminillas se denomina os- 
sos largos, que están recubiertas de cartílago articular, teona o sistema de Havers. En la diáfisis de los huesos 
y los lugares de inserción de ligamentos y tendones) largos, las osteonas forman cilindros que recorren la 
existe una envoltura fibrosa denominada periostio. longitud de la diáfisis. En general, estos cilindros son 
Además de proporcionar protección y servir como vía rectos aunque presentan algunas ramificaciones inter- 
de entrada de los vasos sanguíneos, linfáticos y nervios comunicadas. Cada osteona consta de 4 a 20 laminillas 
al hueso, el periostio contribuye a la expansión del teji- óseas concéntricas, con la estructura descrita, dispues- 
do óseo: donde hay periostio hay potencialidad osteó- tas alrededor de un grupo de vasos sanguíneos. En ca- 


gena. El periostio consta de dos capas (Fig. 14.29.B): da laminilla las fibras colágenas están muy ordenadas: 


todas son paralelas, pero su orientación cambia de una 
laminilla a la siguiente. La refringencia de las laminillas 
de la osteona observada con el microscopio óptico se 
debe no sólo a los cambios de orientación de las fibras 
colágenas de una capa a otra, sino también a que alter- 
nan laminillas muy ricas en colágeno con otras que 
contienen menos (Figs. 14.30-14.32). 


e laminillas 


Entre los sistemas de Havers, que se observan como ci- 
lindros completos, aparecen sistemas de laminillas que 


f i a 

Figura 14.29. A: Radiografía anteroposterior de la tibia y el peroné de una rata de 9 días tras inyección vascular con SO,Ba. 
Se observan las placas de crecimiento de los centros primarios de osificación (pc) y un canal vascular (ca). E: epífisis. D: diáfi- 
sis. (Cortesía de E. Delgado Baeza.) B: Corte longitudinal de la articulación de la rodilla humana. E: epífisis del fémur (arriba) 
y de la tibia (abajo). D: diáfisis. P: periostio. C: cartílago articular. HE: hueso esponjoso epifisario. HC: hueso compacto subpe- 
rióstico diafisario. PC: placa de crecimiento. X4. 


constituyen fragmentos de cilindros que ocupan los hue- 
cos entre las osteonas. Corresponden a restos de anti- 
guas osteonas que han sido parcialmente destruidas en 
la remodelación del hueso (Figs. 14.30, 14.31 y 14.33). 

En los límites entre los sistemas de Havers y los siste- 
mas intersticiales se observan líneas refringentes llama- 
das líneas cementantes. Estas líneas no están atravesadas 
por canalículos calcóforos y se tiñen de modo diferente a 
como lo hacen las laminillas. Contienen escaso colágeno 
y menor cantidad de calcio y fósforo que las laminillas, pe- 
ro más azufre. La proporción calcio/fosforo es más alta 
que en las laminillas, lo que sugiere que la mineralización 
de estas líneas no se produce en forma de hidroxiapatita. 
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Figura 14.30. Cortes por desgaste de hueso compacto. A: Observación con luz polarizada de sistemas de Havers (SH) y siste- 
mas de laminillas intersticiales (LD). X250. B: Corte similar teñido con PAS que muestra lagunas (osteoplastos) que contienen 
osteocitos (flechas). X250. C: Detalle de una osteona que muestra el conducto de Havers (CH) y laminillas intersticiales (LI). 
Tricrómico de Masson. X450. D: Corte similar teñido con plata para mostrar los osteocitos y sus prolongaciones citoplásmicas 
(flecha). X750. 
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Sistema de laminillas concéntricas 
Periostio 


Osteocito 


Osteoblasto 


Allies 


Osteocito 
HUESO ESPONJOSO 


Laminillas circunferenciales externas 


Vaso sanguineo 
Osteona 


Conducto de Havers 


Laminillas intersticiales 


Conducto de Volkmann 


Conducto de Havers 


Figura 14.31. Esquema de la 
estructura de la corteza diafi- 
saria de un hueso largo. 


A 


Sistemas externo e interno de laminillas 


Inmediatamente por debajo del periostio y del endostio 
se encuentran las laminillas circunferenciales externas 
e internas. Estas laminillas son similares a las de los sis- 
temas intersticiales pero su origen reside en la actividad 
osteógena del periostio y el endostio (Fig. 14.31). 


Conductos vasculares 


Los sistemas de laminillas están surcados por dos tipos 
de conductos que contienen nervios y vasos que nutren 
a los osteocitos: 


1. Conductos de Havers. Son longitudinales, de 22 a 
110 um de diámetro. Pasan por el centro de los 
sistemas de Havers y nutren a todos los osteoci- 
tos de esa osteona (Figs. 14.30-14.32). 

2. Conductos de Volkmann. Son transversales. Co- 
munican los conductos de Havers entre sí y a és- 
tos con los vasos del periostio y, en menor grado, 
también con las cavidades medulares limitadas 
por el endostio. Son mayores que los conductos 
de Havers (Fig. 14.31). 


ESTRUCTURA DEL HUESO COMPACTO 
DE LA EPIFISIS DE UN HUESO LARGO 
O DE LASTABLAS DE UN HUESO PLANO 


El hueso compacto de estas zonas no forma largos y 
gruesos cilindros, como el de la diáfisis de los huesos 
largos, sino delgadas superficies curvadas o planas. Es- 
te hueso también está formado por sistemas (más o 
menos circunferenciales) de laminillas alrededor de los 
vasos sanguíneos que han quedado atrapados en la 
matriz ósea. En sentido amplio, podrían considerarse 
sistemas de Havers u osteonas; sin embargo, debido a 
la forma del hueso, las osteonas no forman cilindros co- 
mo los descritos en la diáfisis. 


ESTRUCTURA DEL HUESO ESPONJOSO 


El hueso esponjoso tiene también laminillas con osteoci- 
tos (Fig. 14.34) pero, al ser delgadas las trabéculas óseas, 
los vasos no penetran en ellas y no hay verdaderos siste- 
mas de Havers. Los osteocitos se nutren de los vasos 
próximos de la médula roja a través de canalículos. 
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| 
Figura 14.32. Esquema de una Osteorasto 


osteona. 


El hueso se forma siempre donde ya existe un tejido 
conjuntivo mesenquimático o cartílago. Si la osificación 
tiene lugar a partir de ese tejido conjuntivo se llama in- 
tramembranosa, por desarrollarse en membranas con- 
juntivas que dan lugar a los huesos membranosos (bó- 
veda del cráneo). Si la osificación tiene lugar a partir del 
cartílago (que es sustituido por hueso), se denomina 
endocondral y es la que origina el esqueleto axial y 
apendicular y la base del cráneo (condrocráneo). 

En ambos tipos de osificación el tejido óseo que se 
deposita primero es del tipo inmaduro o no laminar. 
Posteriormente este tejido se irá organizando y será del 
tipo laminar. Por otra parte, primero se forma hueso es- 
ponjoso, y luego todo él, o sólo una parte, se convertirá 
en compacto al rellenarse los huecos. 

El proceso de osificación, cualquiera que sea su tipo, 
implica la calcificación de la matriz extracelular. Esto 
ocurre mediante la secreción de las vesículas de calcifi- 
cación. 


Capilar sanguíneo del 
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Osteocito 


VESÍCULAS DE CALCIFICACIÓN 


Las vesículas de calcificación son sintetizadas y segre- 
gadas por los tipos celulares que participan en el proce- 
so de osificación: los osteoblastos y los condrocitos hi- 
pertrofiados. Un proceso comparable a la osificación es 
la calcificación que tiene lugar en el diente, con la for- 
mación de la dentina, el esmalte y el cemento dental a 
cargo de células especializadas. Inicialmente, las vesí- 
culas de calcificación se originan dentro de las mitocon- 
drias en las que penetran PO,* y Ca?* por transporte ac- 
tivo, acumulándose en la matriz mitocondrial como 
(PO,)2Ca3. Éste precipita, es estabilizado por pirofosfato 
y forma núcleos que se expulsan, primero de la mito- 
condria y después de la célula (véase Fig. 14.25). 

En el espacio extracelular, las vesículas de calcifica- 
ción muestran un diámetro variable (de 30 nm a 1 um) y 
están limitadas por membrana. Contienen cristales de 
hidroxiapatita, que forman agujas de 4 nm de espesor y 
varias decenas de nm de longitud, y un contenido amorfo 
denso que consiste en glucoproteínas, glucolípidos, fos- 
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Figura 14.33. Reabsorción y neoformación de osteonas. 
La secuencia se expresa de arriba hacia abajo. Las primeras 
osteonas se reabsorben parcialmente y sobre ellas se for- 
man nuevas osteonas. A su vez, estas osteonas se reabsor- 
ben parcialmente cuando se forma una nueva generación 


C de osteonas. J 


fato cálcico y enzimas que intervienen en la calcifica- 
ción (fosfatasa alcalina, otras fosfatasas, ATPasa). A ve- 
ces hay también ribosomas u otros orgánulos. 

En el espacio extracelular, las vesículas de calcificación 
acumulan más Ca% por transporte activo. Los cristales 
van aumentando hasta que alcanzan el tamaño definitivo, 
rompen la membrana y se fijan a las fibras de colágeno 
formando los cristales de hidroxiapatita (Fig. 14.35). 


OSIFICACIÓN INTRAMEMBRANOSA 


El ejemplo más característico es la formación de los 
huesos planos (como los huesos del cráneo) durante el 
desarrollo embrionario a partir del mesénquima. La osi- 
ficación se inicia en lugares genéticamente predetermi- 
nados. Sólo se conocen algunos de los estímulos que 
desencadenan este proceso, como la inducción neuroe- 
pitelial en el desarrollo de los huesos de la bóveda cra- 
neal o el estímulo del epitelio gingival sobre el esbozo 
de la mandíbula. Estos estímulos inducen la producción de 
TGF-a y TGF-B que favorecen la proliferación de los os- 
teoblastos. 

La osificación se inicia con la condensación del mesén- 
quima en las zonas donde se formarán los huesos, origi- 
nando una capa muy vascularizada de tejido conjuntivo 
mesenquimático con células estrelladas (Fig. 14.36.A). Es- 
tas son células osteoprogenitoras que aumentan de ta- 
maño y se transforman en osteoblastos, los cuales fabri- 
can la matriz ósea y la mineralizan al segregar las vesículas 
de calcificación. El primer signo de osificación es la apa- 
rición de una matriz eosinófila, en bandas delgadas, 
equidistantes de los vasos. Estas bandas forman una red 
y constituyen las primeras espículas y trabéculas óseas 
(Fig. 14.36.B). 

Sobre las trabéculas se adosan células osteoprogeni- 
toras (Fig. 14.37), que se transforman en osteoblastos: 
adquieren forma cúbica o prismática, se vuelven basófi- 
las, y sus prolongaciones se acortan; depositan fibras y 
matriz y engruesan las trabéculas. Entre los osteoblas- 
tos y las trabéculas se encuentra el borde osteoide (véa- 
se página 620). 

A medida que se añaden nuevas capas a las trabécu- 
las óseas, los osteoblastos van quedando encerrados 
en la matriz mineralizada de las trabéculas y se transfor- 
man en osteocitos (Fig. 14.36.C). La superficie de las tra- 
béculas es ocupada por nuevos osteoblastos diferencia- 
dos de las células mesenquimáticas osteoprogenitoras 
del tejido conjuntivo (Fig. 14.36.D). Se observan mitosis 
en estas células, pero no en los osteoblastos. De esta 
manera la osificación se expande hasta completar el 
desarrollo del hueso. 

El tejido óseo inicial presenta la organización micros- 
cópica del llamado hueso no laminar, no ordenado o in- 
maduro, con las fibras colágenas dispuestas en todas 
las direcciones. El hueso formado en las remodelacio- 
nes subsiguientes es ya hueso laminar, ordenado o ma- 
duro, con fibras colágenas organizadas en laminillas. 
Sin embargo, estas laminillas no tienen la apariencia de 
los sistemas de Havers porque, al ser delgadas las tra- 
béculas, no se incluyen en ellas los vasos sanguíneos. 
Ésta es la organización característica del hueso espon- 
joso. Si progresa la osificación, las cavidades del tejido 
conjuntivo mesenquimático desaparecen al quedar re- 
llenadas por hueso. Los vasos sanguíneos se incorpo- 
ran a la matriz calcificada y las laminillas se disponen a 
su alrededor, formándose sistemas parecidos a los de 
Havers, aunque no tan perfectos como en los huesos 
largos, donde las osteonas forman largos cilindros pa- 
ralelos. Es el hueso compacto. En el interior de los hue- 
sos planos subsiste el hueso esponjoso, que queda en- 
tre ambas capas de hueso compacto. Entre las trabéculas 
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Figura 14.34. Hueso esponjoso de la diáfisis de un hueso largo. A: Hueso inmaduro. Se observan los nódulos de matriz car- 
tilaginosa calcificada (estrella blanca) sobre los que se ha depositado el hueso (estrella negra). Entre las trabéculas óseas se en- 
cuentra la médula ósea, que es roja (MR), constituida por tejido hemopoyético y vasos sanguíneos (flecha). H.E. X60. B: Hueso 
esponjoso maduro. Las trabéculas óseas (estrella blanca) no contienen matriz cartilaginosa, y la médula ósea es amarilla (MA), 


constituida principalmente por adipocitos. H.E. X60. 


de este hueso esponjoso, el tejido conjuntivo remanen- 
te pasa a convertirse en tejido hemopoyético (médula 
ósea roja). 

El tejido conjuntivo que rodea la masa ósea se con- 
densa sobre ella y se convierte en periostio. Al cesar el 
crecimiento, los osteoblastos que hay sobre las trabé- 
culas óseas se inactivan y se convierten en células limi- 
tantes (véase página 618). Así permanecen mientras no 
se active la osificación. En el hombre, los huesos planos 
del cráneo son ya de estructura laminar en el nacimien- 
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to, pero son sólo esponjosos: aún no se han formado 
las tablas, que se formarán tras el nacimiento. 


OSIFICACIÓN ENDOCONDRAL 


Tiene lugar en los huesos de la base del cráneo, la co- 
lumna vertebral, las costillas, la pelvis y las extremida- 
des. Durante el desarrollo embrionario, estos huesos 
son un molde de cartílago hialino que irá siendo reem- 
plazado por hueso (Fig. 14.38). 
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Figura 14.35. Depósito del contenido de las vesículas de calcificación en las fibras colagenas. 
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Figura 14.36. Etapas progresivas de la osificación intramembranosa en el hueso frontal de rata. H.E. A: Se observan células 
mesenquimáticas (cabeza de flecha) y células diferenciadas en osteoblastos (flecha) que se agrupan para fabricar la matriz 


ósea. X450. B: Trabéculas óseas en formación (estrella), revestidas de osteoblastos (flecha). X450. C-D: Las trabéculas óseas 
COM se agrandan y rodean vasos sanguíneos (V). El tejido óseo queda limitado por una capa de osteoblastos (flechas). 
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Figura 14.37. Electronografía de hueso esponjoso que muestra una trabécula ósea en formación (estrella negra), rodeada de 
osteoblastos (estrella blanca). X6500. 


Formación del centro primario de osificación 


La primera señal de osificación es la hipertrofia de los con- 
drocitos en el centro del molde cartilaginoso (Figs. 14.38.A- 
14.38.C, 14.39.A y 14.39.B). Los condrocitos se vuelven 
muy grandes y redondeados, y presentan signos de in- 
tensa actividad metabólica. Muestran un dearrollado retí- 
culo endoplasmático rugoso, un complejo de Golgi volu- 
minoso, muchos lisosomas, mitocondrias, vacuolas y 
abundante glucógeno. Mientras que los condrocitos no 
hipertróficos almacenan glucógeno y fabrican ATP, los 
condrocitos hipertróficos realizan un metabolismo anae- 
róbico, utilizando el glucógeno y el ATP para incorporar y 
almacenar calcio en el interior de las mitocondrias. Cuan- 
do la energía acumulada se consume, las mitocondrias 
no pueden mantener el calcio en su interior y éste es li- 
berado, primero al citosol y luego a la matriz en las vesí- 
culas de calcificación. La calcificación de la matriz extra- 
celular impide que lleguen los nutrientes a los condrocitos 
hipertrofiados. Sus núcleos se vuelven tumefactos y la 
cromatina empalidece. Finalmente, los condrocitos mue- 
ren y desaparecen, y los huecos que ocupaban quedan 
entre delgados tabiques y espículas irregulares de matriz 
cartilaginosa calcificada. 

Las células mesenquimáticas del pericondrio se vuel- 
ven osteógenas, transformándose el pericondrio en pe- 
riostio. Aunque no se conocen las causas que inducen 
esta transformación, hay datos que sugieren una inter- 
acción entre los condrocitos hipertróficos y las células 


mesenquimáticas del pericondrio, posiblemente me- 
diante la secreción de factores difusibles (como la oste- 
ogenina) por los condrocitos hipertróficos. Las células 
osteoprogenitoras originan osteoblastos que depositan 
una capa de hueso subperióstico, formando un anillo 
alrededor de la zona central. 

Los vasos sanguíneos del periostio penetran en la 
diáfisis e invaden las cavidades dejadas por los condro- 
citos. El tejido conjuntivo mesenquimático que acompa- 
ña a los vasos lleva células osteoprogenitoras y células 
hemopoyéticas. Las células osteoprogenitoras se trans- 
forman en osteoblastos, que forman una capa epitelioi- 
de sobre las trabéculas calcificadas de la matriz cartila- 
ginosa. Así, las primeras trabéculas óseas tienen un eje 
central de cartílago calcificado recubierto de hueso. Es- 
te primer hueso depositado es del tipo esponjoso y del 
tipo inmaduro no laminar; posteriormente, será susti- 
tuido por hueso maduro laminar. Así se origina el cen- 
tro primario de osificación (Figs. 14.38.D y 14.39.C). 


Crecimiento en longitud del hueso: placas de 
crecimiento y centros secundarios de osificación 


Placas de crecimiento 


Una vez establecido el centro primario de osificación en la 
diáfisis, este centro se divide en dos zonas situadas en 
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los límites distal y proximal de la diáfisis. Estas dos zonas 
marcan la transición entre el cartílago y el hueso en los 
dos extremos de éste, y presidirán la continuación de la 
osificación endocondral. Son las placas de crecimiento 
cartilaginoso o fisis (Figs. 14.38.E y 14.39.C). En cada pla- 
ca se establecen las siguientes zonas, enumeradas del 
extremo epifisario al diafisario (Figs. 14.40 y 14.41): 


1. Zona basal, de reserva o de cartílago en reposo. 
Está constituida por condrocitos pequeños, que se 
disponen de forma aislada o en grupos repartidos 
en una matriz abundante. Aunque poseen un de- 
sarrollado retículo endoplasmático rugoso, lo que 
sugiere una síntesis proteica activa, su dotación 
enzimática es menor que en las restantes zonas 
de la placa (Fig. 14.42.A). 

2. Zona de proliferación o de cartílago seriado. Los con- 
drocitos se dividen formando columnas paralelas en- 
tre sí y perpendiculares al plano de la metáfisis, con 
numerosos grupos isogénicos (Figs. 14.40 y 14.41). 
Los condrocitos seriados poseen más orgánulos 
que los de la zona de reserva (Fig. 14.42.B), lo 


: 


Figura 14.38. Esquema de 
los estadios progresivos de la 
formación de un hueso largo 
que muestra el desarrollo de 
los centros primarios y secun- 
darios de osificación endocon- 
dral, el depósito de hueso sub- 
perióstico y la reabsorción ósea. 


que se traduce en una mayor síntesis de la ma- 
triz, que se dispone entre las columnas. 

Estudios con bromodesoxiuridina han demos- 
trado que las células de esta zona son las únicas 
que se dividen en la placa de crecimiento (véase 
Fig. 14.39.D). Este aumento en el número de célu- 
las determina que el hueso vaya creciendo en lon- 
gitud. Sin embargo, estas mitosis no alargan la 
propia zona seriada porque, a medida que se for- 
man nuevas células, otras se van transformando 
en las células de la zona siguiente. 


. Zona de maduración o de cartílago hipertrófico. 


Los condrocitos se convierten en células grandes, 
redondas y vacuoladas que segregan vesículas de 
calcificación, iniciándose así la calcificación de la 
matriz del cartílago (Fig. 14.42.C). 


. Zona de degeneración del cartílago y osificación. 


Los condrocitos mueren y desaparecen. En las ca- 
vidades que dejan penetran los vasos sanguíneos 
con células osteoprogenitoras, y sobre los tabiques 
de matriz calcificada se realiza la osificación tal co- 
mo se describió anteriormente (Figs. 14.40 y 14.41). 
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Figura 14.39. Osificación endocondral A: Modelo cartilaginoso del futuro hueso largo (falange). La estrella indica el centro 
de la diáfisis donde se originará la osificación. P: pericondrio. H.E. X60. B: Hipertrofia y calcificación del cartílago (estrella) que 
da inicio a la osificación. Desde el pericondrio (P) penetran vasos sanguíneos y células osteoprogenitoras (asterisco) hasta el 
cartílago calcificado. H.E. X125. C: En la diáfisis (D) se deposita hueso esponjoso (asterisco) entre cuyas trabéculas hay médu- 
la ósea. En ambos extremos metafisarios se están formando las placas de crecimiento (flechas). Las epífisis (E) permanecen 
cartilaginosas. Tricrómico de Masson. X10. D: Placa de crecimiento una hora después de inyectar bromodesoxiuridina que mar- 
ca las células en replicación. En la imagen se observa marcaje (flecha) en la zona de cartílago seriado (CS). CH: zona de cartí- 
lago hipertrófico. CC: zona de cartílago calcificado. Azul de metileno. X400. (Cortesía de J.M. López, Departamento de Morfo- 


logía y Biología Celular. Universidad de Oviedo.) 
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Figura 14.40. Esquema de la placa de crecimiento en la 
osificación endocondral. 
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A medida que degeneran los condrocitos hipertróficos 
en el extremo diafisario de la placa y van siendo sustitui- 
dos por hueso, se van produciendo nuevos condrocitos 
hipertróficos a partir de la zona de cartílago seriado. De 
esta manera, el proceso de osificación puede continuar y 
así el hueso crece en longitud (véase Figs. 14.38.E- 
14.38.J). Este crecimiento no es igual hacia los dos ex- 
tremos; por ejemplo, el fémur crece más en la epifisis 
distal, y la tibia en la epífisis proximal. 

Durante el crecimiento del hueso no sólo hay osifica- 
ción, sino también reabsorción parcial del hueso forma- 
do inicialmente. Al hacerse más largo el hueso, las tra- 
béculas óseas más cercanas al centro de la diáfisis van 
siendo reabsorbidas a la misma velocidad con que se 
añade hueso en los extremos epifisarios de las placas 
de crecimiento. Esta reabsorción origina la cavidad me- 
dular secundaria, donde no hay hemopoyesis, sino acu- 
mulaciones de grasa (médula ósea amarilla). 

Para comprender cómo se ha ido produciendo el de- 
pósito óseo se pueden observar los huesos del manati, 
en los que, como caso excepcional entre los mamíferos, 
no hay reabsorción ósea para formar la cavidad medu- 
lar secundaria y toda la diáfisis queda con trabéculas de 
hueso esponjoso que contiene médula roja (Fig. 14.43). 


Anillo pericondrial 


Rodeando externamente la placa de crecimiento se en- 
cuentra una estructura peculiar especializada denomi- 
nada anillo pericondrial (Figs. 14.43 y 14.44). Este anillo 
tiene tres regiones que, enumeradas de dentro afuera, 
son (Fig. 14.43): 


1. La región ósea. Es un hueso membranoso que 
forma un cilindro alrededor de la placa de creci- 
miento, observándose al corte como una barra. 
Adosada externamente a este hueso está la capa 
de osteoblastos que lo ha generado. Este cilindro 
óseo no mantiene continuidad con el hueso corti- 
cal de la diáfisis, pues va siendo reabsorbido por 
osteoclastos en su extremo diafisario. 

2. La región celular. Dentro de esta región, la zona 
más alejada de la diáfisis la forman células de as- 
pecto mesenquimático o fibroblástico dispuestas 
laxamente en una matriz abundante. El resto de la 
región presenta gran densidad de células, que pa- 
recen indiferenciadas en la zona media de la re- 
gión y similares a osteoblastos en la zona más 
próxima a la diáfisis. 

3. La región fibrosa. Está constituida por haces para- 
lelos de fibras colágenas entre los que se disponen 
ordenadamente fibroblastos. Se continúa con el re- 
vestimiento fibroso de la diáfisis y de la epifisis. 


La función del anillo pericondrial parece ser doble: 
a) mecánica, de soporte lateral de la placa de crecimien- 
to mediante la formación de la región ósea, y b) de cre- 
cimiento (sobre todo transversal) de la placa y de la me- 
táfisis mediante la transformación de las células 
mesenquimáticas en condroblastos y osteoblastos. 


Centros secundarios (epifisarios) de osificación 


En el hombre, en el tercer mes de vida fetal ya han apa- 
recido centros primarios de osificación en las diáfisis de 
todos los huesos largos. No obstante, y salvo algunas 
excepciones, hasta después del nacimiento no se ob- 
serva la hipertrofia de los condrocitos y la aparición de 
un centro secundario de osificación en cada epífisis 
(veánse Figs. 14.38.F-14.38.l y 14.45). 

El inicio de la formación de cada centro secundario 
de osificación es similar al del centro primario. En la 
parte central de la epísifis los condrocitos se hipertro- 
fian, la matriz se calcifica y se observan vasos sanguí- 
neos y células osteoprogenitoras que se convierten en 
osteoblastos e inician la formación de hueso. Estos va- 
sos proceden del pericondrio. Se ha discutido si la inva- 
sión vascular del centro de la epífisis es posterior a la 
hipertrofia de los condrocitos, como ocurre en el centro 
primario, o es anterior. En este caso, la penetración de 
los vasos sanguíneos exigiría un proceso condrolítico a 
cargo de macrófagos o condroclastos. 

En los centros secundarios la disposición en colum- 
nas de los condrocitos no es tan clara, y no se distin- 
guen bien las zonas mencionadas en los centros prima- 
rios. El desarrollo del centro secundario tiene lugar por 
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Figura 14.41. Placa de crecimiento de tibia de rata seccionada longitudinalmente y teñida con el tricrómico de Goldner. En 
color marfil se observa la matriz cartilaginosa del cartílago en reposo (R), del cartílago en proliferación (P) y del cartílago hi- 
pertrófico (H); en azul-verdoso claro aparece la matriz cartilaginosa calcificada (C); en marrón oscuro el borde osteoide junto a 
la matriz calcificada (flecha), y en azul-verdoso oscuro el hueso mineralizado (Hu). X400. (Cortesía de H. Rico. Departamento 
de Medicina. Universidad de Alcalá.) 


expansión desde dentro. De esta manera, el hueso de las metáfisis. Sin embargo, a diferencia de lo que 
va reemplazando el cartílago epifisario, que inicialmen- ocurre en éstas, en las epífisis el pericondrio no se 
te sigue creciendo gracias a una zona de proliferación, transforma en periostio y tampoco hay osificación sub- 


tal como sucede en los centros primarios de osificación perióstica. 
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Figura 14.42. Células de un centro primario de osificación. A: Condrocito en reposo. X5000. B: Condrocitos de la zona de 
C cartílago seriado. X6500. C: Condrocito hipertrófico. X12 000. 


J 
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Cierre de las epífisis 


El crecimiento en longitud se debe, como se ha dicho, a 
que la placa cartilaginosa crece desde la epífisis a medi- 
da que va siendo invadida por el extremo diafisario. En 
la epífisis hay también un crecimiento periférico debido 
a la zona de proliferación de los condrocitos del centro 
secundario de osificación. Así, el crecimiento podría con- 
tinuar indefinidamente pero, de hecho, se detiene en la 
pubertad debido a cambios hormonales que hacen que 
el cartílago de proliferación deje de dividirse. Al supri- 
mirse la fuente de condrocitos que se hipertrofian y de 
matriz que se calcifica, el crecimiento se detiene. La epí- 
fisis queda completamente osificada, quedando única- 
mente el cartílago articular en su límite externo. La pla- 
ca cartilaginosa de la metáfisis también desaparece. 
Este proceso se conoce como cierre de las epifisis, y de- 
termina el fin del crecimiento de los huesos largos y, 
por tanto, del crecimiento del individuo. No se produce 
a la vez en ambas epífisis del hueso y varía de unos in- 
dividuos a otros (véanse Figs. 14.29.B y 14.38.J). 


Cartílago 


Hueso 


Crecimiento en espesor de los huesos largos 
(osificacion subperióstica) 


La osificación endocondral propiamente dicha, que es 
responsable del crecimiento en longitud de los huesos, 
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pericondrial. Azul de metileno. X30. B: Corte semifino de epífisis de rata que muestra el inicio del centro secundario de osifica- 
ción (CS). Azul de metileno. X125. C: Detalle del recuadro de la figura anterior. Se observan capilares sanguíneos (V) en la ma- 
triz del cartílago calcificado. CH: cartílago hipertrófico cuya matriz se está calcificando. X500. (Las figuras son cortesía de E. 
Delgado Baeza.) 


está acompañada de la osificación causada por el pe- Al crecer el hueso, todo su aumento en espesor se 
riostio, cuyos osteoblastos forman un depósito óseo al- debe al engrosamiento del collar subperióstico, pues en 
rededor de la diáfisis. Esta osificación subperióstica es el centro de la diáfisis se ha ido reabsorbiendo el hueso 
exactamente igual a la osificación intramembranosa que formado por las placas de crecimiento. 

hace crecer los huesos planos, puesto que no hay reem- El primer hueso subperióstico que se forma en el fe- 
plazamiento de cartílago. Así se forma un enrejado tridi- to humano es del tipo inmaduro no laminar, y será pos- 
mensional de trabéculas de tejido óseo esponjoso, que teriormente reabsorbido en la remodelación que se ini- 
irá transformándose progresivamente en hueso com- cia ya durante la vida intrauterina. Tras el nacimiento, el 


pacto, constituyendo la pared de la diáfisis. hueso subperióstico formado es ya desde el inicio lami- 
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nar, y la osificación progresa hasta formar hueso com- 
pacto. Se considera que, a los dos años de vida, los 
huesos largos son ya de estructura laminar. 


REMODELACIÓN ÓSEA 


Remodelación de la forma del hueso durante 
el crecimiento 


Aunque su organización interna cambia constantemen- 
te, el hueso conserva la misma forma externa. Esto im- 
plica depósitos de hueso en algunas partes y reabsor- 
ción en otras. 

Utilizando como modelo la tibia de rata, se han venido 
estudiando estos cambios ya desde el siglo xix, primero 
administrando rubia, que tiñe de rojo el tejido óseo incor- 
porado durante el período de administración de esta sus- 
tancia, y posteriormente empleando técnicas radioauto- 
gráficas. Comparando las tibias en diferentes momentos 
del crecimiento, se observa que la formación y la reabsor- 
ción de tejido óseo se producen de manera diferente en 
la diáfisis (de forma cilíndrica) y la epífisis (cónica). En la 
diáfisis se deposita hueso subperióstico (engrosando por 
fuera el hueso antiguo) y en la superficie medular se 
reabsorbe (eliminando desde dentro el hueso antiguo). 
Esto es lógico pues, al ir creciendo el hueso, el diámetro 
de la diáfisis debe crecer (depósito de hueso por fuera), 
pero la cavidad medular diafisaria debe aumentar tam- 
bién (reabsorción por la parte interna). Por el contrario, 
en la epífisis se reabsorbe tejido óseo en la periferia y se 
deposita en la parte medular. Esto se debe a que, al crecer 
el hueso, lo que antes era epífisis pasa a formar parte de 
la diáfisis. Así se mantiene la forma (Fig. 14.46). 

Una combinación de depósito y reabsorción tiene lu- 
gar también en el crecimiento de los huesos planos. 
Así, un hueso del cráneo (el frontal, por ejemplo) debe 
aumentar el radio de curvatura a medida que va cre- 
ciendo. Esto significa que al crecer el hueso frontal de 
un niño, en la parte central debe eliminarse hueso por 
la parte externa (del lado del cuero cabelludo) y añadir- 
se en la parte interna (del lado de los hemisferios cere- 
brales); en cambio, en la periferia del hueso sucede lo 
contrario (las suturas) (Fig. 14.46). 


Sustitución del hueso no laminar por laminar 


La remodelación que mantiene la forma del hueso du- 
rante su crecimiento es la manifestación externa de una 
remodelación interna. Como ya se ha señalado al estu- 
diar ambos tipos de osificación, la primera remodela- 
ción que se efectúa tiene por objeto sustituir el hueso 
laminar primitivo no laminar por laminar. En esta remo- 
delación, lo primero que se observa son cavidades de 
reabsorción producidas por osteoclastos que destruyen 
el hueso ya formado. Estas cavidades se unen forman- 
do cavidades cilíndricas en las que penetran los vasos 
sanguíneos. A continuación los osteoclastos son susti- 
tuidos por osteoblastos y, en las paredes de estas cavi- 
dades, se depositan laminillas concéntricas óseas que 
forman verdaderas osteonas. Los límites de estos siste- 
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Figura 14.46. Para mostrar los cambios producidos en la 
remodelación ósea, se superpone el contorno de los huesos 
adultos sobre los infantiles. (Modificado de Fawcett DW: 
Textbook of Histology. Philadelphia, Saunders, 1986.) 


mas de Havers están marcados por líneas de cementa- 
ción y reemplazan al hueso primitivo. 


Remodelación durante el crecimiento 
y alo largo de la vida 


La destrucción y reposición del hueso no termina con el 
reemplazo del hueso no laminar por el laminar. A lo lar- 
go no sólo del crecimiento del hueso sino de toda la vi- 
da del individuo, continuamente se está reabsorbiendo 
y reponiendo hueso. Las sucesivas remodelaciones afec- 
tan ahora a osteonas verdaderas, que son parcialmente 
destruidas y cuyos restos se entremezclan con las nue- 
vas osteonas formadas. Las laminillas intersticiales des- 
critas en la estructura del hueso son restos de antiguos 
sistemas de Havers. Así, en cualquier momento, en un 
corte transversal de la diáfisis de un hueso se observan 
tres tipos de osteonas: maduras, en formación y en re- 
absorción (véanse Figs. 14.31 y 14.33). La administra- 
ción de tetraciclina (que se acumula durante la minerali- 
zación) permitió demostrar que las láminas óseas de las 
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osteonas en formación se van produciendo de fuera 
adentro, rellenando lo que era una cavidad de reabsor- 
ción y ahora es una nueva osteona en formación. Así se 
ha sabido que un sistema de Havers se forma en 4-5 se- 
manas en un hombre adulto, y que el espesor de su pa- 
red crece a una media diaria de 1 um. A medida que 
avanza la formación del sistema de Havers hay un en- 
lentecimiento en la cantidad de hueso que se deposita, 
porque, al acumularse de fuera adentro, se van forman- 
do capas de menor diámetro en un período equivalente. 


MINERALIZACIÓN DE LA MATRIZ ÓSEA 


El hueso se deposita debido a factores humorales y lo- 
cales. Las fibras de colágeno tipo | (pero no las otras va- 
riedades) inducen la formación de cristales de hidroxia- 
patita en soluciones estables de calcio y fósforo. Como 
el tejido conjuntivo también contiene colágeno de tipo | 
y ordinariamente no se calcifica, esto quiere decir que 
en este tejido debe de haber una inhibición de esta pro- 
piedad producida por alguna sustancia. Sólo en cir- 
cunstancias anormales se suprime esta inhibición y se 
forma hueso en el conjuntivo (metaplasia ósea). 


INTERCAMBIO DE Ca? ENTRE LA SANGRE 
Y EL HUESO 


Entre el hueso y la sangre hay un intercambio continuo 
de Ca”, manteniéndose una concentración determinada 
de este ¡on en el plasma (alrededor de 10 ug por 100 mL). 
Durante toda la vida, uno de cada 10 ¡ones Ca” en san- 
gre se intercambia con los del hueso. El Ca?* más lábil se 
encuentra en las osteonas más jóvenes, que responden 
muy bien a las exigencias de la regulación homeostática. 


FACTORES NUTRITIVOS 


El déficit de calcio o fósforo determina la extracción de 
calcio del hueso y causa raquitismo. No hay osificación 
en los cartílagos y en el adulto queda un tejido osteoide 
no calcificado. 

La carencia de vitamina A determina disminución 
del ritmo de crecimiento, pues esta vitamina controla la 
actividad y coordinación de los osteoblastos y osteo- 
clastos. Por tanto, no hay remodelación ósea o ésta es 
inadecuada. 

La carencia de vitamina C causa el escorbuto, enfer- 
medad en la que no se forma colágeno en el tejido con- 
juntivo. Al no producirse fibras colágenas no habrá osi- 
ficación ni crecimiento. 

La carencia de vitamina D dificulta la absorción intes- 
tinal de calcio y fósforo y, por tanto, no se produce mine- 
ralización. La forma hormonalmente activa de esta vita- 
mina, la 1,25 dihidroxivitamina Dz, estimula la actividad 
de los osteoblastos y, por consiguiente, la formación de 
hueso. 


HORMONAS 


Las hormonas participan en la regulación del intercam- 
bio de Ca% entre la sangre y el hueso y, consecuente- 
mente, en la osificación. La hormona paratiroidea extrae 
Ca?* del hueso hacia la sangre. Tras administrar esta hor- 
mona los osteoclastos se estimulan, produciendo más 
RNA y formando bordes fruncidos desarrollados, se aci- 
difica el medio y se produce la reabsorción ósea. Esta 
hormona también disminuye la formación de hueso al 
inhibir la estimulación de los osteoblastos, y su efecto se 
rige por un mecanismo de retroalimentación negativa. 

La hormona antagonista es la calcitonina, elaborada 
por las células parafoliculares del tiroides de los mamife- 
ros o por la glándula ultimobranquial en otros vertebra- 
dos. Inhibe los osteoclastos y estimula los osteoblastos. 

Los glucocorticoides disminuyen la absorción de cal- 
cio, incrementan la reabsorción ósea y reducen la activi- 
dad de los osteoblastos, inhibiendo así la formación de 
hueso. 

Las hormonas sexuales frenan el crecimiento del hue- 
so al producir el cierre de las epífisis. En el desarrollo 
sexual precoz, la maduración del esqueleto se acelera y 
se cierran prematuramente las epífisis; en cambio, en la 
hipoplasia testicular se demora el cierre de las epifisis. 

La insulina favorece la captación de aminoácidos y la 
síntesis de proteínas óseas. 

La hormona del crecimiento (GH) determina que los 
huesos largos crezcan al aumentar el recambio metabó- 
lico en el hueso. 


MEDIADORES QUÍMICOS LOCALES 


1. Factores que estimulan la formación de hueso. Al- 
gunos de los factores de crecimiento que estimu- 
lan la proliferación de células madre de muchos 
tejidos (como EGF, PDGF, TGF-a y TGF-f) estimu- 
lan también la proliferación de osteoblastos. 

Otros factores son más específicos del de- 
sarrollo óseo y, además de estimular la produc- 
ción celular ósea, ejercen acciones sobre la sínte- 
sis de colágeno y otras proteínas óseas y sobre la 
reabsorción, aunque estas acciones no están bien 
determinadas aún. Estos factores son el factor de 
crecimiento derivado del hueso (BDGF, que es 
una microglobulina B2), el factor de crecimiento 
del esqueleto humano (hSGF), la proteína morfo- 
génica ósea (BMP, de la familia TGF-B) y la osteo- 
genina. 

2. Factores que estimulan la reabsorción ósea. Se 
conocen los siguientes: 


— Las prostaglandinas. Su acción es similar a la 
de la hormona paratiroidea. Sin embargo, la ac- 
tividad de la prostaglandina E; parece ser cier- 
tamente compleja, también pues se ha obser- 
vado que puede activar la formación de hueso 
y, en grandes concentraciones, inhibir la sínte- 
sis de colágeno. 

— Los factores EGF, PDGF, TGF-a y TGF-ß inter- 
vienen no sólo en la formación de hueso, sino 
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también en su reabsorción, estimulando la li- 
beración de calcio a través de un mecanismo 
mediado por las prostaglandinas. 

— La IL-1 y los factores TNF-a y TNF-B. En deter- 
minadas condiciones la IL-1 puede estimular o 


inhibir la síntesis del colágeno y de otras pro- 
teínas de la matriz ósea. 


3. Factores que inhiben la reabsorción ósea. Esta ac- 
ción se atribuye al IFN-y. 
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ELTEJIDO MUSCULAR DE LOS VERTEBRADOS 


El tejido muscular, muy abundante en la práctica totali- 
dad de los animales, es esencial para los movimientos 
del cuerpo, tanto del esqueleto como de sus órganos. Es- 
tá constituido por células muy especializadas en la con- 
tracción. La característica ultraestructural más importan- 
te de estas células es la presencia de miofilamentos de 
dos tipos: filamentos delgados de actina (6 nm de diáme- 
tro), que están presentes en casi todos los tipos celula- 
res, y filamentos gruesos de miosina (de 14 nm de diá- 
metro en adelante). Aunque la miosina acompaña a la 
actina en la práctica totalidad de los tipos celulares, sólo 
forma filamentos gruesos en las células musculares. 

Aun cuando en toda la escala zoológica el tejido 
muscular cumple básicamente las características men- 
cionadas, existe una gran diversidad de células muscu- 
lares, sobre todo en los invertebrados. Así pues, estudia- 
remos primero el tejido muscular de los vertebrados, 
para detenernos a continuación en describir algunos de 
los tipos de células musculares más relevantes en los 
invertebrados. 

En los vertebrados se han establecido dos grandes 
variedades de tejido muscular dependiendo de las ca- 
racterísticas de sus células: 


1. Músculo estriado o células musculares estriadas. 
En estas células los miofilamentos se disponen 
ordenados en unidades morfológicas y funciona- 
les denominadas sarcómeras, que dan lugar a una 
estriación transversal característica, con las ban- 
das perpendiculares al eje longitudinal de la célu- 
la. Fisiológicamente son de contracción rápida. 
Dentro de este grupo se pueden establecer tres sub- 
grupos: 


— Músculo esquelético. Sus células forman la mus- 
culatura somática de los vertebrados y se con- 
traen de modo voluntario. 

— Músculo cardíaco. Forma la pared muscular (mio- 
cardio) del corazón. Sus células difieren en 
ciertos aspectos del músculo esquelético y su 
contracción es involuntaria. 


2. Músculo liso. Sus células carecen de estriación trans- 
versal y son de contracción lenta e involuntaria. For- 
man la musculatura de la pared de los vasos sanguí- 
neos y órganos huecos. 


Es el músculo más abundante en los vertebrados. Se in- 
serta en los huesos mediante tejidos conjuntivos den- 
sos para permitir el movimiento de las diversas partes 
del cuerpo. Está inervado por axones de las neuronas 
motoras del sistema cerebroespinal. Sus células, tam- 
bién llamadas fibras, son multinucleadas, muy largas y 
paralelas unas a otras. 


ORGANIZACIÓN HISTOLÓGICA 


Cada músculo esquelético está rodeado y protegido por 
una vaina de tejido conjuntivo denso llamada epimisio. 
De esta vaina parten tabiques que se ramifican profusa- 
mente en el interior del músculo, dividiéndolo en fascí- 
culos de fibras y grupos de fascículos. Todas estas rami- 
ficaciones constituyen el perimisio, de modo que grupos 
pequeños de fibras musculares, envueltas cada una de 
ellas por su perimisio, forman a su vez grupos mayores 
envueltos también por perimisio. Por tanto, así como el 
epimisio es una envoltura única, el perimisio forma va- 
rias envolturas que encierran a grupos de otras (Fig. 
15.1). Cada fibra muscular, a su vez, está recubierta de 
una delgada red de fibras reticulares que se continúa 
con algo de tejido conjuntivo laxo que contiene vasos 
sanguíneos y nervios. Este tejido conjuntivo situado en- 
tre las células se denomina endomisio. 

Estas envolturas de tejido conjuntivo proporcionan 
una adecuada cohesión a las fibras y grupos de fibras, 
integrando sus movimientos. Por otra parte, permiten 
un cierto grado de independencia en la contracción de 
unos grupos de fibras respecto a otros. Además, consti- 
tuyen el soporte de los vasos sanguíneos y nervios ne- 
cesarios para el mantenimiento del músculo y su activi- 
dad (Fig. 15.1). 
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Figura 15.1. Representación tridimensional de un mús- 
culo esquelético y sus componentes: fibras (células) y en- 
volturas de tejido conjuntivo. 
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Los vasos sanguíneos son muy abundantes. Penetran 
por el epimisio, se ramifican siguiendo los tabiques del 
perimisio y alcanzan el endomisio. Sobre cada célula y 
a lo largo de ella hay venas y arterias, de las que parten 
numerosos vasos sanguíneos de menor calibre que irri- 
gan la célula y tienen un recorrido sinuoso para adap- 
tarse a los cambios de longitud de las células. 


LA CÉLULA MUSCULAR ESQUELÉTICA 
Estructura general 


Las fibras o células de los músculos esqueléticos tienen 
forma cilíndrica y muy alargada. Su calibre varía de 10 a 
100 um, incluso dentro de un mismo músculo. Su longi- 
tud es aún más variable: de 1 a 50 mm. En algunos mús- 
culos que no se afilan en los extremos, se piensa que hay 


fibras que se continúan de un extremo a otro, pero en la 
mayor parte de los músculos afilados se considera que 
las fibras no abarcan toda la longitud del músculo y se 
unen por un extremo a un tendón y, por el otro, a algún 
tabique (epimisio o perimisio) (Figs. 15.1 y 15.2). 

La membrana plasmática (también denominada sarco- 
lema) está rodeada de una membrana basal que, como la 
de las células epiteliales, consta de la lámina basal y una 
capa de fibras reticulares (Fig. 15.2). Cada célula muscular 
contiene numerosos núcleos alargados en el sentido de la 
fibra y dispuestos en su periferia (Figs. 15.3 y 15.4), aun- 
que en algunos músculos rojos de mamíferos los núcleos 
se localizan por todo el espesor de la fibra, y en otros mu- 
chos vertebrados hay algunas fibras musculares cuyos 
núcleos son todos centrales. Existen otros núcleos, situa- 
dos también en la periferia celular, inmediatamente por 
debajo de la lámina basal, que no forman parte de la célu- 
la muscular sino de células anexas denominadas satélites 
(Fig. 15.4.B). Con el microscopio electrónico se demuestra 
que estas células poseen su propia membrana plasmáti- 
ca, que las separa de la de la célula muscular, si bien no 
hay lámina basal entre ambos tipos celulares. Los núcleos 
de las células satélites presentan cromatina más densa 


Huso neuromuscular 
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Figura 15.2. Representación de una parte del músculo de 
la figura anterior, similar a la que sobresale en dicha ima- 
gen, correspondiente a un grupo de células rodeadas por el 
perimisio. 


EJIDO MUSCULAR 645 


AAD ELS - 


! : iL 
Lithia EHHH U 


442g l TE, LAA ADS 
Hi de 5. 
rre a. mi 


i ae yA 
rre Ty 4 
Nii <n aiia 


Figura 15.3. A: Haz de células musculares esqueléticas humanas seccionadas longitudinalmente. H.E. X450. B: Detalle de 
una célula muscular como las de la figura anterior que muestra las bandas A (A) e I (I). Estas últimas se encuentran divididas 
por las líneas Z (Z). Corte semifino. Azul de metileno. X2000. C: Músculo esquelético humano observado en sección transver- 
sal. Las flecha indica la posición periférica de los núcleos. Tricrómico de Masson. X250. 
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Figura 15.4. Músculo esquelético humano. A: Sección longitudinal de una célula muscular relajada que muestra las miofibri- 
llas en las que se distinguen las bandas A (A) e I (I) y un núcleo (N) dispuesto en la periferia celular. X15 000. B: Sección trans- 
versal que muestra una célula satélite. A diferencia del núcleo de la figura anterior, éste se encuentra rodeado por un citoplas- 
ma propio que queda delimitado del citoplasma de la célula muscular por las membranas plasmáticas de ambas células 
(cabezas de flecha). Estrella: espacio intercelular entre dos células musculares. X15 000. C: Sección longitudinal de un músculo 
contraído. Compárense las sarcómeras con las de la figura A. Se observan las bandas A (A), pero apenas las bandas I. El núcleo 
(N) muestra un contorno fruncido. L: inclusión lipídica. La flecha señala la lámina basal. X15 000. 


que los de las células musculares. El citoplasma es escaso 
y contiene los orgánulos habituales. Se consideran mio- 
blastos, es decir, células madre capaces de proliferar y 
fusionarse con las fibras musculares. 


Miofibrillas 


El citoplasma (también denominado sarcoplasma) está 
mayoritariamente ocupado por miofilamentos que con- 
figuran cilindros, denominados miofibrillas, dispuestos 
en sentido longitudinal. Cada miofibrilla muestra una 
estriación transversal, resultado de la alternancia de seg- 
mentos cilíndricos de diferentes propiedades ópticas y 
tintoriales (bandas claras y oscuras). Al adosarse entre 
sí las miofibrillas, se superponen las bandas iguales, 
con lo que toda la fibra adquiere una estriación trans- 
versal (Figs. 15.2, 15.3.A y 15.3.B). En los cortes trans- 
versales las miofibrillas aparecen agrupadas formando 
los campos de Cohnheim (Fig. 15.3.C). Se trata de un ar- 
tefacto de fijación, ya que en realidad las miofibrillas es- 
tán regularmente repartidas. En muchos músculos de 
peces y anfibios las miofibrillas no están tan individuali- 
zadas y se hienden o interconectan unas a otras. 

Si se examinan las fibras con el microscopio de luz 
polarizada se aprecia que unas bandas son isótropas y 
otras anisótropas; de ahí los nombres de banda | y ban- 
da A. En la banda | puede verse una línea oscura trans- 
versal que la divide en dos porciones iguales, la línea Z 
(o disco Z, ya que tridimensionalmente es un disco). La 
denominación Z proviene del alemán Zwischenscheibe 
(disco intermedio) (Fig. 15.3.B). El segmento entre dos 
líneas Z consecutivas se denomina sarcómera, y consti- 
tuye la unidad fisiológica elemental de la contracción 
muscular. 


Ultraestructura de la sarcómera 


La sarcómera está mayoritariamente constituida por dos 
tipos de miofilamentos: 


1. Delgados. Son los más numerosos. Miden 6 nm 
de diámetro y 1 um de longitud. También se deno- 
minan filamentos de actina, por ser esta proteína 
su constituyente principal. 

2. Gruesos. Tienen unos 14 nm de espesor y 1.6 um 
de longitud. También se conocen como filamen- 
tos de miosina. 


La banda | muestra únicamente filamentos delgados. 
La banda A contiene tanto filamentos delgados como 
gruesos, de ahí que se observe más oscura (Figs. 15.4.A, 
15.4.B y 15.5.A). En los cortes transversales se aprecia 
que en la banda | los filamentos de actina no poseen 
ninguna ordenación peculiar (Fig. 15.5.B); en cambio, 
en la banda A los filamentos de miosina se disponen 
constituyendo los vértices y centros de hexágonos ima- 
ginarios, y los filamentos de actina forman a su vez 
otros hexágonos alrededor de cada filamento de miosi- 
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na, lo que se traduce en un doble patrón hexagonal ca- 
racterístico. Como cada filamento de actina está com- 
partido por tres filamentos de miosina, la proporción 
actina/miosina es 2:1 (Fig. 15.5.C). 

En el centro de la banda A se observa una banda 
más clara, denominada banda o disco H (de Hensen), 
que sólo contiene filamentos de miosina, como puede 
verse en los cortes transversales (Fig. 15.5.D). En el cen- 
tro de la banda H se encuentra la línea M o disco M, que 
es más oscuro que el resto de la banda H porque, aun- 
que faltan los filamentos de actina, los filamentos de 
miosina se unen por finos filamentos transversales, de 
unos 4 nm de diámetro, constituidos por la proteína 
miomesina (Fig. 15.5.E). Finalmente, a ambos lados del 
disco M se observa una línea que es aún más clara que 
el resto de la banda H y se denomina línea L o pseudo- 
zona H. Es más clara porque faltan las cabezas de miosi- 
na, presentes en el resto de la banda A incluida la ban- 
da H (Fig. 15.5.A). 

De este modo, la sarcómera, que mide unos 2.4 um 
en el músculo relajado, queda organizada del modo si- 
guiente: los filamentos de actina parten de ambas líneas 
Z hacia el centro de la sarcómera, extendiéndose apro- 
ximadamente 1 um. De esta longitud, sólo los primeros 
0.4 um adyacentes a la línea Z corresponden a la banda 
| en el músculo relajado; los restantes 0.6 um quedan 
incluidos en la banda A. Ésta está ocupada, de extremo 
a extremo, por filamentos de miosina que miden unos 
1.6 um de longitud. Como en el músculo relajado los fi- 
lamentos de actina sólo penetran 0.6 um por cada lado 
de la banda A, en el centro de ésta queda una porción 
de 0.4 um desprovista de actina: es la banda H. En la 
banda A, excepto en su porción central (la comprendida 
entre ambas líneas L), los filamentos de miosina mues- 
tran unas cabezas o puentes mediante los cuales se 
unen a los filamentos de actina para desplazarlos en la 
contracción. La distancia entre filamentos gruesos y fi- 
nos, en la zona de la banda A donde coexisten ambos ti- 
pos, es de unos 13.5 nm (véanse Figs. 6.17 y 6.18). 

Estas dimensiones corresponden a la mayoría de los 
mamíferos, aunque no todos los autores coinciden en 
ellas, pues dependen del grado de relajación que se 
consiga en la fijación de las sarcómeras. Si la relajación 
no es total, disminuye la anchura de las bandas H e l y, 
por tanto, de la sarcómera, aun manteniéndose los va- 
lores de 1 um para la actina y 1.6 um para la miosina. 

En el estado contraído, la banda H desaparece y la 
semibanda | se reduce a 0.2 um. La sarcómera mide en- 
tonces unos 2.0 um (ha perdido 0.2 um por cada lado) 
(véanse Figs. 6.17 y 15.4.C). Si hay supercontracción 
(sarcómeras menores de 2.0 um), los filamentos de acti- 
na se entrecruzan en la línea M (pues cada uno mide 1 um 
y la sarcOmera mide menos de 2 um) y aparecen dos 
bandas oscuras a ambos lados de la líneas M, resultan- 
tes de la superposición de los filamentos finos (banda 
de contracción). La visión de la línea L suele mantener- 
se hasta contracciones bastante grandes, debido a su 
falta de puentes, incluso aunque ya esté atravesada por 
filamentos finos; por eso puede confundirse con la ban- 
da H (que desaparece en la contracción). De ahí el nom- 
bre de pseudozona H utilizado por algunos autores para 
la línea L. 
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Figura 15.5. Estructura de la sarcómera del músculo esquelético humano. A: Sección longitudinal. Z: discos Z. I: bandas I. 
A: banda A. H: banda H. M: disco M. A ambos lados de la línea M se aprecian dos líneas claras que corresponden a las bandas 
pseudo-H (h). X50 000. B: Sección transversal de la línea Z. AF: filamentos de actina. M: mitocondria. X50 000. C: Sección 
transversal de la banda A en la que se observa que cada filamento grueso de miosina está rodeado de seis filamentos delgados 
de actina. Como cada filamento de actina es compartido por tres filamentos de miosina, resulta un cociente actina/miosina 
igual a 2. X350 000. D: Sección transversal de la banda H. Sólo se observan filamentos de miosina. X350 000. E: Sección trans- 
versal de la línea M. Se aprecian filamentos de miosina unidos por puentes de miomesina (flecha). X350 000. 
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La estructura del disco Z es difícil de comprender, car la organización de la línea Z es que cada filamento 
pues, aparece como una matriz amorfa incluso con el de actina, al terminar en la línea Z, forma el vértice de 
microscopio electrónico (Fig. 15.6.A). En cortes muy fi- una pirámide de base cuadrada. Los vértices de este 
nos se observan finos filamentos que parecen configu- cuadrado son los puntos terminales de los filamentos 
rar una malla de 12 nm de arista. Un modelo para expli- de actina de la sarcómera contigua. Las aristas de la pi- 
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Figura 15.6. A: Sección transversal-oblicua de dos células musculares esqueléticas humanas. Se aprecian las líneas Z (Z), 
que contienen mitocondrias de contorno irregular. EM: endomisio. F: fibroblasto. V: vénula. X2000. B-C: Secciones longitudina- 
les del músculo esquelético de la rata, observadas con el microscopio electrónico de transmisión (B) y con el de barrido (C), en 
las que se observan las tríadas. Cada una comprende un túbulo T (T) flanqueado por dos cisternas de retículo sarcoplásmico 
(RS); estas cisternas se unen entre sí por una red tubular de retículo sarcoplásmico (estrella). M: mitocondria. B: X40 000. C:25 000. 
(Micrografías de Electron Microscopy Research. Cell Ultrastructure Atlas.) 
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rámide están formadas por finos filamentos de cone- 
xión que corren en zigzag por la línea Z (véase Fig. 6.17). 
La línea Z contiene las proteínas características de las 
placas de adhesión de filamentos de actina: actínina ay 
la proteína de coronación de los filamentos de actina. 
Faltan la talina y la vinculina, que sólo están presentes 
donde los filamentos de actina se unen a la membrana 
plasmática (véase página 315). 

Los filamentos de actina (actina F) están formados 
por una doble hélice de moléculas globulares de actina G, 
de 5 nm de diámetro y 42 kDa. El período de la hélice es 
de unos 36.5 nm (siete moléculas). El filamento posee 
dos proteínas más que se disponen por parejas en cada 
período del filamento: 1) la troponina, formada por tres 
unidades (dos globulares, denominadas troponinas T e 
|, y una alargada, que es la troponina C); y 2) la tropo- 
miosina, que presenta una estructura dimérica, con dos 
filamentos iguales entrelazados cuya longitud extendi- 
da es de unos 40 nm (véase Fig. 6.18). 

Los filamentos gruesos están formados por molécu- 
las de miosina de 530 kDa. Cada molécula tiene forma 
de bastón con una longitud de 150 nm. Por degradación 
con tripsina, la molécula se divide en dos subunidades 
que se articulan entre sí: una completamente longitudi- 
nal, de unos 80 nm de longitud (meromiosina ligera), y 
otra que comprende el resto de la longitud del bastón 
(unos 60 nm) más la doble cabeza (meromiosina pesa- 
da) (véase Fig. 6.18). 

Las porciones longitudinales de la miosina se dispo- 
nen a lo largo del filamento grueso de modo que las 
cabezas quedan hacia fuera y hacia las líneas Z. Estas ca- 
bezas son visibles con el microscopio electrónico como 
puentes que unen los filamentos gruesos y finos en 
músculos contraídos (véase Fig. 6.17). Las moléculas de 
miosina se disponen en pares, con intervalos longitudi- 
nales de 14.3 nm; cada pareja muestra un ángulo de ro- 
tación de 120° respecto a la siguiente. Así, las cabezas 
de miosina repiten la misma posición cada tres rotacio- 
nes, es decir, cada 42.9 nm. En cada filamento hay unas 
225 moléculas de miosina (2 parejas x 1600/14.3) (véase 
Fig. 6.18). 

Otras proteínas de la sarcómera son la proteína C, 
dispuesta sobre los filamentos de miosina con interva- 
los de 43 nm a cada lado de la línea M (siete a cada la- 
do); la titina o conectina, que une elásticamente los fila- 
mentos gruesos a las líneas Z; la nebulina, que se sitúa 
a lo largo de los filamentos de actina, y la tropomoduli- 
na, que forma una caperuza en el extremo de los fila- 
mentos delgados más próximos a la línea M, impidien- 
do la despolimerización de la actina (véase Fig. 6.17). 
Además, rodeando los discos Z hay filamentos interme- 
dios de desmina y vimentina que mantienen la estructu- 
ra de la miofibrilla y la conectan con el retículo sarco- 
plásmico y túbulos T (véanse Figs. 6.24.B y 6.25). A su 
vez, las miofibrillas periféricas se unen a la membrana 
plasmática mediante la proteína filamentosa distrofina. 


Retículo sarcoplásmico y sistema T 


Otro componente especializado de las células muscula- 
res es el retículo endoplasmático liso (llamado retículo 


sarcoplásmico), que se dispone de acuerdo con su fun- 
ción activa en la contracción muscular. 

En los mamíferos, en las interbandas A-I la membrana 
plasmática se invagina en el citoplasma formando un tú- 
bulo de unos 40 nm de calibre que rodea cada miofibrilla y 
representa una comunicación con el exterior (Figs. 15.6.B, 
15.6.C y 15.7). Es el túbulo T (transverso). 

El retículo sarcoplásmico se dispone con relación a 
los túbulos T. Adosadas a cada túbulo T en toda su lon- 
gitud hay un par de cisternas aplanadas, de 40 a 100 nm 
de ancho (cisternas terminales o transversales). Junto 
con el túbulo T forman una tríada. Las cisternas quedan 
unidas a los túbulos T por pequeñas partículas. Esta 
imagen recuerda las uniones de hendidura; sin embar- 
go, el espacio entre membranas es de 10 nm (en vez de 
2 nm). Estas cisternas conectan con otras, de 30-60 nm 
de grosor, que se disponen perpendicularmente a las 
anteriores (cisternas longitudinales). De éstas, las cis- 
ternas que rodean las bandas | son más bien paralelas, 
mientras las que rodean las bandas A forman una red 
de túbulos anastomosados. En el interior del retículo 
sarcoplásmico se almacena Ca” cuando la célula mus- 
cular está relajada. El conjunto formado por los túbulos 
T y el retículo sarcoplásmico constituye el sistema sar- 
cotubular. 

En todos los vertebrados existe este sistema sarcotu- 
bular, pero su configuración varía. Así, en los anfibios, 
los túbulos T se invaginan en las líneas Z; por tanto, 
existe un túbulo T por sarcómera y no dos, como en los 
mamíferos. El retículo sarcoplásmico forma también 
tríadas con los túbulos T, y las cisternas del componen- 
te longitudinal sólo se anastomosan en el centro de la 
sarcómera (Fig. 15.8). 


Otros orgánulos de las fibras musculares 
esqueléticas 


Las mitocondrias constituyen el orgánulo más abun- 
dante del músculo esquelético. Son generalmente lar- 
gas y con numerosas crestas. Se disponen en la perife- 
ria de la fibra y forman hileras longitudinales, entre las 
miofibrillas. En los cortes transversales se observa que 
estas mitocondrias presentan largas ramificaciones que 
rodean la miofibrilla (véanse Figs. 15.5.B y 15.6.A). El 
gran desarrollo de las mitocondrias responde a las ne- 
cesidades energéticas del músculo para poder realizar 
sucesivas contracciones, sobre todo en la variedad de 
célula muscular denominada fibra roja. En las fibras 
blancas, menos resistentes a la contracción que las ro- 
jas, las mitocondrias están menos desarrolladas y se 
disponen por pares (una a cada lado de la línea Z), orien- 
tadas transversalmente respecto a las miofibrillas. 

Entre las miofibrillas, y también en las bandas I, hay 
numerosas partículas de glucógeno que constituyen una 
fuente de energía al degradarse en glucosa y oxidarse en 
la mitocondria. Otra fuente de energía oxidativa son las 
inclusiones lipídicas, que se sitúan entre las miofibrillas 
la ellas se adapta la configuración de las mitocondrias) 
(véase Fig. 15.4.C) y en la periferia de la fibra. 

Hay algunas cisternas de retículo endoplasmático ru- 
goso y ribosomas libres. Estos componentes también 
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se encuentran entre las miofibrillas y en la periferia ce- 
lular. La síntesis proteica es escasa, puesto que las fi- 
bras duran toda la vida y no parece haber mucha repo- 
sición del material fibrilar. En los polos nucleares hay 
uno o varios complejos de Golgi poco desarrollados y 
algunos lisosomas. Bajo la membrana plasmática se 
observan condensaciones de material denso, denomi- 
nadas costámeros, que se disponen con la misma pe- 
riodicidad que las líneas Z. 


INERVACIÓN MOTORA: LA PLACA MOTORA 


Las células musculares esqueléticas están inervadas por 
fibras nerviosas mielínicas cuyo cuerpo celular son las 
neuronas motoras del asta anterior de la médula espinal 
o de los núcleos motores del tronco encefálico. La sinap- 
sis con la célula muscular se denomina placa motora 


(Figs. 15.9-15.11). Unos cuantos micrómetros antes de ter- 
minar sobre la célula muscular, la fibra nerviosa pierde la 
vaina de mielina y se divide en varias ramas que quedan 
parcialmente rodeadas de células de Schwann. Cada ter- 
minal axónica se aloja en una depresión de la superficie 
de la célula muscular, de 40-60 um?” de superficie, forman- 
do una unidad sináptica (Figs. 15.9 y 15.10). En cada de- 
presión, el sarcolema presenta una serie de invaginacio- 
nes, a modo de hendiduras de unos 40 nm de ancho, cuyo 
conjunto se denomina aparato subneural de Couteaux. En 
estas hendiduras el sarcolema mantiene la lámina basal 
que, aunque morfológicamente es igual a la del resto de 
la célula muscular, presenta algunas peculiaridades: 


1. Contiene isoformas especiales de colágeno del ti- 
po IV y de laminina, y una proteína llamada agri- 
na, que interviene en la formación y el manteni- 
miento de la sinapsis. 
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Figura 15.8. Disposición de los túbulos T y del retículo 
endoplasmático liso (retículo sarcoplásmico) en el múscu- 
lo esquelético de anfibio. 


2. Determina la adherencia de la terminación axóni- 
ca a la célula muscular. 

3. En la membrana plasmática subyacente se con- 
centran los receptores de la acetilcolina, que es el 
transmisor liberado por las terminaciones axóni- 
cas para producir la actividad muscular. Hay unos 
20 000 receptores de acetilcolina por um? de mem- 
brana muscular postsináptica. Cada receptor for- 
ma un canal de cationes regulado por ligando, y 
es un oligómero de 250 kDa, con cinco subunida- 
des de las cuales la más importante es la subuni- 
dad a, de 40 kDa. 

4. Es el lugar de anclaje para la acetilcolinesterasa 
(enzima que degradará la acetilcolina liberada). 

5. Es el lugar específico para la reinervación de un 
músculo desnervado. 

6. Interviene en la diferenciación, organización y man- 
tenimiento de las estructuras pre y postsinápticas. 


En cada unidad sináptica se observan los componen- 
tes característicos del elemento presináptico de las si- 
napsis químicas (página 742): vesículas sinápticas de 
50-60 nm de diámetro (con acetilcolina en este caso); el 
engrosamiento interno o enrejado presináptico (en la mem- 
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una unión neuromuscular. 


Figura 15.10. Unión neuromuscular en el músculo esquelético humano. A: Placa motora (P) puesta de manifiesto mediante 
la reacción enzimohistoquímica para la acetilcolina. M: célula muscular esquelética. X450. B: Electronografía de una placa mo- 
tora. S: célula de Schwann de la fibra nerviosa. Estrella: terminación sináptica. Asteriscos: repliegues de la hendidura sináptica. 
M: célula muscular con abundantes mitocondrias (m) bajo la sinapsis neuromuscular X7500. C: Detalle de la terminación si- 
náptica de la figura anterior que muestra mitocondrias (m) y vesículas sinápticas (V) en la terminación nerviosa. H: hendidura 
sináptica. La flecha señala una vesícula unida a la membrana axónica. M: mitocondria de la célula muscular. X25 000. 
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brana plasmática del axón enfrentada al sarcolema) a tra- 
vés del cual se libera el neurotransmisor; cisternas y túbu- 
los de retículo endoplasmático liso, mitocondrias, micro- 
túbulos, neurofilamentos y microfilamentos (Figs. 15.9 y 
15.10.C). 

Las membranas de las vesículas sinápticas se for- 
man a partir del retículo endoplasmático liso, y en la 
exocitosis se unen a la membrana plasmática, incre- 
mentándola. El exceso de membrana plasmática se eli- 
mina por endocitosis de vesículas que se incorporan al 
retículo endoplasmático liso, reciclandose el proceso 
(Fig. 15.11). 


MECANISMO DE LA CONTRACCIÓN 
MUSCULAR 


La liberación de acetilcolina en la placa motora abre los 
canales de Na* y K* produciendo una inversión en la di- 
ferencia de potencial entre el lado interno y el externo 
del sarcolema. Esta inversión se traduce en una onda 
de despolarización (potencial de acción) que recorre la 
membrana plasmática de la célula muscular y se trans- 
mite al interior de la célula por los túbulos T, y desde és- 
tos al retículo sarcoplásmico, de cuyo interior se liberan 
iones Ca” hacia el citosol. 

Los iones Ca” se unen a la troponina C, que cambia su 
configuración; como consecuencia de ello la troponina T 
desplaza a la tropomiosina, a la que está unida, y la tropo- 
nina | libera el bloqueo de los sitios de unión de la actina 
con la miosina. Al quedar éstos libres, las moléculas de 
actina interaccionan con las cabezas de miosina, que bas- 
culan y cambian de orientación. Al estar articuladas las 
subunidades de meromiosina ligera y pesada, estas últi- 
mas se levantan tirando de los filamentos de actina, acer- 
cándolos hacia la línea M. El resultado es que los filamen- 
tos delgados se deslizan sobre los gruesos, acortándose 


de este modo la sarcómera sin que haya acortamiento de 
los filamentos delgados, sino sólo desplazamiento (véan- 
se Figs. 6.17 y 6.18). El desplazamiento de cada filamento 
de actina sobre el de miosina en cada interacción actina- 
miosina es tan sólo de algo más de 12 nm, lo que es insu- 
ficiente para ponerlo en disposición de interactuar con 
otro monómero del filamento de actina con la misma 
orientación (cada vuelta de la hélice de la actina es de 
36.5 nm). Esto se consigue con la cooperación de otras ca- 
bezas de miosina situadas en los filamentos gruesos ad- 
yacentes: como cada filamento de actina está relacionado 
con tres filamentos gruesos, la actuación sucesiva de es- 
tos tres filamentos supone un desplazamiento de algo 
más de 36 nm, lo que coincide con el período de la hélice 
mencionado. Para cubrir el trayecto total que debe des- 
plazarse cada filamento de actina hacia la línea M de la 
sarcómera en la contracción muscular (unos 0.2 um), de- 
ben producirse hasta 5 ó 6 (200/36.5 = 5.47) conexiones- 
desconexiones actina-miosina por cabeza de miosina. 

Cuando la contracción termina, los ¡ones Ca” vuel- 
ven a almacenarse en el retículo sarcoplásmico gracias 
a la bomba de Ca” de sus membranas. La tropomiosina 
bloquea de nuevo la actina, con lo que se produce la re- 
lajación. 

La energía necesaria para la contracción la propor- 
ciona la hidrólisis del ATP (ATP = ADP + P + energía). La 
forma habitual de obtener ATP en las células es por dos 
mecanismos: 


1. La glucólisis aerobia (respiración) de la glucosa y 
de las grasas en las mitocondrias. Es la principal 
fuente de ATP y alcanza un alto nivel en las fibras 
rojas resistentes a la fatiga, que poseen numero- 
sas mitocondrias. Éstas pueden utilizar el oxíge- 
no cedido por la mioglobina (una proteína trans- 
portadora de oxígeno muy abundante en estas 
células), lo que les permite soportar numerosas 
contracciones. El ATP generado que no es utiliza- 
do se une a la creatina, almacenándose como 
fosfocreatina. 

2. La glucólisis anaerobia a partir de la glucosa, que 
se convierte en ácido láctico. Este mecanismo tie- 
ne un papel importante en las fibras blancas de 
contracción rápida, que actúan durante poco tiem- 
po y se fatigan rápidamente, y en las fibras resis- 
tentes cuando se agota el oxígeno debido a un es- 
fuerzo físico continuado. 


El glucógeno se utiliza para generar glucosa-6-P, que 
se emplea en la glucólisis aerobia y anaerobia. La de- 
gradación del glucógeno a glucosa la realiza la enzima 
glucógeno fosforilasa. Los lípidos se utilizan también 
para la obtención de grasas, que son oxidadas en la glu- 
cólisis aerobia. Se calcula que el glucógeno y los lípidos 
del músculo proporcionan energía para 600 contraccio- 
nes mediante la glucólisis anaerobia y hasta 10 000 con- 
tracciones por la vía aerobia. 

Sin embargo, la demanda de ATP durante la contrac- 
ción puede aumentar entre 20 y 200 veces con respecto 
a la necesitada en reposo. Pero en el músculo no hay 
ATP disponible más que para unas diez contracciones; 
por ello el músculo dispone de otros mecanismos rege- 
neradores de ATP que actúan durante la contracción: 


1. A partir del ADP producido en la contracción, me- 
diante una reacción catalizada por la adenilato 
quinasa (2ADP = ATP + AMP). 

2. A partir de la fosfocreatina, en una reacción catali- 
zada por la creatina quinasa (fosfocreatina + ADP 
= ATP + creatina). La concentración de fosfocrea- 
tina en el músculo estriado es de cinco a diez ve- 
ces superior a la de ATP, por lo que bastaría para 
unas 100 contracciones. 


TIPOS DE FIBRAS MUSCULARES 


En el siglo xvi, Steffano Lorenzini advirtió que en los 
músculos de los vertebrados existían fibras rojas y 
blancas, junto a otras de color intermedio. Posterior- 
mente se comprobó que las fibras rojas son muy resis- 
tentes a la fatiga, al contrario de las blancas. En el siglo 
xix, Ranvier encontró que en el músculo había fibras de 
contracción rápida y fibras de contracción lenta. Aun- 
que inicialmente se correlacionaron las fibras rojas con 
la contracción lenta y las blancas con la contracción rá- 
pida, más tarde se vio que no siempre ocurre así. 

Analizando los datos de los estudios realizados para 
caracterizar los tipos de fibras, se llega a la conclusión de 
que el color rojo, la resistencia a la fatiga, el pequeño diá- 
metro, la presencia de mitocondrias grandes con nume- 
rosas crestas y abundantes enzimas oxidativas (como 
NADH deshidrogenasa y succínico deshidrogenasa), la 
abundancia de mioglobina y las líneas Z gruesas van 
asociados y admiten tres grados de intensidad: fibras ro- 
jas o resistentes, fibras blancas poco resistentes, y fibras 
de color y resistencia intermedios (Fig. 15.12.A). 

Con respecto a la rapidez de la contracción, se de- 
mostró que ésta es característica de las fibras blancas, 
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aunque también se observa en fibras de color interme- 
dio e incluso en algunas fibras rojas. Las características 
asociadas son el gran desarrollo del retículo endoplas- 
mático liso y de las placas motoras, con numerosos 
pliegues sinápticos, y la reacción positiva para las enzi- 
mas miosina-ATPasa y glucógeno-fosforilasa. Con res- 
pecto a este carácter sólo cabe hablar de dos tipos de 
fibras: rápidas y lentas; no hay intermedias. En muchos 
vertebrados, las fibras que poseen núcleos centrales en 
vez de periféricos son de contracción lenta. 

Por tanto, combinando los criterios mencionados (esto 
es, color y resistencia con rapidez), resultan los siguientes 
seis tipos posibles de fibras: rojas (o resistentes) lentas, 
rojas (o resistentes) rápidas, intermedias lentas, interme- 
dias rápidas, blancas lentas y blancas rápidas. Sin embar- 
go, las blancas lentas no se han demostrado en la prácti- 
ca, y en cuanto a los otros cinco tipos, no todos aparecen 
en todos los mamíferos. En la Tabla 15.1 se muestran los 
tipos de fibras presentes en el hombre y en algunos roe- 
dores como la rata. 

En cada músculo pueden encontrarse entremezcla- 
das fibras musculares de diversos tipos; el predomino 
de unos tipos sobre otros caracterizará a ese músculo. 
En cada músculo, las células del mismo tipo están iner- 
vadas en su mayor parte por la misma fibra nerviosa y 
constituyen una unidad motora. 


INERVACIÓN SENSITIVA: 
HUSOS NEUROMUSCULARES 


Los músculos esqueléticos no sólo están inervados por fi- 
bras motoras sino también por fibras sensitivas. Aunque 
la mayor parte de los impulsos aferentes de los músculos 
no llegan a la conciencia, tienen una enorme importancia 


TABLA 15.1. Clasificación de los tipos de fibras musculares esqueléticas. 


Características 1 


ATPasa pH 4.6 


Características 1: color rojo, fibras pequeñas, resistentes a la fatiga, abundante mioglobina, mitocondrias grandes con numerosas crestas y abun- 
dantes enzimas oxidativas mitocondriales (NADH deshidrogenasa, succínico deshidrogenasa), y líneas Z gruesas. 


Características 2: rapidez en la contracción, retículo endoplasmático liso desarrollado, placas motoras desarrolladas con pliegues sinápticos abun- 


dantes, y reacción positiva para la ATPasa habitual y la fosforilasa. 
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Figura 15.12. A: Sección transversal del músculo esquelético humano tras la aplicación de la técnica enzimohistoquímica pa- 
ra la enzima mitocondrial succínico deshidrogenasa. Se observan fibras oscuras (0), intermedias (i) y pálidas (p). X450. B: Hu- 
so neuromuscular. FI: fibras intrafusales. Flechas: fibras nerviosas que han penetrado en el huso. Asteriscos: cápsula del huso. 
Estrella: fibras musculares normales extrafusales. Azul de metileno. X250. C: Micrografía electrónica de un huso neuromuscu- 
lar. Flecha: fibra nerviosa mielínica. CN: fibras de cadena nuclear. SN: fibras de saco nuclear. Asterisco: cápsula. Estrella: fibras 
musculares extrafusales. X1900. (Tomada de Rhodin JAG: Histology. New York, Oxford University Press, 1974.) 


al activar reflejos que facilitan el movimiento. Con esta fi- 
nalidad, entre las fibras musculares ordinarias existen 
unos órganos sensitivos denominados husos neuromus- 
culares. Son estructuras fusiformes, de varios milímetros 
de longitud y menos de un milímetro de espesor en su re- 
gión central, situadas paralelamente a las fibras ordina- 
rias. Consisten en una cápsula que encierra de 12 a 15 fi- 
bras musculares estriadas especializadas, fibras nerviosas 
que terminan en las células musculares intrafusales y va- 
sos sanguíneos (Fig. 15.12.B). 

La cápsula comprende varias capas de células apla- 
nadas de aspecto similar al del perineuro (véase página 
732). Las fibras musculares intrafusales son pequeñas 
(de 1 a 4 mm de longitud y 10-40 um de espesor), y no 
hay miofibrillas en el ecuador de la fibra. Comprenden 
dos tipos (Fig. 15.12.C): 


1. Fibras de saco nuclear. Son las más numerosas y 
ocupan el centro del huso. Aunque contienen nú- 
cleos en toda su longitud, presentan una dilata- 
ción ecuatorial, en la zona carente de miofibrillas, 
en la que se concentran hasta 50 núcleos. 

2. Fibras de cadena nuclear. Tienen menor diámetro 
y se sitúan más periféricamente que las anterio- 
res. Los núcleos forman una fila en la porción 
ecuatorial no estriada de la fibra. 


Las fibras nerviosas son: 


1. Motrices (eferentes). Son axones de pequeñas 
neuronas del asta anterior de la médula espinal 
(motoneuronas y), que finalizan en terminaciones 
simples o ramificadas sobre las fibras intrafusa- 
les. Hay dos tipos de axones y: 


— Dinámicos y, sobre las de saco nuclear. 
— Estáticos y, sobre ambos tipos de fibras. 


2. Sensitivas (aferentes). Son dendritas de neuronas 
pseudomonopolares de ganglios raquídeos, que 
terminan en ambos tipos de fibras musculares in- 
trafusales. Son de dos tipos: 


— Primarias. Son fibras mielínicas gruesas (tipo 
A) que finalizan en formaciones anuloespirales 
en el ecuador de las fibras intrafusales. La otra 
rama de la neurona establece sinapsis con las 
neuronas motoras que inervan las fibras mus- 
culares ordinarias. 

— Secundarias. Son fibras mielínicas de menor 
calibre (tipo C), que terminan en formaciones 
en ramo de flores en segmentos no ecuatoria- 
les de las fibras intrafusales. La otra rama de la 
neurona establece sinapsis con neuronas in- 
tercalares de la médula, las cuales, a su vez, 
establecen sinapsis con las neuronas motoras. 


La actividad de las fibras motrices sobre las fibras in- 
trafusales consiste en mantener un cierto grado de estira- 
miento de sus porciones centrales no contráctiles (al con- 
traer la fibra intrafusal, la porción central no estriada se 
estira), de manera que estas fibras mantengan su sensibi- 
lidad cerca del umbral de respuesta, que se produce cuan- 
do el músculo es estirado. Las terminaciones sensitivas 
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captan el estiramiento y hacen actuar a las neuronas mo- 
toras que producen la contracción de las fibras extrafusa- 
les. Según el tipo de estiramiento se habla de dos tipos de 
sensibilidad: 


1. Sensibilidad dinámica. El estiramiento brusco del 
segmento central de las fibras de saco nuclear 
(producido por los axones dinámicos y) estimula 
las terminaciones sensitivas primarias de las fi- 
bras intrafusales, que transmiten un número muy 
elevado de impulsos sensitivos tan sólo en el mo- 
mento de dicho estiramiento, provocando la con- 
tracción de las fibras extrafusales. 

2. Sensibilidad estática. El estiramiento lento y sos- 
tenido del segmento central de las fibras intrafu- 
sales (producido por los axones estáticos y) esti- 
mula las terminaciones sensitivas secundarias de 
las fibras intrafusales, a un ritmo que es propor- 
cional al grado de estiramiento mientras perdura 
éste, lo que provoca la contracción de las fibras 
extrafusales. 


En los tendones hay órganos neurotendinosos, con- 
sistentes en una cápsula que encierra fibras colágenas 
y fibras nerviosas sensitivas. 


FORMACIÓN Y DESARROLLO 
DEL MUSCULO ESQUELETICO 


Periodo embrionario 


Las células mesodérmicas indiferenciadas que constitu- 
yen el miotomo embrionario dan lugar a células mono- 
nucleadas indiferenciadas, denominadas mioblastos pre- 
suntivos o promioblastos (Figs. 15.13 y 15.14). Estas 
células expresan proteínas reguladoras génicas de la fa- 
milia MyoD y MEF2, que no expresan otras células me- 
senquimáticas capaces de originar otros tejidos. Algu- 
nas promioblastos se transforman en mioblastos. En 
esta transformación desempeñan un papel importante 
los factores de crecimiento similares a la insulina (IGF-I 
e IGF-II) y el gradiente de concentración del ácido reti- 
noico, que actúa como un morfógeno. 

Los mioblastos son células fusiformes mononuclea- 
das que expresan ya la miosina y actina (actina o.) mus- 
culares y la fosfocreatina, mientras que los promioblas- 
tos presentan las isoformas de actinas no musculares 
(B y y). De las cuatro isoformas de actina œ conocidas 
(véase página 256), la primera observada en los mio- 
blastos es la del músculo cardíaco, la cual coexiste con 
la actina B. Después van disminuyendo ambas formas 
de actina para pasar a expresarse la isoforma de actina 
o. característica del músculo esquelético. En el citoplas- 
ma la actina y la miosina comienzan a organizarse en 
miofibrillas elementales. Parece ser que los mioblastos 
forman poblaciones diversas según el tipo de músculo 
que van a originar; así, unos muestran la isoforma de 
miosina característica de las fibras de contracción rápi- 
da y otros la de la miosina de las fibras de contracción 
lenta. Esto sugiere que la determinación hacia el tipo de 
fibra muscular está ya establecida entonces. Sin embar- 
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go, hay experimentos muy concluyentes que indican que 
son las neuronas motoras (rápidas o lentas) las que deter- 
minan el tipo de fibra muscular que se constituirá. Si en 
gatos recién nacidos se cambia la inervación de un mús- 
culo rápido a uno lento, las neuronas motoras siguen con- 
servando sus propiedades, pero los músculos cambian 
su carácter: el músculo rápido se convierte en lento y el 
lento en rápido. 

El factor de crecimiento fibrobástico (FGF) contribu- 
ye a la proliferación de mioblastos. Cuando ese factor 
deja de actuar, los mioblastos se fusionan entre sí selec- 
tivamente (según el tipo de fibra que van a formar) ori- 
ginando miotubos primarios (Figs. 15.13 y 15.14), que 
son sincitios con los núcleos en el centro de la célula. La 
fusión celular es dependiente del calcio; en ella partici- 
pan endoproteasas y tiene lugar mediante la formación 
de puentes intercelulares que van ampliándose hasta 
que no se distinguen los primitivos límites celulares. 
Cuando se ha producido la fusión de unos cuantos mio- 
blastos, la imagen resultante es la de un miotubo pri- 
mario rodeado de células mononucleadas, que corres- 
ponden a mioblastos, incluso a promioblastos. Todas 
las células quedan englobadas por la misma lámina ba- 
sal. Mediante crecimiento y fusión de los mioblastos 
periféricos estas agrupaciones celulares dan lugar a los 
miotubos secundarios, cuyo aspecto es el de un gran 
miotubo rodeado de miotubos más pequeños con sus 
mioblastos o promioblastos periféricos. Cada miotubo 
secundario es una unidad distinguible porque todos sus 
miotubos quedan dentro de la misma lámina basal. 

La miofibriogénesis progresa en cada miotubo. Ini- 
cialmente las miofibrillas se van formando en la periferia 
celular y los núcleos siguen en posición central. Poste- 
riormente, los núcleos emigran a la periferia celular y el 


citoplasma queda casi completamente ocupado por mio- 
fibrillas. El miotubo se ha convertido ahora en miofibra. 
Las miofibras se separan y quedan individualizadas cada 
una por su propia lámina basal. En la periferia de cada 
miofibra, dentro de la lámina basal aunque separados de 
la célula muscular diferenciada por su propia membrana 
plasmática, quedan promioblastos o mioblastos indife- 
renciados, que constituyen las células satélites. La miofi- 
bra totalmente configurada es la fibra muscular o célula 
muscular. Ante determinados estímulos, las células saté- 
lites de la célula muscular pueden activarse y contribuir a 
la regeneración de la fibra muscular dañada. En cambio, 
para limitar el crecimiento de las células musculares és- 
tas segregan miostatina, un miembro de la familia TGF-B. 

El modo en que tiene lugar la organización de los mio- 
filamentos para formar sarcómeras y miofibrillas es con- 
trovertido; desde los primeros estudios con el microsco- 
pio electrónico se han formulado interpretaciones muy 
diversas. Hoy día se tiende a considerar que primero se 
forman haces de filamentos de actina, similares a los de 
las fibras de estrés de los fibroblastos y células en cultivo. 
Estas fibras se anclan en la membrana plasmática en pla- 
cas de adhesión. A lo largo de estos haces se van interca- 
lando los componentes de las líneas Z, como la actinina 
a, primero como cuerpos densos discontinuos que luego 
se van fusionando para formar las líneas Z definitivas. 
Los filamentos de actina se anclan a las líneas Z y quedan 
limitados por la nebulina. En este anclaje intervienen las 
proteínas de coronación de los filamentos de actina. A 
continuación se ensamblan los filamentos de miosina 
con sus otras proteínas asociadas, que se unen a las líne- 
as Z por la conectina. En la organización y configuración 
de las miofibrillas parecen desempeñar un papel impor- 
tante los filamentos intermedios y la distrofina. 


E — 
Mioblasto 


Promioblasto aoe ip: 
Inicio de la fusion 


de mioblastos 


Figura 15.13. Esquema de la for- 
mación del músculo estriado es- 
quelético. 
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Figura 15.14. A: Fusión de mioblastos (M) para formar miotubos en los somitas braquiales de un embrión de pollo de 4.5 días. 
X9600. B: Detalle de la figura anterior que muestra un mioblasto en el que se observan miofibrillas en formación, vistas en 
sección longitudinal (m) o transversal (ml). L: lámina basal. Adyacente al mioblasto se aprecia un promioblasto (PM). 
X19 200. (Cortesía de M.V. Toledo, F.J. Martínez y R. González-Santander: Departamento de Ciencias Morfológicas. Universi- 


dad de Alcalá.) 
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Se ha afirmado que los túbulos T se forman como in- 
vaginaciones del sarcolema. Sin embargo, algunos datos 
sugieren que se originan a partir de cadenas de vesículas 
procedentes del complejo de Golgi que se fusionan entre 
sí y con la membrana plasmática. 


Período tras el nacimiento 


En las fibras ya formadas los núcleos no se dividen. Sin 
embargo, es patente que, durante la infancia, los múscu- 
los crecen y aumenta el número de núcleos como conse- 
cuencia de la división de las células satélites, que actúan 
como mioblastos, y de su fusión a las células musculares. 

El aumento del número de núcleos guarda relación 
con el aumento en longitud y grosor de las fibras. El 
crecimiento en longitud se debe al aumento del número 
de sarcómeras, este incremento se produce solamente 
en los extremos. En ellos, la membrana plasmática for- 
ma invaginaciones donde se anclan los miofilamentos, 
y ahí es donde se disponen los nuevos miofilamentos 
prolongando el número de sarcómeras de cada miofi- 
brilla. El crecimiento en espesor se debe a la síntesis de 
nuevos miofilamentos que se adosan lateralmente a los 
ya existentes. Cuando las miofibrillas se vuelven excesi- 
vamente gruesas se hienden longitudinalmente, con lo 
que aumenta su número. 


REGENERACIÓN DEL MÚSCULO ESQUELÉTICO 


En la vida posnatal, el músculo esquelético que ha sufri- 
do una lesión puede regenerarse a partir de las células 
satélites, que se dividen y forman mioblastos. Diversos 
experimentos han demostrado que, después de seccio- 
nar fibras musculares, éstas se necrosan, y tras la fago- 
citosis de los restos se inicia la regeneración, de modo 
que a los 30 días ha aumentado considerablemente el 
número de fibras. 

Los mecanismos de regeneración observados en la 
rata son cuatro, y siempre tienen lugar a partir de las 
células satélites, que son estimuladas por factores de 
crecimiento como el FGF: 


1. A partir de las células satélites que persisten dentro 
de la lámina basal (que tampoco desaparece) de 
las fibras musculares necrosadas. Estas células for- 
man mioblastos que dan lugar a miotubos y final- 
mente a células musculares adultas que se dispo- 
nen longitudinalmente. Posteriormente, la lámina 
basal emite invaginaciones que se introducen en- 
tre las fibras y cubren la superficie de cada una de 
ellas, originando así a la lámina basal de cada una 
de las células musculares (Fig. 15.15.A). 

2. A la parte no necrosada de las fibras musculares 
se unen células satélites que fabrican nuevas mio- 
fibrillas y aumentan la longitud de las fibras susti- 
tuyendo la parte necrosada (Fig. 15.15.B). 

3. Las células satélites supervivientes de las fibras 
necrosadas se fusionan a las fibras que no han su- 
frido daño formando nuevas fibras (Fig. 15.15.C). 


4. Células satélites de origen desconocido se fusionan 
formando fibras de diámetros diversos, con núcleos 
centrales. Algunas son fibras muy cortas y carentes 
de inervación, semejantes a las observadas en al- 
gunas distrofias musculares (Fig. 15.15.D). 


BIOELECTROGÉNESIS 


Algunos peces poseen una estructura especial que pro- 
duce una corriente eléctrica, por lo que recibe el nombre 
de órgano eléctrico. Estos órganos tienen un origen y una 
distribución variable. En general, consisten en un tejido 
muscular estriado modificado para producir electricidad. 
En la machete (Eigenmania) y el guarapo (Sternarchus), 
estos órganos emiten pulsaciones eléctricas continuas de 
baja densidad y alta frecuencia. Este campo eléctrico les 
sirve como órgano de orientación gracias a electrorrecep- 
tores distribuidos por la superficie corporal; de esta ma- 
nera se completa la visión rudimentaria que tienen esos 
animales. En otros peces, como en las rayas eléctricas 
(Narcine y Torpedo) y el gimnoto (Electrophorus electri- 
cus), no se produce un campo eléctrico continuo, sino 
descargas de gran intensidad (hasta 600 voltios), con las 
que estos peces paralizan a su presa o al depredador que 
los ataca. Por medio de órganos sensitivos situados en su 
línea lateral, son capaces de percibir la aproximación de 
otros animales. 

El cuerpo del E. electricus es alargado y mide alrede- 
dor de un metro. El órgano eléctrico está situado en la 
parte ventral, ocupa unos 2/3 de la longitud del animal y 
queda dividido en dos partes (derecha e izquierda) por 
un tabique de tejido conjuntivo. Ambas partes consisten 
en miles de fibras musculares modificadas, cada una de 
las cuales constituye una electroplaca, que es la unidad 
funcional del órgano generador de electricidad. Cada 
electroplaca tiene forma de prisma rectangular muy alar- 
gado, cuyo eje mayor se dispone perpendicularmente al 
plano sagital de simetría. Cada electroplaca queda deli- 
mitada por septos de tejido conjuntivo. Los septos verti- 
cales, que separan las columnas de electroplacas. son 
más gruesos que los horizontales (Fig. 15.16). 

La cara posterior de cada electroplaca presenta nu- 
merosos penachos de cortas microvellosidades regular- 
mente espaciados. En cada penacho establecen sinap- 
sis varias terminaciones nerviosas colinérgicas. La cara 
anterior de cada electroplaca posee numerosas micro- 
vellosidades a modo de láminas muy alargadas. Bajo la 
membrana plasmática posterior se observan numero- 
sos núcleos acompañados de los orgánulos citoplásmi- 
cos habituales, incluido abundante glucógeno. Hay miofi- 
brillas con miofilamentos delgados de actina y gruesos 
de miosina, aunque dispuestos de forma irregular. Sin 
embargo, en muchas especies la disposición de los mio- 
filamentos es regular y existen líneas Z que dan lugar a 
fibras estriadas típicas. Los espacios intercelulares están 
llenos de líquido tisular (que es un buen conductor) y fi- 
bras colágenas. 

La electroplaca actúa del modo siguiente. Los estímu- 
los para la descarga eléctrica se inician en un núcleo ner- 
vioso en la región inferior del bulbo raquídeo, desde 
donde alcanzan las electroplacas a través de nervios mo- 
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Figura 15.15. Cuatro modelos de regeneración del músculo esquelético. A: En fibras destruidas, pero que conservan la lámi- 
na basal, las células satélites proliferan y se diferencian en musculares dentro de la lámina basal. Ésta se invagina entre las 
nuevas células musculares formadas, rodeando cada una de ellas. B: En fibras no totalmente destruidas, las células satélites no 
forman nuevas células musculares, sino que se fusionan con la parte conservada de las células musculares persistentes. C: En 
fibras completamente destruidas, algunas células satélites sobreviven y se introducen en otra célula muscular bien conservada 
formando nuevos elementos contráctiles que, posteriormente, se individualizan como células diferentes de la anterior. D: En fi- 
bras completamente destruidas, algunas células satélites supervivientes o procedentes de otras fibras realizan la miogénesis, 
pero no lo hacen las células musculares neoformadas, que son cortas y carecen de inervación. 


tores segmentarios. La liberación de acetilcolina en las 
sinapsis estimula la electroplaca causando una modifica- 
ción local de la permeabilidad de la membrana plasmáti- 
ca, con aumento de la entrada de sodio al interior de la 
célula y la consiguiente despolarización e inversión de la 
distribución de cargas eléctricas en la membrana inerva- 
da. Sin embargo, al contrario de lo que ocurre en el mús- 
culo estriado normal, esa alteración de la permeabilidad 
no se propaga, sino que queda limitada a la cara poste- 
rior de la electroplaca, estableciéndose una diferencia de 
potencial entre ambas caras de la electroplaca, a modo 
de una minibatería. El conjunto de las electroplacas fun- 
ciona como las baterías conectadas en serie. La suma del 
voltaje producido por cada electroplaca da como resulta- 
do un elevado voltaje final. La fuente de energía para la 
electrogénesis la proporciona probablemente el abun- 
dante glucógeno acumulado bajo la capa de núcleos. A 
partir del glucógeno se obtiene ATP, que es degradado 
por la enzima ATPasa (bomba de Na'/K*), detectada en la 
membrana posterior de la electroplaca. 


ESTRUCTURA DEL MÚSCULO CARDÍACO 
VENTRICULAR 


El músculo cardíaco de los vertebrados, sobre todo el 
que configura el miocardio de los ventrículos, es seme- 
jante al músculo esquelético; no obstante, existen im- 
portantes diferencias entre ambos tipos de músculo es- 
triado, de modo que el músculo cardíaco merece ser 
considerado como una entidad especial. 


Características generales 


Las células o fibras musculares del miocardio se distin- 
guen de las del músculo esquelético por las siguientes 
características (Figs. 15.17-15.22): 
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Figura 15.16. Bioelectrogénesis 
en Electrophorus electricus. Parte de 
las regiones musculares ventrales 
están transformadas en órganos 
bioeléctricos (electroplacas). Cada 
electroplaca es una célula muscular 
modificada que presenta proyeccio- 
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Terminaciones 


nes a modo de microvellosidades 
en la cara anterior y repliegues que 
contienen terminaciones nerviosas 
en la cara posterior. La descarga del 
neurotransmisor produce una dife- 
rencia de potencial en cada placa, 
de modo que la suma de todas 
ellas se traduce en una descarga 
eléctrica. (Modificado de Junqueira 
LC, Carneiro J, López Sáez JF. Bio- 
logía Celular. México, Prensa Médi- 
ca Mexicana, 1976.) 


nerviosas 


y 


1. No se disponen paralelas e individualizadas, sino 
que se ramifican y unen en una red tridimensional 
compleja y muy resistente (Figs. 15.17 y 15.18). 

2. Son de menor tamaño (150 x 10-50 um). 

3. Poseen un sólo núcleo (excepcionalmente dos), 
en posición central (Figs. 15.17 y 15.18). 

4. Se adosan longitudinalmente mediante los deno- 
minados discos intercalares. El aspecto de estos 
discos es el de complejos de unión muy extensos 
y de trayecto muy sinuoso, de disposición trans- 
versal pero con segmentos desplazados longitudi- 
nalmente y que le dan un aspecto en escalera 
(Figs. 15.17 y 15.18.C). 


Discos intercalares 


Los discos intercalares tienen dos componentes (Figs. 
15.19.B-15.19.D y 15.20): 


1. Un componente transversal, situado siempre en 
lugar de una línea Z (por tanto, perpendicular a 
los miofilamentos). Muestra un trayecto sinuoso. 
Dentro de este componente se distinguen: 


— La fascia adherens. Ocupa la mayor parte de la 
extensión del componente transversal. Su as- 
pecto es como el de la zonula adherens pero, a 
diferencia de ésta, no forma un cinturón alrede- 
dor de la célula, sino una superficie que es mu- 
cho más extensa que la de una macula, y que no 
es plana, sino muy irregular. Como la zonula ad- 
herens, la fascia adherens es lugar de anclaje de 
los filamentos de actina y contiene las proteínas 
de las placas de adhesión (actinina a, proteína 
de coronación de los filamentos de actina, vin- 
culina, cateninas y placoglobina, y la glucopro- 
teína tansmembranosa cadherina E). 


— Varios desmosomas (macula adherens) interca- 
lados espaciadamente por la fascia adherens. 
Contienen las proteínas características de la ma- 
cula adherens, como las desmoplaquinas, des- 
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2. Los filamentos de actina son de longitud desigual, 


por lo que la banda H es de contorno irregular. Por 
eso, en cortes transversales efectuados en los lími- 
tes de la banda H pueden aparecer filamentos 


mogleínas y desmocolinas. de miosina rodeados de menos de seis filamentos de 
— Uniones del tipo hendidura, con una separación actina (Fig. 15.21.A). 

de 2 nm entre las membranas de las células 

contiguas. Se distribuyen también espaciada- 


mente por la fascia adherens. Sistema sarcotubular 
2. Un componente longitudinal recto, que es una El sistema sarcotubular del músculo cardíaco es muy 
unión de hendidura. Cada componente une dos semejante al del músculo esquelético, pero presenta 
componentes transversales contiguos, determinan- ciertas peculiaridades: 


do el aspecto en escalera que presentan los discos. i . . 
1. Los túbulos T rodean los discos Z y no las uniones 


A-l; hay, por tanto, un túbulo T por sarcómera y 
no dos como en el músculo esquelético de los 
mamíferos (Figs. 15.21.B, 15.21.C y 15.22). Ade- 
más, los túbulos T del miocardio son más anchos 
(100 nm) que los del músculo esquelético (40 nm). 
. El retículo sarcoplásmico no consiste en cisternas 
transversales y longitudinales, sino en una red de 
cisternas anastomosadas que se extienden entre 
cada dos túbulos T consecutivos y, al establecer 
contacto con éstos, los envuelven parcialmente y 


a e en una extensión muy variable, formando díadas 
1. Las miofibrillas están menos individualizadas que en vez de tríadas. 


en el músculo esquelético, su diámetro varía am- 
pliamente de unas a otras, e incluso a lo largo de la 


Miofilamentos 


En el músculo cardíaco existe la misma estriación trans- 2 
versal y longitudinal que en el esquelético y, como en 

éste, las mismas bandas y organización de los miofila- 

mentos en las sarcómeras. Sin embargo, se aprecian 
pequeñas diferencias, como las dos siguientes: 


misma miofibrilla, y se bifurcan y anastomosan con Mitocondrias 
l iofibrill Figs. 15.17, 15.19.A Ñ i ; , : i A 
BEE ibrillas adyacentes (Figs: 19 id Las mitocondrias del músculo cardíaco están aún más 


desarrolladas que en las fibras rojas del músculo esque- 
lético. Son muy largas (a veces se extienden a lo largo 
de varias sarcómeras) y poseen muchas crestas que ca- 


( > si ocultan la matriz (Figs. 15.21.C y 15.21.D). Estas mito- 
Vaso sanguíneo condrias se disponen entre las miofibrillas irregulares. 

i También se acumulan donde no hay miofilamentos, es- 

Célula to es, bajo la membrana celular y en los extremos del 


nucleo (Fig. 15.19.A). 


Otros organulos y componentes 


En contraste con la posición periférica de los núcleos 
a j ity n del músculo esquelético, la situación central del núcleo 
AN AR OASNI NA i en la célula muscular cardíaca determina que el mate- 
fe a I ioe KUN dy PU rial contractil no pueda ir siempre paralelo y tenga que 

D Ce | separarse al llegar al núcleo, lo que contribuye a expli- 
car el aspecto irregular de las miofibrillas. Esto hace 
que, en los extremos nucleares, se creen unos conos 
sarcoplásmicos donde se acumulan orgánulos. En cada 
cono, además de mitocondrias, hay pequeños comple- 
jos de Golgi, ribosomas, algo de retículo endoplasmáti- 
co rugoso, inclusiones lipídicas y numerosos gránulos 
de lipofuscina (sobre todo en edades avanzadas). 

Bajo la membrana plasmática, las hileras de núcleos 
del músculo esquelético son sustituidas por agrupacio- 
nes de mitocondrias y de los orgánulos citoplásmicos 
contenidos en los conos sarcoplásmicos (Fig. 15.19.A). 
También existe algo de retículo endoplasmático rugoso. 
Entre las mitocondrias hay numerosas gotitas de lípi- 
Figura 15.17. Representación del miocardio de mamífero. dos y abundante glucógeno. Este último puede apare- 
y cer también intercalado entre el material contráctil. 
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Figura 15.18. Músculo cardíaco humano. A: Sección longitudinal del miocardio en la que se aprecia la estriación transversal 
de las células, idéntica a la del músculo esquelético. H.E. X550. B: Sección transversal del miocardio en la que se aprecia la for- 
ma irregular de las células, sus anastomosis (flecha abierta) y la posición central de los núcleos (flechas). H.E. X550. C: Tinción 
con hematoxilina fosfotúngstica para poner de manifiesto la disposición en escalera de los discos intercalares (flechas). X450. 
D: Nódulo auriculoventricular. H.E. X60. (Micrografía de Bergmann RA, Afifi KA, Heideger PM. Virtual Hospital: Atlas of Mi- 
croscopy Anatomy.) E: Células de Purikinje (P) junto a las células del miocardio normal (estrella). H.E. X60. (Micrografía de 
UCDANS School of Medicine.) 
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Figura 15.19. Miocardio ventricular de rata. A: Electronografía a poco aumento que muestra un núcleo (N) y un cono sarco- 
plásmico adyacente, con abundantes mitocondrias (estrella). X6500. B: Imagen similar a la anterior que muestra las sarcóme- 
ras, discos intercalares (flecha) y largas mitocondrias (estrella). X6500. C: Disco intercalar en el que se observan el componen- 
te longitudinal, que es una unión de nexo (N), y el componente transversal, que corresponde a la fascia adherens (FA) 
interrumpida por desmosomas (D) y uniones del tipo nexo (flecha transparente). X50 000. D: Sección transversal de un disco 
intercalar que muestra las complicadas interdigitaciones entre células adyacentes. FA: fascia adherens. D: desmosoma. N: unión 
de nexo del componente longitudinal. X25 000. 
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Figura 15.20. Componentes del disco intercalar del mio- 


cardio de mamífero. 
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Las fibras musculares cardíacas no muestran diferen- 
cias morfológicas y funcionales entre sí. A diferencia de 
lo que ocurre con las fibras musculares esqueléticas, en 
las que se observan diversos tipos de fibras según su es- 
pecialización (resistencia a la fatiga o rapidez en la con- 
tracción), todas las celúlas musculares cardíacas son 
muy resistentes a la fatiga y se contraen continuamente, 
del mismo modo y con una contracción involuntaria. 

En el músculo cardíaco no hay placas motoras. Exis- 
ten nervios simpáticos y parasimpáticos que discurren 
próximos a las fibras sin hacer verdadero contacto. Los 
nervios están tanto en el miocardio normal como entre 
las células conductoras especializadas. 


DIFERENCIAS ENTRE EL MIOCARDIO 
DE LOS VENTRICULOS Y DE LAS AURICULAS 


Las células musculares cardíacas descritas corresponden 
a las de los ventrículos. En las aurículas las fibras muscu- 
lares son básicamente iguales a las ventriculares, si bien 
presentan las siguientes diferencias (Fig. 15.23.A): 


1. Son más pequeñas y con menos miofilamentos. 

2. Los túbulos T sólo se aprecian en fibras muy grue- 
sas. Probablemente este hecho guarde relación con 
el tamaño. 

3. Los discos intercalares aparecen no sólo en las 
uniones intercelulares terminales sino también en 
las uniones laterales. 

4. Contienen gránulos densos de 0.3 um de diáme- 
tro situados cerca del núcleo, junto al complejo de 
Golgi. Se les denomina gránulos atriales o gránu- 
los de Jamieson y Palade. Contienen dos pépti- 
dos: cardionatrina (con efectos natriuréticos y diu- 
réticos) y cardiodilatina (que causa relajación del 
músculo liso vascular y vasodilatación). Son mu- 
cho más numerosos en la aurícula derecha. 


CÉLULAS CARDIONECTORAS 


Sistema conductor de los impulsos 


Entre las células musculares cardíacas ordinarias exis- 
ten otras especiales cuya función es generar los estimu- 
los que hacen latir el corazón y conducirlos a las dife- 
rentes partes del miocardio, de tal manera que las 
contracciones de las aurículas y de los ventrículos se 
sucedan adecuadamente y permitan al miocardio reali- 
zar un bombeo eficaz de la sangre. Estas células se loca- 
lizan en las siguientes zonas (Fig. 15.24): 


1. Nódulo sinoauricular. Está situado en la parte de- 
recha de la inserción de la vena cava superior, en 
el extremo del surco terminal. 

2. Nódulo auriculoventricular o atrioventricular. Está 
situado en la parte central del corazón, en la unión 
de las aurículas y los ventrículos. 

3. Fascículo de His o fascículo auriculoventricular o 
fascículo atrioventricular (como sinónimo de fascí- 
culo se emplea también la palabra haz). Compren- 
de el tronco (en la pared interventricular); las ra- 
mas (dos ramas en las que se divide el tronco 
dentro de la pared interventricular y que continúan 
discurriendo cada una por la parte inferior de cada 
ventrículo), y la red de Purkinje (múltiples ramifica- 
ciones de las ramas dentro de cada ventrículo). 


Dentro de las células cardionectoras, las que forman 
las ramas del fascículo de Hiss y la red de Purkinje se 
llaman células de Purkinje, mientras que el resto de las 
células (las de ambos nódulos y las del tronco del fascí- 
culo de His) se denominan células nodales. 


Células nodales 


Son más pequeñas que las células miocárdicas norma- 
les (25 x 10 um) y forman una red embebida en tejido 
conjuntivo denso. Su aspecto es fusiforme y recuerda al 
de los fibroblastos (véase Fig. 15.18.D). Las miofibrillas 
son escasas, sobre todo en el nódulo auriculoventricu- 
lar. Carecen de retículo sarcoplásmico y túbulos T. No 
se unen entre sí por discos intercalares sino por unio- 
nes adherens de anclaje de filamentos de actina, inter- 
digitaciones y uniones de hendidura. En su proximidad 
se observan fibras nerviosas simpáticas y parasimpáti- 
cas, y algunas fibras que contienen neurotensina o sus- 
tancia P. Ninguna de ellas establece una verdadera si- 
napsis con las células nodales. 


Células de Purkinje 


Son más grandes que las células miocárdicas normales. 
Tienen forma irregular, algo alargada. Presentan uno o 
dos núcleos centrales y escasas miofibrillas, orientadas 
en sentido longitudinal (véase Fig. 15.18.E). La mayoría 
de las miofibrillas están en la periferia celular, aunque hay 
algunas dispersas en el centro de la célula, que está pre- 
ferentemente ocupado por mitocondrias y abundante 
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Figura 15.21. A: Detalle de la sección transversal de una sarcómera del miocardio humano a nivel de la banda A. Las estre- 
llas de ocho puntas muestran seis filamentos de actina rodeando un filamento de miosina. Las estrellas de cinco puntas mues- 
tran cinco filamentos de actina rodeando uno de miosina. X165 000. B: Sección longitudinal de miocardio humano que muestra 
túbulos T (T) rodeados por cisternas de retículo sarcoplásmico (R) en la línea Z. X40 000. C: Grandes mitocondrias (M) de con- 
torno ramificado en el miocardio de rata. Las flechas señalan túbulos T. X13 000. D: Detalle de las mitocondrias del miocardio 
de rata con numerosas crestas y matriz muy densa. X40 000. 
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Figura 15.22. Disposición del retículo endoplasmático li- 
so (sarcoplásmico) y los túbulos T en el miocardio de ma- 
mifero. 
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glucógeno. No hay túbulos T ni retículo sarcoplásmico. 
No establecen entre ellas discos intercalares sino uniones 
adherens de anclaje de filamentos de actina y uniones de 
hendidura muy extensas (Figs. 15.25 y véase Fig. 15.23.B). 


FORMACIÓN Y DESARROLLO 
DEL MUSCULO CARDIACO 


El origen y desarrollo del músculo cardíaco difieren de 
los del músculo esquelético (Fig. 15.26). El músculo car- 
díaco se diferencia a partir del epitelio de la esplacno- 
pleura, algunas de cuyas células son mioblastos que se 
dividen y diferencian mientras siguen manteniendo con- 
tactos de tipo epitelial entre ellas. No existe fusión de los 
mioblastos para formar miotubos. La disposición epiteli- 
forme de las células miocárdicas se relaja más adelante, 
penetrando vasos sanguíneos en la red miocárdica. 

En los mioblastos del músculo cardíaco, la primera iso- 
forma de la actina œ es la del músculo liso no vascular, que 
después cambia a la isoforma cardíaca. La formación de 
una estructura peculiar, los discos intercalares, tiene lugar 
en los contactos terminales entre mioblastos adyacentes. 

En el músculo cardíaco no se ha observado regenera- 
ción de las células musculares, a diferencia de lo que 
ocurre en el músculo esquelético. Tras los infartos, en los 


que mueren células cardíacas por la falta de oxígeno, no 
se produce regeneración del miocardio, sino sustitución 
de las células muertas por tejido fibroso. Recientemente, 
se ha conseguido regenerar miocardio insertando célu- 
las madre con potencialidad de mioblastos. 


ESTRUCTURA DE LA CÉLULA MUSCULAR LISA 


Las células musculares lisas de los vertebrados se en- 
cuentran sobre todo formando las túnicas musculares de 
órganos huecos y vasos sanguíneos. Son fusiformes y 
muy alargadas. Su longitud oscila entre 20 um (vasos 
sanguíneos) y 200 um (intestino). En su zona más engro- 
sada pueden alcanzar 5-7 um de diámetro (Figs. 15.27.A- 
15.27.C). Durante el embarazo, en el útero hay hiperplasia 
(aumento del número de células por mitosis) e hipertrofia 
(aumento del tamaño) de las células musculares lisas, 
que llegan a medir hasta 500 um de longitud. 

El núcleo de estas células es central, alargado y con 
extremos redondeados. La cromatina está finamente dis- 
persa excepto bajo la envoltura nuclear, donde forma una 
banda de cromatina densa (Figs. 15.28.A y 15.28.B.) En la 
contracción el núcleo aparece sinuoso. Con el microsco- 
pio óptico el citoplasma o sarcoplasma presenta un as- 
pecto eosinófilo (mucho más que el colágeno) y homogé- 
neo (Fig. 15.27.A-15.27.C). Con el microscopio electrónico 
se observan abundantes miofilamentos, que se disponen 
longitudinalmente dejando libre el cono sarcoplásmico y 
no forman sarcómeras. No hay líneas Z sino zonas den- 
sas, también llamadas cuerpos densos (Fig. 15.28). 

Los miofilamentos comprenden los dos tipos presen- 
tes en las células del músculo estriado: miofilamentos 
gruesos de miosina de 14 nm de diámetro, y miofilamen- 
tos delgados de actina de 6 nm de diámetro (aunque su 
longitud no está bien definida al no observarse sarcóme- 
ras). Una diferencia importante con respecto al músculo 
estriado es la ausencia de troponina, titina (conectina) y 
nebulina. Además, la proporción filamentos delgados/fi- 
lamentos gruesos es mucho mayor en el músculo liso 
que en el estriado. Los valores medios que se han hallado 
van desde desde 15:1 hasta 40:1. En realidad, el número 
de filamentos gruesos varía mucho de un músculo a otro. 
Así, mientras que en el músculo de las arterias y del con- 
ducto deferente se observan con claridad un buen núme- 
ro de filamentos gruesos (Fig. 15.28), en el músculo intes- 
tinal son difíciles de observar estos filamentos. 

Hay también numerosos filamentos intermedios de des- 
mina, aunque en menor proporción que los miofilamentos. 
Unen entre sí las zonas densas (véanse Figs. 6.23 y 6.24.A). 
Se observan también algunos filamentos de vimentina. 

Las zonas densas o cuerpos densos son lugares de 
anclaje de los filamentos de actina (placas de adhesión). 
Se encuentran dispersas por toda la célula pero, sobre 
todo, adosadas a la membrana plasmática (Fig. 15.28). 
Las zonas densas adosadas a la membrana plasmática 
contienen las proteínas características de las placas de 
adhesión de filamentos de actina a la matriz extracelu- 
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Figura 15.23. A: Miocardio auricular de gato. Las células son más pequeñas que en el ventrículo. Los discos intercales pueden 
observarse no sólo en los extremos celulares, sino también en los laterales (DI). Se obervan gránulos atriales (GA) próximos al nú- 
cleo. C: centriolo. L: lipofucsina. M: mitocondria. X10 000. (Tomado de McNutt NS, Fawcett DW. J Cell Biol, 1969; 42: 46-67.) 
B: Célula de Purkinje del ventrículo humano. Las miofibrillas ocupan un escaso volumen y se sitúan preferentemente en la perife- 
ria celular (asterisco), por lo que son más difíciles de observar en los cortes realizados más en la profundidad de citoplasma (es- 
trella). Se observan uniones intercelulares muy extensas (UI). X7200. (Tomado de Legato MJ: Circulation, 1973; 47: 178-189.) 
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Figura 15.24. Localización del tejido muscular especiali- 


zado de conducción en el corazón humano. 


lar, como la proteína de coronación de filamentos de ac- 
tina, actinina a. y vinculina. Esta última se ancla a inte- 
grinas de la membrana plasmática, las cuales, a su vez, 
se conectan mediante la talina a la fibronectina y el co- 
lágeno de la matriz extracelular. Si las placas de fijación 
no están adosadas a la membrana plasmática sino en la 
profundidad del citoplasma, contienen los mismos com- 
ponentes que las líneas Z, esto es, proteínas de corona- 
ción de filamentos de actina y actinina a. 

En el citoplasma de la célula muscular lisa se ven los 
orgánulos habituales: centríolos, pequeños complejos de 
Golgi, numerosas mitocondrias (largas, delgadas y con 
numerosas crestas), algo de retículo endoplasmático ru- 
goso, numerosos ribosomas libres, glucógeno (a veces 
abundante) y retículo endoplasmático liso. Estos orgánu- 
los aparecen sobre todo concentrados en los conos sar- 
coplásmicos, donde no hay miofilamentos, pero las mi- 
tocondrias se distribuyen también por toda la célula y el 
retículo endoplasmático liso se encuentra también próxi- 
mo a la superficie celular. 

Bajo la membrana plasmática se aprecian cavéolas 
(Figs. 15.28.C y 15.28.D), que abundan en las túnicas 
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Figura 15.25. Representación tridimensional de una cé- 
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musculares ricamente inervadas como la del conducto 
deferente, mientras que son escasas en las que poseen 
menor inervación, como la túnica muscular intestinal. Se 
ha sugerido que esas cavéolas intervienen en la transmi- 
sión de algunas señales mecánicas y hormonales. 

La membrana plasmática está recubierta por una 
membrana basal consistente en una lámina basal y fibras 
reticulares situadas externamente a ésta (Figs. 15.28.C y 
15.28.D). En las túnicas musculares el espacio intercelular 
es de unos 40-80 nm. En ciertas zonas se establecen unio- 
nes de hendidura que intervienen en la coordinación de 
la contracción (Fig. 15.28.D). En las zonas en que las célu- 
las están más separadas, los espacios intercelulares con- 
tienen fibras colágenas, fibras elásticas, capilares sanguí- 
neos y nervios. 

En las túnicas musculares de las arterias, las células 
musculares lisas pueden fabricar fibras colágenas y elás- 
ticas. 


ORGANIZACIÓN Y DISTRIBUCIÓN 
DE LAS CÉLULAS MUSCULARES LISAS 


Las células musculares lisas de los vertebrados pueden 
hallarse de tres formas: 


1. Células aisladas. Se encuentran en: a) la cápsula o 
en el estroma de algunos órganos como la cápsula 
del bazo, la túnica albugínea testicular o los cuer- 
pos cavernosos del pene; b) el tejido subcutáneo 
del escroto, la aréola y el pezón; y c) el corion de 
las vellosidades intestinales (músculo de Brúcke). 

2. Túnicas musculares. Estas células forman capas dis- 
puestas longitudinal o transversalmente alrededor 
de la luz de vasos sanguíneos y de órganos huecos 
como el tubo digestivo y las vías urinarias, genitales 
y respiratorias (véanse Figs. 15.27.A-15.27.C). Se ubi- 
can de forma que la parte más engrosada de una cé- 
lula coincida con la parte más fina de otras. Las fibras 
reticulares aseguran la cohesión entre ellas, y las fi- 
bras elásticas, la recuperación tras la contracción. Un 
caso especial es el de la pared del útero (miometrio), 
donde las células musculares lisas forman capas mal 
definidas de haces gruesos anastomosados. 

3. Pequeños músculos lisos. Estos músculos son poco 
frecuentes. Entre ellos están los erectores de los pe- 
los y los músculos constrictor y dilatador del iris; 
(excepcionalmente, este último es de contracción 
rápida). 


CONTRACCIÓN DEL MÚSCULO LISO 
Mecanismo 


La contracción del músculo liso se realiza de modo simi- 
lar a la del músculo estriado, mediante el deslizamiento 
de los filamentos finos sobre los gruesos por la interac- 
ción de la actina con la miosina. La diferencia está en que 
no hay una organización de ambos miofilamentos tan 
perfecta como en el músculo estriado. No se forman ver- 
daderas sarcómeras, ya que no hay verdaderas líneas Z 
espaciadas regularmente ni los miofilamentos se dispo- 
nen aparentemente en registro. Los filamentos de actina 
se insertan en las zonas densas que son equivalentes a 
las líneas Z, pero estas zonas, al menos aparentemente, 
se sitúan de un modo desordenado, generalmente an- 
clándose en la membrana plasmática, pero también en 
otros puntos del citoplasma (Figs. 15.28.C y 15.28.D). 

Una diferencia importante con respecto al músculo es- 
triado en el mecanismo de la contracción reside en la au- 
sencia de troponina en el músculo liso. A lo largo de la 
tropomiosina se asocian dos proteínas, denominadas cal- 
desmón y calponina. Ambas limitan los movimientos de 
la actina inhibiendo la interacción actina-miosina, por lo 
que desempeñan el papel de las troponinas T e | en el 
músculo estriado, pero no el de la troponina C. Al igual 
que en el músculo estriado, la contracción muscular se 
dispara por el incremento del Ca% en el citoplasma. Sin 
embargo, en el músculo liso, y en cualquier célula que no 
sea músculo estriado, el Ca% actúa a través de la calmo- 


dulina, que media las respuestas señalizadas por Ca% en 
la mayoría de los tipos celulares. Al complejo calmoduli- 
na-Ca?* se une la enzima quinasa de la cadena ligera de la 
miosina (CLMK), que fosforila una de las dos cadenas li- 
geras de cada cabeza de miosina. Cuando la miosina está 
desfosforilada, las cadenas quedan plegadas, como pega- 
das a la cabeza. La fosforilación hace que las cadenas se 


Figura 15.26. Desarrollo del corazón en el embrión de pollo. A: Formación del miocardio ventricular (estrella) en un em- 
brión de 10 días. X60. B: Detalle del miocardio de la figura anterior. Se aprecia el ensamblaje de los mioblastos. X450. 
C: Electronografía de la imagen anterior. Las miofibrillas están configuradas aunque las células tienen escaso volumen. 
X5200. D: Corte semifino del miocardio ventricular en un embrión de 16 días. X800. E: Electronografía de la imagen anterior. 
Las células son más voluminosas, aunque las miofibrillas no llenan todavía el citoplasma. X5200. (Las figuras son cortesía 
de M. Arroyo Fernández.) 


desplieguen, la molécula se torne recta e interaccione con 
la actina. Se ha sugerido que la miosina del músculo liso 
sólo forma filamentos gruesos cuando está fosforilada, 
por lo que estos filamentos son inestables y no siempre 
son observables en las imágenes de microscopía electró- 
nica. Sin embargo, es difícil aceptar que los filamentos 
gruesos puedan montarse y desmontarse tan rápida y 
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Figura 15.27. A: Sección transversal del intestino de rata que muestra dos capas de músculo liso: circular (estrella) y longitudi- 
nal (asterisco). E: epitelio. Tricrómico de Masson. X125. B: Detalle de la capa muscular circular de la figura anterior en la que el 
músculo aparece seccionado longitudinalmente. X250. C: Detalle de la capa muscular longitudinal en la que el músculo aparece 
seccionado transversalmente. X450. D: Inmunotinción positiva para la desmina en el músculo liso de una arteriola (flecha abierta) 
y en los miofibroblastos que rodean a los tubos seminíferos (cabezas de flecha). La tinción es negativa en los fibroblastos (fle- 
chas). X450. E: Inmunotinción positiva para la vimentina en las células de Sertoli del epitelio seminífero (flecha abierta) y en los 
fibroblastos del intersticio testicular (flechas), pero no en los miofibroblastos (cabezas de flecha). X450. (Las figuras D y E son cor- 
tesía de L. Santamaría. Departamento de Morfología, Facultad de Medicina, Universidad Autónoma de Madrid.) ) 
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Figura 15.28. A: Sección longitudinal a poco aumento de células musculares lisas (M) de la túnica albugínea humana. Estre- 
lla: tejido conjuntivo. X6000. B-D: Secciones transversales vistas con diferentes aumentos del músculo liso del conducto defe- 
rente de rata. Las flechas señalan los filamentos gruesos. Z: zonas densas de fijación de filamentos. V: cavéolas. Cabezas de fle- 
chas: lámina basal. B: X5000. C: X35 000. D: X40 000. 


frecuentemente, por lo que algunos autores han sugerido 
que el caldesmón y la calponina tal vez podrían mantener 
desplegadas las moléculas de miosina aun cuando éstas 
no estuvieran fosforiladas, conservándose así permanen- 
temente la organización del filamento grueso. El complejo 


calmodulina-Ca?* se une al caldesmon y a la calponina, li- 
berándolos de la actina. Ahora la miosina puede unirse a 
la actina y generar el deslizamiento, iniciando la contrac- 
ción. Cuando la miosina se desfosforila (miosina inactiva), 
la cabeza de miosina se disocia de la actina. La miosina 
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del músculo liso y de las células no musculares hidroliza 
el ATP diez veces más lentamente que la del músculo es- 
triado, por lo que la contracción es más lenta. 


Control nervioso y hormonal 


La contracción del músculo liso está regulada por diver- 
sos factores. El estiramiento de las células musculares 
lisas inicia su contracción. Además de este procedi- 
miento mecánico, la contracción viene regida también 
por impulsos nerviosos y hormonales. 


Inervación 


En el interior de las túnicas musculares existen finas fibras 
nerviosas amielínicas, cuyos axones están sólo parcial- 
mente recubiertos por células de Schwann. Estos axones 
forman varicosidades que discurren próximas a las célu- 
las musculares lisas, a veces insertadas en canales o inva- 
ginaciones de su membrana plasmática (Fig. 15.29.A). En 
las varicosidades hay vesículas sinápticas, generalmente 
del tipo noradrenérgico. En algunas células musculares 
las varicosidades de los axones llegan a establecer verda- 
deros contactos sinápticos con una distancia menor de 
20 nm entre las membranas plasmáticas del axón y de la 
célula muscular. En algunas túnicas musculares, como la 
del conducto deferente, se ha observado una cisterna sub- 
sarcolémica de retículo endoplasmático liso en toda la ex- 
tensión de la sinapsis (Fig. 15.29.B). 


La inervación puede ser de dos tipos (aunque exis- 
ten también tipos mixtos): 


1. Tipo unidad múltiple. Cada célula muscular recibe 
una terminación nerviosa. No hay conducción de 
unas células a otras. Se da en vasos sanguíneos y 
esfínteres. Determina una contracción parcial cons- 
tante (contracción tónica). 

2. Tipo unitario. Una terminación nerviosa llega a una 
célula muscular y de ahí se comunica el impulso a 
las células adyacentes mediante las uniones de hen- 
didura. Se da en las túnicas musculares de vísceras. 
Determina una contracción peristáltica rítmica. 


Regulación hormonal 


La adrenalina, la noradrenalina, la oxitocina, la vasopre- 
sina, algunos péptidos reguladores del sistema neuro- 
endocrino difuso y las prostaglandinas contraen o rela- 
jan la musculatura vascular y visceral, dependiendo de 
los receptores sobre los que actúen. La noradrenalina, 
en concreto, estimula los receptores adrenérgicos ß de 
la membrana plasmática de la célula muscular lisa, lo 
que produce un aumento del cAMP, al que sigue la fos- 
forilación de la quinasa de cAMP. Esta quinasa compite 
con la quinasa de la cadena ligera de la miosina, por lo 
que el músculo permanece relajado. Si la noradrenalina 
actúa sobre receptores adrenérgicos a, se inhibe la ade- 
nilato ciclasa y la producción de cAMP, con lo que se fa- 
vorece la contracción muscular. Otras hormonas provo- 


Figura 15.29. Inervación del músculo liso del conducto deferente de rata. A: Fibra nerviosa (estrella) que discurre en una de- 
presión de una célula muscular. X22 000. B: Varicosidad axónica (estrella) en contacto con una célula muscular lisa. Flecha 
grande: membrana plasmática del axón. Flecha pequeña: membrana plasmática de la célula muscular. Cabeza de flecha: cister- 


na subsarcolémica de retículo endoplasmático liso. X35 000. 


can la relajación del músculo liso activando, mediante 
fosforilación, la quinasa C, que compite con la unión del 
Ca” a la calmodulina, e impidiendo, por tanto, la con- 
tracción muscular. 

La hipertrofia y la hiperplasia de células musculares 
lisas que se producen en el útero durante el embarazo 
parecen estar mediadas por hormonas sexuales. 

Los factores FGF y PDGF estimulan la proliferación 
del músculo liso. 


CÉLULAS MUSCULARES LISAS ESPECIALES 


Además de la célula muscular lisa descrita, en los verte- 
brados existen otras variedades que se apartan en ma- 
yor o menor grado de ella pero que, en todos los casos, 
tienen en común la presencia de abundantes miofila- 
mentos de actina, de miosina y de lámina basal. Las va- 
riedades mejor conocidas son las siguientes: 


Células musculares ramificadas 
de las arterias elásticas 


En la túnica media de las arterias elásticas las células 
musculares lisas difieren de las de la media de otros va- 
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sos sanguíneos y de las túnicas musculares de órganos 
huecos por su aspecto ramificado con numerosas pro- 
longaciones. Estas células fabrican las abundantes fi- 
bras elásticas de estas arterias (Fig. 15.30.A). 


Células mioepiteliales en cesta 


Se encuentran alrededor de los acinos mucosos y sero- 
sos de las glándulas salivales, así como alrededor de 
las unidades secretoras tubuloalveolares de la glándula 
mamaria o de la porción secretora tubular contorneada 
de las glándulas sudoríparas. El citoplasma emite va- 
rias prolongaciones que rodean parcialmente a las célu- 
las glandulares (Fig. 15.31). La contracción de las célu- 
las mioepiteliales, inducida por los factores nerviosos u 
hormonales mencionados, provoca la compresión de 
las unidades glandulares, exprimiendo su secreción. 


Células mioepitelioides 


Son células musculares lisas que se han diferenciado ha- 
cia células secretoras. Las más conocidas son las células 
yuxtaglomerulares de la arteriola aferente del glomérulo 
renal y las células mioepitelioides de las anastomosis ar- 
teriovenosas. 


Figura 15.30. A: Células musculares ramificadas (M) en el subendotelio de una arteria elástica. E: endotelio. Estrella: fibras 
colágenas. X6000. B: Células mioepiteliales yuxtaglomerulares (flecha) en el riñón humano. Cabeza de flecha: macula densa. 
Asterisco: glomérulo renal. X750. 
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Figura 15.31. Células mioepiteliales (estrellas) en una glándula sudorípara humana. X2800. (Cortesía de J.J. Vázquez, Depar- 


tamento de Histología, Universidad de Navarra.) 


Células yuxtaglomerulares 


Las células yuxtaglomerulares han sustituido a las mus- 
culares lisas típicas de la túnica media de la arteriola 
aferente del glomérulo renal en la zona de entrada al 
glomérulo (Fig. 15.30.B). Estas células presentan tam- 
bién miofilamentos gruesos de miosina y finos de acti- 
na, sólo que en mucho menor número y en haces irre- 
gulares. También poseen zonas densas. 

Los núcleos son más irregulares e indentados y más 
grandes que los de las células musculares lisas norma- 
les. El retículo endoplasmático rugoso está bien de- 
sarrollado, al igual que el complejo de Golgi. Además, 
hay microtúbulos en cantidad moderada y microfila- 
mentos que forman una banda periférica bajo la mem- 
brana plasmática. En las proximidades del complejo de 
Golgi el retículo endoplasmático es del tipo mixto, con 
ribosomas en algunas zonas y liso en otras. Destaca la 
presencia de numerosos gránulos, de tamaño variable 
pero semejante al de mitocondrias, y con un contenido 


más o menos denso que corresponde a la hormona re- 
nina, que es segregada a la sangre. Hay además peque- 
ñas vesículas por toda la célula. 

La renina activa la angiotensina II que, a su vez, esti- 
mula a la corteza suprarrenal para que segregue aldos- 
terona. La aldosterona hace que los túbulos contornea- 
dos distales del riñón reabsorban Na* y segregen Kė, 
reteniéndose agua. 


Células mioepitelioides de las anastomosis 
arteriovenosas 


En la túnica media de las anastomosis arteriovenosas 
del tipo glomus neurovascular, las células musculares 
lisas experimentan una diferenciación especial similar a 
la de las células yuxtaglomerulares. Al igual que éstas 
las células mioepitelioides presentan miofilamentos y 
gránulos de secreción, pero éstos no contienen renina 
sino otros componentes, posiblemente catecolaminas. 
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X20 000. 


Figura 15.32. A: Lámina propia del testículo humano que muestra miofibroblastos peritubulares (M). E: epitelio seminífero. 
L: lámina basal. X5.500. B: Detalle del núcleo y citoplasma adyacente de un miofibroblasto como los de la figura anterior. 
G: complejos de Golgi. C: centríolo. Cabeza de flecha: lámina basal discontinua. X20 000. C: Detalle de las prolongaciones cito- 
plásmicas del mismo miofibroblasto. Flecha: zonas densas de fijación de filamentos. F: filamentos. P: vesículas de pinocitosis. 


Estas células se han relacionado con el sistema nervio- 
so y con el sistema neuroendocrino difuso. 


Células mioides (miofibroblastos) 


Este término se aplica a las células de aspecto fibroblásti- 
co que aparecen en algunos tejidos conjuntivos y que 
presentan características intermedias entre fibroblastos 
y células musculares lisas (Fig. 15.32). Como los fibro- 
blastos, muestran prolongaciones citoplásmicas, contie- 


nen abundante retículo endoplasmático rugoso y la mio- 
sina no forma filamentos gruesos. Al igual que las célu- 
las musculares lisas, contienen mucha más actina y mio- 
sina que los fibroblastos, numerosos filamentos de 
desmina y escasos de vimentina (véanse Figs. 15.27.D y 
15.27.E). Además, los miofibroblastos poseen numero- 
sas zonas densas de anclaje de filamentos, abundante pi- 
nocitosis y una lámina basal discontinua (Figs. 15.32.B y 
15.32.C). Los miofibroblastos mejor conocidos son las 
células peritubulares de los tubos seminíferos del testí- 
culo de los mamíferos. La contracción de estas células 
facilita el desplazamiento del fluido tubular. 
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EL TEJIDO MUSCULAR DE LOS INVERTEBRADOS 


En los invertebrados el tejido muscular está también 
muy extendido. Es comparable al de los vertebrados 
aunque muestra notables diferencias que permiten cla- 
sificarlo en tres categorías; todas ellas pueden formar 
tanto musculatura visceral como somática: 


1. Músculo estriado propiamente dicho o de estria- 
ción recta. Estas células son similares a las del 
músculo esquelético y cardíaco de los vertebra- 
dos aunque difieren de ambos en múltiples as- 
pectos estructurales. El término estriación recta se 
emplea para distinguir este músculo del de estria- 
ción oblicua que se menciona a continuación. 

2. Músculo de estriación oblicua. La estriación no es 
perpendicular al eje longitudinal de la célula, sino 
que forma un ángulo no recto con dicho eje. 

3. Músculo liso. Es similar al de los vertebrados, 
aunque suele presentar mayor proporción de fila- 
mentos gruesos, lo que determina un mayor nivel 
de organización. Existe una amplia variedad de 
músculos lisos y la organización de sus miofila- 
mentos varía gradualmente, dando como resulta- 
do desde un músculo similar al liso de los verte- 
brados hasta un músculo similar al de estriación 
oblicua. 


Los filamentos gruesos de los músculos de los inver- 
tebrados, además de miosina, contienen la proteína pa- 
ramiosina, de 220 kDa y 140 nm de longitud. Esta carac- 
terística es común a todos los tipos de músculo y a todas 
las especies de invertebrados. La paramiosina se ha en- 
contrado también en cefalocordados, pero nunca en los 
vertebrados. Esta proteína queda en el interior del fila- 
mento grueso recubierta de miosina, y parece que alcan- 
za toda la longitud del filamento (Fig. 15.33.E). Tanto el 
grosor como la longitud de los filamentos gruesos son 
muy variables, pero generalmente son mayores que en 
los vertebrados. Los filamentos finos tienen 6 nm de es- 
pesor y están constituidos por actina, como los de los 
vertebrados, aunque su longitud suele ser mayor. Como 
en los vertebrados, asociada a la actina se encuentra la 
tropomiosina; dependiendo del tipo de músculo, hay 
también troponina (músculos de estriación recta y obli- 
cua) o caldesmón y calponina (músculos lisos). 


Los artrópodos, los quetognatos, los procordados y al- 
gunos moluscos poseen un músculo estriado similar al 
de los vertebrados. Al igual que en éste, los miofila- 
mentos se organizan formando sarcómeras en las que 
los miofilamentos son perpendiculares a las líneas Z 


que las delimitan. Los filamentos gruesos tienen un es- 
pesor variable (mayor de 14 nm). Los filamentos delga- 
dos tienen 6 nm de diámetro. Las sarcómeras presentan 
también nebulina y una variante de la titina o conectina 
de los vertebrados denominada proyectina o contracti- 
na (twitchin). En las líneas Z hay actinina a. 

Sin embargo, existen diferencias entre los phyla zoo- 
lógicos mencionados, según se trate de líneas Z bien in- 
dividualizadas, como las del músculo estriado de los 
vertebrados, o de líneas Z discontinuas. 


MÚSCULO DE ESTRIACIÓN RECTA ) 
CON LINEAS Z CONTINUAS (ARTROPODOS) 


De todos los músculos estriados de los invertebrados, 
el más parecido al de los vertebrados es el de los artró- 
podos, cuya musculatura está exclusivamente formada 
por este tipo de músculo (Fig. 15.33.A). Aunque hay di- 
ferencias entre especies y entre los diversos tipos ana- 
tómicos y fisiológicos de músculo de un mismo indivi- 
duo, todos los músculos de los artrópodos poseen 
células multinucleadas que contienen varias miofibrillas 
cilíndricas, prismáticas o en cinta, que se disponen pa- 
ralelamente y separadas entre sí por hileras de mito- 
condrias (Figs. 15.33.B y 15.33.C). Los miofilamentos 
forman sarcómeras con bandas A e | bien definidas y 
delimitadas por líneas Z similares a las de los vertebra- 
dos. Los núcleos se sitúan generalmente en el centro de 
la célula, aunque en los músculos indirectos de vuelo 
de algunos insectos pueden encontrarse en la periferia 
celular. 

Las sarcómeras suelen ser más largas que en los 
vertebrados; y miden de 2 a 14 um de longitud, según 
los músculos. En los músculos rápidos las sarcómeras 
son más cortas que en los lentos. La proporción de fila- 
mentos delgados/gruesos varía desde 3 en los múscu- 
los de vuelo de los insectos hasta 6 en los músculos so- 
máticos de los crustáceos. En ambos casos, el número 
de filamentos delgados que rodea cada filamento grue- 
so duplica (6 y 12) el cociente mencionado (3 y 6); esto 
quiere decir que cada filamento delgado es compartido 
por dos filamentos gruesos (Fig. 15.33.D). 

Los filamentos de miosina, además de poseer para- 
miosina (Fig. 15.33.E), son más gruesos (desde 20 hasta 
50 nm de diámetro) y largos (desde 2 hasta 6 um) que 
los de los vertebrados. El mayor grosor puede estar re- 
lacionado con el mayor número de filamentos delgados 
que rodean cada filamento grueso y con los cuales de- 
ben interaccionar las cabezas de la miosina en la con- 
tracción, lo que requiere un mayor número de molécu- 
las de miosina. Por tanto, si en el músculo esquelético 
de los vertebrados la miosina se dispone por parejas a 
lo largo del filamento grueso, en el músculo de artrópo- 
dos se dispone en tríos, tétradas, etc. (Fig. 15.34). En al- 
gunos músculos de insectos los filamentos gruesos, 
vistos en las secciones transversales, tienen aspecto de 
microtúbulo (véase Fig. 15.33.D). Estos filamentos tubu- 
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Figura 15.33. Músculo de estriación recta de artrópodos. A: Músculo somático de crustáceo (Carcinus maenans) en el que se 
observa la estriación transversal (estrella). X250. B: Sección longitudinal de músculo intestinal de Drosophila melanogaster que 
muestra una estructura muy similar a la del músculo estriado de los vertebrados. X7000. C: Sección transversal del músculo es- 
triado (estrella) del insecto Schistocerca gregaria. Las miofibrillas aparecen seccionadas en la banda A y quedan rodeadas por 
túbulos T que establecen uniones de tipo díada con el retículo sarcoplásmico (flecha). N: terminación nerviosa. X32 400. (Cor- 
tesía de L. Montuenga. Departamento de Histología. Universidad de Navarra.) D: Detalle de una sección transversal de la ban- 
da A de un músculo indirecto de vuelo de D. melanogaster. Nótese el aspecto microtubular de los filamentos gruesos. Cada fi- 
lamento grueso queda rodeado por seis filamentos delgados, como en los vertebrados, pero los filamentos delgados quedan 
alineados con los gruesos de modo que cada filamento delgado es compartido por dos filamentos gruesos, y no por tres, como 
en los vertebrados. Compárese con la Figura 15.5.C. X125 000. E: Detalle de la sección longitudinal del músculo anterior en la 
que se ha realizado inmunomarcaje con oro coloidal con anticuerpos anti paramiosina. El marcaje se extiende a lo largo de los 
filamentos gruesos. M: línea M. Z: línea Z. X65 000. 
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lares se encuentran sólo en un determinado número de 
especies y, dentro de ellas, en ciertos músculos. Es más, 
estos filamentos sólo ocupan parte de cada miofibrilla. 
En el músculo de Drosophila se ha descrito una proteí- 
na de 55 kDa, que está asociada a la paramiosina, y a la 
que se ha denominado miniparamiosina. 

Los filamentos delgados son más largos que los de 
los vertebrados. Presentan varias isoformas de actina 
más básicas que las de los vertebrados. Además de las 
proteínas sarcoméricas carácterísticas del músculo es- 
triado de los vertebrados (o sus equivalentes), también 
se ha encontrado distrofina. Se cree que hay también fi- 
lamentos intermedios del tipo desmina. 

Existe también un sistema sarcotubular para la trans- 
misión del impulso nervioso en la contracción muscular. 
Los túbulos T se forman por invaginaciones de la mem- 
brana plasmática y rodean las miofibrillas, como en los 
vertebrados. En algunos músculos forman cisternas apla- 
nadas (cisternas T) más que túbulos. Puede haber dos 
cisternas T por sarcómera (bordeando ambos lados de la 
banda A), como ocurre en los músculos directos de vuelo 
de algunos insectos, o sólo una (rodeando los discos Z), 
como en los músculos indirectos de vuelo y en la mayoría 
de los músculos somáticos o viscerales de casi todos los 
artrópodos. El retículo sarcoplásmico forma una red de 


túbulos y cisternas anastomosadas que rodean cada mio- 
fibrilla. En muchos músculos el retículo sarcoplásmico y 
los túbulos o cisternas T forman díadas en vez de tríadas 
(véase Fig. 15.33.C). En ellas el retículo sarcoplásmico no 
se adosa al túbulo T de forma continua sino de modo in- 
termitente, apareciendo en el corte como una cadena de 
vesículas. Como en el músculo estriado de los vertebra- 
dos, la unión entre el retículo sarcoplásmico y el túbulo T 
es del tipo hendidura y con un espacio entre membranas 
de unos 10 nm. Los músculos de estriación recta de los 
artrópodos están inervados por fibras nerviosas amielíni- 
cas que establecen contacto con las células musculares 
sin desarrollar las complejas estructuras de la placa mo- 
tora (véase Fig. 15.33.C). En algunos músculos, las células 
musculares están inervadas por dos fibras: una excitado- 
ra (colinérgica) y otra inhibidora (GABAérgica). 

Los músculos de los artrópodos carecen de cubiertas 
de tejido conjuntivo, de modo que las fibras musculares 
quedan bañadas directamente por la hemolinfa. La in- 
serción al exoesqueleto se realiza a través del epitelio 
epidérmico, con el que las fibras forman uniones pare- 
cidas a las del tipo fascia adherens del músculo cardía- 
co. En los insectos, el oxígeno llega a las células muscu- 
lares a través de finísimas traquéolas que se sitúan en 
íntimo contacto con ellas. 
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A Filamentos finos/gruesos = 2 (músculo estriado de los mamíferos). La miosina forma parejas. Figura 15.34. En el músculo 


Ay 


B Filamentos finos/gruesos = 3 (músculo volador de Drosophila). La miosina forma tríos. 


as 


C Filamentos finos/gruesos = 4 (músculo de cucaracha). La miosina forma tétradas. 


estriado de los artrópodos los 
filamentos de miosina son más 
gruesos y largos que en el de 
los vertebrados. Este mayor gro- 
sor está relacionado con el ma- 
yor número de filamentos del- 
gados que rodean cada fila- 
mento grueso y con los cuales 
deben interaccionar las cabe- 
zas de las moléculas de miosi- 
na en la contracción, lo que re- 
quiere un mayor número de 
moléculas de miosina. Así, si la 
proporción filamentos finos/fi- 
lamentos gruesos es igual a 2, 
como ocurre en el músculo es- 
quelético de los vertebrados, la 
miosina se dispone por parejas 
a lo largo del filamento grueso 
(A). Si la proporción filamen- 
tos finos/filamentos gruesos es 
3, como en el músculo de vue- 
lo de Drosophila, la miosina se 
dispone en tríos (B). Si la pro- 
porción es 4, la miosina se dis- 
pone en tétradas (C). 


Los quetognatos y procordados presentan una mus- 
culatura parecida a la de los artrópodos. 


MÚSCULO DE ESTRIACIÓN RECTA 
CON LINEAS Z DISCONTINUAS (MOLUSCOS) 


En los moluscos se encuentran músculos de estriación 
recta, de estriación oblicua y músculos lisos. El músculo 
estriado recto se ha descrito en la porción translúcida 
de músculos abductores de algunos bivalvos y en el co- 
razón de algunos gasterópodos (Fig. 15.35.A). 

Este músculo difiere del de los vertebrados y artrópo- 
dos en la escasa definición de las líneas Z, que tienen un 
aspecto discontinuo y consisten en múltiples cuerpos den- 
sos entremezclados con túbulos T (Figs. 15.35.B-15.35.D). 
La escasa delimitación de las sarcómeras puede llevar a 
clasificar erróneamente estos músculos como de estria- 
ción oblicua o lisos. Las células poseen un único núcleo 
central y, si se trata de músculo cardíaco, numerosas y 
desarrolladas mitocondrias. Las sarcómeras miden unos 
1.5 um de longitud, y cada filamento grueso está rodeado 
por 12 filamentos delgados; por tanto, la proporción fila- 
mentos delgados/gruesos es de 6:1 (véase Fig. 15.34.E). 
Los filamentos gruesos tienen un espesor de 17 a 30 nm. 
Están también presentes las demás proteínas sarcoméri- 
cas del músculo estriado de los vertebrados (o sus equi- 
valentes). No se han visto ni distrofina ni filamentos inter- 
medios. 

El sistema sarcotubular comprende túbulos T (que 
rodean discos Z) y retículo sarcoplásmico (Figs. 15.35.C 
y 15.35.D). Éste consiste en túbulos que se disponen de 
dos formas: a) paralelos a los túbulos T estableciendo 
contactos intermitentes (diadas) con éstos, constituyen 
el componente longitudinal; y b) paralelos a los miofila- 
mentos extendiéndose entre cada dos túbulos T, for- 
man el componente transversal. 


El músculo de estriación oblicua es un tipo de músculo 
muy común en los invertebrados no artrópodos. Ha si- 
do descrito en platelmintos, nematodos, anélidos, mo- 
luscos y braquiópodos. La característica más impor- 
tante de este músculo es que en él los miofilamentos se 
disponen oblicuamente a las líneas Z (que contienen ac- 
tinina a), de tal manera que, en secciones realizadas en 
los tres planos del espacio perpendiculares entre sí (XY, 
YZ y ZX), pueden observarse simultáneamente las ban- 
das A e I y las líneas Z, hecho que, en los vertebrados, 
sólo se da en los planos longitudinales (YZ y ZX) (Figs. 
15.36-15.41). Como las líneas Z son oblicuas al eje lon- 
gitudinal de la célula, las sarcómeras describen un tra- 
yecto en espiral, por lo que estos músculos han sido 
también llamados de estriación espiral. Estas fibras tie- 
nen la particularidad de que, en la contracción, las lí- 
neas Z se enderezan (aumentan los grados del ángulo 
que formaban con los miofilamentos en el estado rela- 
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jado), consiguiendo así una mayor contracción que las 
fibras de estriación normal. 

Los músculos de estriación oblicua poseen caracte- 
rísticas específicas de los músculos estriados, como la 
presencia de troponina, proyectina (contractina) y nebu- 
lina, junto con la ausencia de caldesmón y calponina. 
Por ello deben encuadrarse entre los músculos estria- 
dos y no entre los lisos. 

Estudiaremos como ejemplos los músculos de es- 
triación oblicua de nematodos, anélidos oligoquetos y 
moluscos cefalópodos. 


NEMATODOS 


En el nematodo Ascaris (lombriz intestinal), la muscula- 
tura de la pared del cuerpo está constituida por una ca- 
pa de grandes células musculares longitudinales. Cada 
célula comprende: 1) una zona central, que contiene el 
núcleo y abundante glucógeno; 2) prolongaciones peri- 
féricas, que van a la epidermis y contienen los miofila- 
mentos; y 3) una prolongación sin miofilamentos que 
va al cordón nervioso dorsal o al ventral (Fig. 15.36.A). 

Las prolongaciones periféricas son contráctiles. Los 
miofilamentos ocupan la periferia de la prolongación, y 
el centro de ésta se encuentra ocupado por numerosas 
mitocondrias y orgánulos celulares (Figs. 15.36.B-15.36.D 
y 15.37). Los miofilamentos no se disponen en miofibri- 
llas, sino ocupando toda la extensión de la prolongación. 
Las sarcómeras miden unos 12 um de longitud y la pro- 
porción filamentos delgados/gruesos es de 1:2. Los fila- 
mentos gruesos miden 6 um de longitud y unos 23 nm 
de espesor. 

Los filamentos de cada sarcómera no se disponen en 
un plano perpendicular al eje longitudinal de los filamen- 
tos sino que cada filamento está desplazado respecto al 
anterior un cierto trayecto, es decir, las líneas Z no forman 
ángulos rectos con los miofilamentos. De este modo, el 
corte transversal de una de estas fibras (plano XY) mues- 
tra múltiples bandas en vez de una sola. De los dos planos 
posibles de corte longitudinal, uno de ellos (plano YZ) 
muestra una imagen semejante a la obtenida en los cor- 
tes longitudinales de las fibras estriadas de los vertebra- 
dos, mientras que el otro plano longitudinal (plano ZX) 
muestra la disposición oblicua (Figs. 15.36.C, 15.36.D y 
15.37). 

Las líneas Z son más anchas que en los vertebrados y 
contienen haces de microfibrillas (haces de filamentos Z), 
cuerpos densos que contienen actinina œ y túbulos T aso- 
ciados intermitentemente al retículo endoplasmático liso 
formando díadas y, a veces, tríadas (Figs. 15.36.D y 15.37). 

Hay puentes citoplásmicos que comunican células 
vecinas. Éstas también se unen mediante uniones de ti- 
po hendidura. En las sinapsis con el cordón nervioso se 
observan axones con grandes mitocondrias y vesículas 
sinápticas. La hendidura sináptica es de unos 50 nm. 


ANÉLIDOS OLIGOQUETOS 


En los anélidos oligoquetos como Lumbricus y Eisenia 
(lombrices de tierra) hay fibras musculares en la pared 


Figura 15.35. Músculo de estriación recta del corazón del gasterópodo Helix aspersa. A: Corte semifino del ventrículo. X450. 
B-C: Secciones longitudinales que muestra la estriación recta con líneas Z discontinuas. A: banda A. I: banda I. Z: línea Z cons- 
tituida por túbulos (flechas negras) y zonas densas (flechas blancas). B X18 500. C X90 000. D: Sección transversal que muestra 
la disposición discontinua de los túbulos (flechas negras) y zonas densas (flechas blancas). X49 400. E: Detalle de la figura an- 
terior que muestra que cada filamento grueso está rodeado de numerosos filamentos delgados (círculo). X90 700. (Las figuras 
son cortesía de R. García-Anchuelo. Departamento de Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá.) 
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Figura 15.36. Músculo de estriación oblicua del nematodo Ascaris. A: Detalle de una sección transversal del nematodo que 
muestra el músculo de estriación oblicua bajo el tegumento (asterisco). Se observa una proyección citoplásmica sin filamentos 
(estrella grande) que se dirige al cordón nervioso ventral, una parte central (estrella pequeña) que comprende los orgánulos ha- 
bituales rodeados de filamentos, y una proyección ocupada principalmente por filamentos (flecha) que se dirige hacia la epi- 
dermis. Azul de metileno. X250. B: Corte semifino de la porción subepidérmica de una célula muscular como las de la figura 
anterior. Se aprecia la estriación oblicua. Azul de metileno. X1000. C: Sección de los miofilamentos en el plano ZX de la Figura 15.37. 
Se aprecian las bandas A (A) e I (I). Estas últimas quedan divididas por las líneas Z (flecha). Estrella: citoplasma con orgánulos. 
X18 000. D: Observación a mayor aumento de parte de la figura anterior. Los miofilamentos aparecen seccionados longitudinal- 
mente. Se aprecia la disposición oblicua de los filamentos respecto a las líneas Z. Éstas consisten en túbulos (flecha grande) en- 
tremezclados con material denso (flecha pequeña). X32 000. 
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del cuerpo. Estas células son bastante más pequeñas que 
las de Ascaris y se encuentran envueltas por tejido con- 
juntivo laxo. Se distinguen dos capas de células muscula- 
res: a) circular externa, con abundante tejido conjuntivo 
entre las células; y b) longitudinal interna, con menos teji- 
do conjuntivo, aunque éste forma gruesos tabiques a los 
que quedan fijadas las células por un extremo, quedando 
el otro extremo en el tejido conjuntivo laxo (Fig. 15.38.A). 

Las células musculares de ambas capas son similares. 
Poseen un único núcleo que, junto con las mitocondrias, 
ocupa una posición central, mientras que los miofilamen- 
tos quedan en la periferia celular. Los miofilamentos se or- 
ganizan en sarcómeras con estriación oblicua (Fig. 15.38.B) 
y, como en los nematodos, el corte transversal permite 
observar la secuencia de las diferentes bandas de la sar- 
cómera (Figs. 15.39 y 15.40). La proporción filamentos 
delgados/gruesos varía de 6:1 a 10:1 según las especies 
(Fig. 15.39.C). Los filamentos gruesos miden unos 4 um 


de longitud y tienen la particularidad de ser fusiformes, 
de modo que en su porción central miden hasta 50 nm 
de diámetro y tan sólo unos 10 nm en los extremos. Al- 
gunos datos sugieren que existe algún filamento inter- 
medio diferente a los de vertebrados. 

Las líneas Z se disponen con regularidad dividiendo 
en dos partes las bandas |. Consisten en barras Z y túbu- 
los dispuestos alternativamente (Figs. 15.39.B, 15.39.D y 
15.40). Algunos autores consideran que se trata de túbu- 
los T, pero otros piensan que corresponden a retículo 
sarcoplásmico y que no hay túbulos T. Sin embargo, en 
algunas especies se han descrito verdaderos túbulos T, 
conectados a la membrana plasmática. El retículo sarco- 
plásmico suele estar desarrollado, y en algunas especies 
se ha descrito un sistema longitudinal y otro transversal, 
este último formado por los considerados túbulos T. De- 
bido a que las barras Z (que son el lugar de anclaje de los 
filamentos delgados) no cubren toda la línea Z, algunos 
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Figura 15.37. Esquema tridi- 
mensional del músculo de es- 
triación oblicua de nematodo. 
(Modificado de Rosenbluth J. J 
Cell Bio, 1965; 25:495. 
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Figura 15.38. Músculo de estriación oblicua del anélido oligoqueto Eisenia foetida. A: Parte de la pared corporal con las dos 
capas musculares: circular externa (estrella) y longitudinal interna (asterisco). E: epidermis. Tricrómico de Masson. X170. 
B: Corte semifino que incluye parte de la capa circular, donde las células aparecen seccionadas longitudinalmente (estrella) y 
parte de la capa longitudinal interna, donde las células aparecen seccionadas transversalmente (asterisco). Se observa la estria- 
ción oblicua. Azul de metileno. X1000. (Las figuras son cortesía de M. Royuela. Departamento de Biología Celular y Genética. 
Universidad de Alcalá.) 


de estos filamentos deben curvarse antes de llegar a la lí- 
nea Z para poder anclarse en la barra (Fig. 15.40). 


MOLUSCOS 


En los moluscos se han descrito fibras musculares de 
estriación oblicua en los músculos tentaculares de cefa- 
lópodos, en los músculos de la porción translúcida del 
manto y abductores de algunos lamelibranquios y en la 
masa muscular bucal, molleja y conductos deferentes 
de algunos gasterópodos. 

Estas células son fusiformes y tienen un núcleo cen- 
tral. La proporción filamentos delgados/gruesos suele ser 


de 6:1. Los filamentos gruesos son fusiformes, con longi- 
tudes comprendidas entre 2 y 4 um y diámetros variables: 
desde 20 a 60 nm en el centro de los filamentos y desde 5 
a 10 nm en los extremos. Se han descrito filamentos in- 
termedios aunque no se ha podido precisar su tipo. 

Las líneas Z son discontinuas, como en el músculo 
de estriación recta de los moluscos. Cuando los fila- 
mentos de actina se aproximan a la línea Z para anclar- 
se en ella, pierden su disposición paralela y convergen 
hacia el cuerpo denso más cercano (Fig. 15.41). El siste- 
ma sarcotubular es como el explicado en el músculo de 
estriación recta de los moluscos, y comprende túbulos T 
y los componentes longitudinal y transversal del retícu- 
lo sarcoplásmico. 
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Figura 15.39. A: Sección de una fibra muscular de la capa circular de la pared corporal de Eisenia foetida que muestra fila- 
mentos seccionados en los tres planos del espacio (XY, YZ y ZX). En los tres planos se observan las bandas A (A) e I (I); estas 
últimas están divididas por las líneas Z (flechas). X11 000. B: Detalle de una sección transversal de los miofilamentos en el pla- 
no XY. Se observan simultáneamente las bandas A (A) e I (I). Las líneas Z consisten en barras Z (flecha) y túbulos (flecha 
abierta). X54 000. C: Detalle de los miofilamentos de la figura anterior. Se aprecian variaciones en el diámetro de los miofila- 
mentos gruesos debido a que éstos son fusiformes. Cada filamento grueso está rodeado por numerosos filamentos delgados 
(círculos). X59 000. D: Sección de los miofilamentos en el plano ZX. Las líneas Z muestran una disposición sumamente oblicua 
respecto a los miofilamentos. A: banda A. I: banda I. Flecha: barras Z. Flecha abierta: túbulos. X40 000. (Las figuras son corte- 
sía de M. Royuela. Departamento de Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá.) 
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El musculo liso esta muy extendido en los invertebrados. 
Se ha descrito en celentéreos, anélidos, moluscos, bra- 
quiópodos y equinodermos, y está ausente en artrópodos 
y quetognatos. Como en los vertebrados, la célula mus- 
cular lisa de los invertebrados es fusiforme y posee un 
núcleo central y numerosos miofilamentos delgados de 
actina y gruesos de miosina que no forman sarcómeras y 
se anclan en zonas o cuerpos densos. El resto del cito- 
plasma está ocupado principalmente por mitocondrias y 
por un moderadamente desarrollado retículo endoplas- 
mático liso (Fig. 15.42). 

Sin embargo, las células musculares lisas de los inver- 
tebrados presentan una gran variabilidad no sólo entre 
especies, sino incluso dentro de un mismo individuo 
(Figs. 15.42.A y 15.42.B). En general, puede decirse que 
los filamentos gruesos, además de poseer paramiosina, 
son más numerosos, gruesos y largos que los del múscu- 
lo liso de los vertebrados. La proporción filamentos delga- 
dos/gruesos puede variar entre 6 y 12 (Fig. 15.42.C). Los fi- 
lamentos gruesos pueden ser homogéneos o fusiformes 
y sus diámetros, medidos en la parte central, varían entre 


25 nm y 125 nm, aunque se han descrito filamentos de 
hasta 230 nm. La longitud de estos filamentos es difícil de 
determinar, pero suele guardar relación con su espesor. 
Estas variaciones en los filamentos gruesos dependen de 
la especie y del músculo, aunque en algunos músculos de 
lamelibranquios se han descrito células con dos tipos de 
filamentos gruesos. Los filamentos delgados son como 
los del músculo liso de los vertebrados y, como éstos, ca- 
recen de troponina y poseen caldesmón y calponina. En 
contraste con lo que ocurre en los vertebrados, en el mús- 
culo liso de algunas especies de anélidos y moluscos se 
han descrito proteínas sarcoméricas de la familia de la titi- 
na o conectina, iguales a las encontradas en los músculos 
de estriación oblicua de esas mismas especies. 

En vista de la amplia variedad de tipos de células 
musculares lisas presentes en los invertebrados, Matsu- 
no propuso en 1987 una clasificación del músculo liso 
en cuatro tipos: 


Tipo A. Es muy similar al músculo liso de los vertebra- 
dos. Presenta miofilamentos gruesos de 14 nm de diáme- 
tro, zonas densas pequeñas y aparentemente desordena- 
das, y moderado desarrollo del retículo sarcoplásmico. 
Se encuentra en algunos músculos abductores de lameli- 
branquios y en varios músculos de equinodermos. 
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Figura 15.41. Esquema de la or- 
ganización tridimensional de los 
miofilamentos en una célula mus- 


cular de estriación oblicua de mo- 
lusco cefalópodo (sepia). (Modifi- 
cado de González-Santander R y 
Socastro E: J Submicrosc Cytol, 1972; 
4:233.) 


Tipo B. Difiere del tipo anterior principalmente en el 
mayor grosor de los filamentos gruesos (unos 40 nm) y 
en el mayor tamaño de las zonas densas, que también 
aparecen desordenadas. Presentan células de este tipo 
algunos músculos abductores y retractores de lameli- 
branquios, la pared muscular de algunos gasterópodos, 
el disco oral de algunos celentéreos, la capa muscular 
interna de los seudocorazones de algunos oligoquetos 
y algunos músculos de equinodermos. 

Tipo C. El diámetro de los miofilamentos gruesos va- 
ría entre 50 y 120 nm. Las zonas densas son como en el 
tipo B. Se encuentra en algunos músculos abductores 
de lamelibranquios. 


Tipo D. El diámetro de los miofilamentos gruesos va- 
ría entre 14 y 40 nm. Las zonas densas son más abun- 
dantes que en los otros músculos lisos y se encuentran 
regularmente espaciadas, por lo que resulta bastante 
parecido al músculo de estriación oblicua. El retículo 
endoplasmático está más desarrollado que en los otros 
tipos mencionados. Este tipo se ha descrito en la pared 
intestinal de algunas especies de oligoquetos, cefalópo- 
dos y holoturoideos. 


Aunque el significado funcional de estos diferentes 
tipos se desconoce, y posiblemente, puedan establecer- 
se otros, esta clasificación proporciona una idea del po- 
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Figura 15.42. Músculo liso de los invertebrados. Células musculares lisas del intestino del molusco gasterópodo Helix asper- 
sa (A-C) y del tegumento del trematodo Dicrocoelium (D-E) en sección longitudinal (ml), oblicua (mo) y transversal (mt). Se 
observan zonas densas de fijación de miofilamentos (ZEP y ZEI). Las zonas externas o subplasmalémicas (ZEP) son de mayor 
tamaño que las internas (ZEI). Los miofilamentos gruesos de miosina (cabezas de flecha) son muy abundantes y varían consi- 
derablemente en diámetro de unas células a otras; cada uno de ellos está rodeado por numerosos filamentos delgados de actina 
(círculos). N: terminación nerviosa. A: X12 600. B: X36 000. C: X72 000. D y E: X30 000. (Las figuras A y B son cortesía de Y. 
Alba. Departamento de Histología, Universidad de Navarra. La figura C es cortesía de R. García-Anchuelo. Departamento de 
Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá. Las figuras D y E son cortesía de P. García Corrales. Departamento de Biolo- 
gía Animal, Universidad de Alcalá.) 
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limorfismo de la célula muscular lisa en los invertebra- 
dos. En general, puede decirse que debido a la gran 
cantidad de filamentos, con abundante proporción de 
filamentos gruesos, y a su tendencia a una cierta orga- 
nización, a pesar de la ausencia de líneas Z netas, la or- 
ganización de los miofilamentos del músculo liso de los 
invertebrados recuerda más a la de la sarcómera que a 
la del músculo liso de los vertebrados. De hecho, existe 
una transición casi imperceptible entre las fibras de es- 
triación oblicua cuyos discos Z no presentan la línea 
vertical densa característica del músculo estriado típico 
(en moluscos, por ejemplo) y el músculo liso de mu- 
chos invertebrados, en concreto con el tipo D mencio- 
nado. 


La resistencia del músculo a contracciones repetidas de- 
pende de la abundancia de mitocondrias, que producen 
la energía necesaria; así, son muy resistentes los múscu- 
los voladores de insectos y el del corazón del caracol. 

La rapidez de la contracción (número de contraccio- 
nes por unidad de tiempo) es directamente proporcio- 


nal al desarrollo del retículo sarcoplásmico (muy de- 
sarrollado en los músculos voladores de los insectos) e 
inversamente proporcional a la longitud de las sarcó- 
meras (muy cortas en el corazón del caracol). 

El grado de acortamiento (distancia que recorren los 
filamentos delgados cuando se deslizan sobre los grue- 
sos) es directamente proporcional a la longitud de las 
sarcómeras (muy largas en los músculos con estriación 
recta de los crustáceos y en casi todos los músculos de 
estriación oblicua), y a la presencia de discos Z oblicuos 
(en todos los músculos de estriación oblicua), y de dis- 
cos Z discontinuos (tanto en los músculos de estriación 
recta como en los de estriación oblicua del caracol). 

La fuerza de la contracción (número de puentes actina- 
miosina establecidos en toda la célula) es directamente 
proporcional al tamaño celular, la longitud de los filamen- 
tos gruesos, y la proporción de filamentos delgados/grue- 
sos. Esos tres parámetros pueden ser integrados en la si- 
guiente formula: (densidad de volumen de los filamentos 
gruesos/densidad de volumen de los filamentos delga- 
dos) x volumen celular total. El resultado de esa fórmula 
muestra un valor creciente en el siguiente orden: músculo 
liso, músculo de estriación oblicua, músculo de estriación 
recta con discos Z discontinuos (corazón de caracol) y 
músculo de estriación recta con discos Z continuos (mus- 
culos estriados característicos de artrópodos y vertebra- 
dos). 
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TEJIDO NERVIOSO 


FORMACIÓN DEL SISTEMA NERVIOSO 


El tejido nervioso de los animales superiores se considera 
dividido en dos grandes partes: sistema nervioso central 
y sistema nervioso periférico. El primero consiste en una 
masa centralizada de tejido nervioso puro que controla y 
coordina las recepciones y respuestas ante diferentes es- 
tímulos conscientes o inconscientes (Fig. 16.1). Está cons- 
tituido por las células nerviosas o neuronas y por las célu- 
las gliales. El sistema nervioso periférico constituye una 
prolongación de los elementos principales del sistema 
nervioso central (las neuronas) por todo el organismo, de 
manera que pueda captar los estímulos y transmitir las 
respuestas. Sus componentes son proyecciones cito- 
plásmicas de las neuronas, rodeadas de unas células 
que las acompañan (células de Schwann) y de tejido 
conjuntivo. En ciertas zonas del sistema nervioso perifé- 
rico existen neuronas que establecen conexiones con 
las proyecciones de las neuronas del sistema nervioso 
central. Son las neuronas ganglionares, que están rode- 
adas de células capsulares o células satélites (véanse 
Figs. 16.23.D y 16.24.B). Seguidamente describiremos el 
origen y los componentes del sistema nervioso. 


DIFERENCIACIÓN DEL SISTEMA NERVIOSO 


El tejido nervioso se diferencia a partir del ectodermo 
en la región que recubre la notocorda. En el desarrollo 
embrionario humano la diferenciación se inicia en la 
tercera semana con la formación de la placa neural: un 
engrosamiento que resalta en el dorso del embrión. Al- 
rededor de la cuarta semana, a lo largo de la placa neu- 
ral se forma el surco neural. En la quinta semana se 
produce el cierre de los bordes del surco neural, que pa- 
sa a convertirse en el tubo neural. Células desprendidas 
de los bordes del surco neural quedan ahora como dos 
engrosamientos longitudinales intermedios denomina- 
dos crestas neurales (véanse Figs. 10.30 y 10.31). 


El tubo neural origina el sistema nervioso central, 
que comprende el encéfalo y la médula espinal. El encé- 
falo se origina inicialmente como una dilatación del ex- 
tremo cefálico del tubo neural denominada vesícula en- 
cefálica. A continuación esta vesícula se divide en tres, 
que permanecen unidas por estrechos puentes. Desde 
la posición más cefálica a la más caudal, estas vesículas 
son (Fig. 16.2): 


1. Prosencéfalo. Origina a su vez tres vesículas: 


— Un par de vesículas telencefálicas simétricas 
que formarán los hemisferios cerebrales. 

— La vesícula diencefálica, que une a las anterio- 
res y formará el diencéfalo, la epífisis, la neu- 
rohipófisis, la retina y el nervio óptico. 


2. Mesencéfalo. Origina los pedúnculos cerebrales, 
los tubérculos cuadrigéminos y los núcleos del 3” 
y 4° pares craneales. 

3. Rombencéfalo. Está constituido por dos partes: 


— El metencéfalo, en la parte más cefalica, for- 
mará el cerebelo y la protuberancia. 

— El mielencéfalo, en la parte más caudal, forma- 
rá el bulbo raquídeo. 


HISTOGÉNESIS DE LA CORTEZA CEREBRAL 


Como ejemplo de las sucesivas etapas de diferencia- 
ción en el sistema nervioso, describiremos el desarrollo 
que conduce desde la placa neural hasta la formación 
de la corteza cerebral (Fig. 16.3). 


Formación de la placa neural y tubo neural 


La formación de la placa neural es inducida por la noto- 
corda subyacente. La placa neural es un epitelio pris- 
mático constituido por células germinales, también lla- 
madas neuroepiteliales o meduloblastos. Inicialmente 
estas células alcanzan todo el grosor de la placa neural. 
Al formarse el tubo neural, crece la altura del epitelio y 
los núcleos de las células germinales se encuentran a 
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Figura 16.1. Sistema nervioso central de ratón. A: Sección horizontal del encéfalo. Lo: lóbulos olfatorios. Di: diencéfalo. 
Ce: cerebelo. Violeta de cresilo. X9. B: Sección transversal de la médula espinal tras impregnación argéntica. La sustancia gris 
forma las astas dorsales (D) y las ventrales (V) y queda rodeada por la sustancia blanca. E: conducto del epéndimo. X30. (Cor- 
tesía de I. Suárez y G. Bodega, Departamento de Biología Celular y Genética, Universidad de Alcalá.) 


diferentes niveles ocupando una zona en contacto con 
la luz del tubo, denominada zona ventricular. El resto 
de la pared del tubo neural es la zona marginal, que ca- 
rece de núcleos y muestra prolongaciones celulares 
(Fig. 16.3.A). 


Proliferación de las células precursoras 


Las células germinales o meduloblastos del tubo neural 
proliferan en la zona ventricular y cambian de posición 
durante el ciclo celular. En el período S, los núcleos se 
localizan en la porción más distante de la luz ventricular, 
denominada zona de síntesis, pues es donde tiene lugar 
la replicación del DNA. Terminada ésta, la célula adquie- 
re forma redondeada y entra en mitosis, sufriendo un 
desplazamiento hacia la región más adluminal del ven- 
trículo o zona de mitosis. Como resultado de las mi- 


tosis, se obtienen los siguientes tipos de células hijas 
(Figs. 16.3.A y 16.3.B): 


1. Meduloblastos primitivos, que se desplazan hacia 
la zona de síntesis para iniciar un nuevo ciclo ce- 
lular, de modo que se mantenga la fuente de dife- 
renciación celular. 

2. Espongioblastos centrales o ependimoblastos, que 
permanecen donde se originaron, en contacto con 
la luz del tubo, emitiendo una fina prolongación 
en el extremo opuesto que alcanza la cara externa 
del tubo neural. 

3. Neuroblastos, que forman una capa entre la zona 
marginal y la zona ventricular denominada zona 
intermedia. Estas células han perdido la capaci- 
dad de mitosis y se diferenciarán en neuronas. 

4. Espongioblastos libres, que se sitúan también en 
la zona intermedia pero mantienen aún su capaci- 
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ve de guía para el desplazamiento de los neuroblastos, se 
retrae una vez finalizado este desplazamiento y sólo que- 
da un pequeño resto de dicha prolongación. Los ependi- 
moblastos pasan a ser ependimocitos (véase Fig. 16.23.A) 
y revisten la luz del tubo neural; esta luz pasa a conver- 
tirse en los ventrículos cerebrales. En algunas zonas de 
los ventrículos, los ependimoblastos adquieren una di- 
ferenciación especial: recubren abundantes vasos san- 
guíneos constituyendo las células epiteliales de los ple- 
xos coroideos (véase Fig. 16.23.B). 

Los neuroblastos se desplazan hacia la zona margi- 
nal sobre las prolongaciones de los ependimoblastos a 
una velocidad de unos 0.1 mm al día. Para desplazarse, 
los neuroblastos emiten un seudópodo en el sentido del 
desplazamiento, al que siguen el núcleo y la mayor par- 
te del citoplasma, excepto una prolongación citoplásmi- 
ca a modo de cola que posteriormente se retrae (Figs. 

2 : 16.3.C y 16.3.D). 

Mielencéfalo SA z i 

Diencéfalo Al finalizar la migración, los neuroblastos forman 
[Día 35] una capa de células, denominada zona del manto o pla- 
ca cortical, situada entre la zona marginal y la zona in- 
termedia. Esta capa supone el inicio de la constitución 
de la corteza cerebral. Los primeros neuroblastos se si- 
túan en la zona más profunda de la corteza cerebral 
mientras que los más recientes ocupan las zonas más 
externas (Figs. 16.3.C y 16.3.D). 

Una vez que los neuroblastos se encuentran en su 
localización definitiva se diferencian en neuronas (Figs. 
16.3.D y 16.3.E). Los neuroblastos comienzan a desarro- 
llar prolongaciones neuronales formando los conos de 
crecimiento, que son yemas citoplásmicas que originan 
primero el axón (neuroblastos monopolares) y luego ra- 
mificaciones dendríticas. El número de neuronas en ca- 
da zona de la corteza cerebral depende del número de 
neuroblastos precursores, de la duración del período 
proliferativo en la pared del tubo neural (desde pocos 
días a varias semanas), y de la duración de los ciclos ce- 
lulares (desde pocas horas hasta cuatro o cinco días). 
Los neurotransmisores que sintetizan no son inicial- 
mente constantes para cada neurona. Su elaboración 
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Médula espinal depende de factores ambientales, de modo que una 
neurona puede ser primero noradrenérgica y luego coli- 
Figura 16.2. Desarrollo del encéfalo humano. (Modifica- nérgica. . : 
do de Carrascal E. Láminas de Neurohistología. Salamanca, Los espongioblastos libres carecen de contacto con 
Universidad de Salamanca, 1983.) la luz ventricular y se diferenciarán en células gliales. 
y Según el elemento con el que establezcan contacto, los 
espongioblastos se diferencian en (Figs. 16.3.D, 16.3.E 
y 16.4): 
dad de división. Las mitosis de estas células tie- 
nen lugar en la zona límite entre la zona interme- 1. Astroblastos. Provienen de los espongioblastos 
dia y la zona ventricular (la zona subventricular) y que se relacionan con los vasos sanguíneos que 
originarán las células precursoras de las células han penetrado en la pared del conducto neural. 
gliales. Originan los astrocitos. 


2. Oligodendroblastos. Provienen de los espongio- 
blastos que entran en relación con los cuerpos 


Migración de las células precursoras neuronales o axones, perdiendo la prolongación 
y diferenciación de las células definitivas externa. Si el contacto se establece con los axo- 

nes, se transformaran en oligodendrocitos inter- 
Los espongioblastos centrales o ependimoblastos per- fasciculares; si el contacto se establece con un 
manecen revistiendo la luz del tubo neural. La prolon- cuerpo neuronal darán lugar a los oligodendroci- 


gación citoplásmica, que penetra en profundidad y sir- tos satélites neuronales. 
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La microglia aparece en el sistema nervioso después 
de haber penetrado en él los vasos sanguineos. Aun- 
que su origen ha sido muy discutido, hoy se admite que 
sus células se diferencian a partir de monocitos de la 
sangre. 


Etapas posteriores 


A partir de esta fase se perfilará poco a poco la corteza 
cerebral. Las etapas restantes comprenden: a) agrega- 
ción de células para formar las capas de la corteza en 
cada lado del cerebro; b) diferenciación de las neuronas 


inmaduras; c) formación de conexiones con otras neu- 
ronas; y d) remodelación de las conexiones. 

Las crestas neurales dan origen a las neuronas y a la 
glía de los ganglios raquídeos y vegetativos, a otras 
neuronas y a la glía del sistema nervioso periférico, así 
como a diversos tipos celulares que emigran a diferen- 
tes partes del organismo; entre estos tipos figuran los 
melanocitos, las células C del tiroides y las células de la 
médula suprarrenal (Fig.16.4 y véase Fig. 11.26). En cier- 
tas regiones del cerebro adulto persisten células madre 
neurales que pueden originar neuronas y células glia- 
les. Es más, en esas regiones se siguen produciendo 
neuronas. 
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Figura 16.4. Árbol genealógico de los derivados de la placa neural que muestra la evolución y diferenciación de los diversos 


LA NEURONA 


Las células nobles del tejido nervioso son las neuro- 
nas. La neurona es una célula muy diferenciada. Des- 
pués de la vida embrionaria no se divide, aunque puede 
experimentar cambios en su volumen y en la cantidad y 
complejidad de sus orgánulos, prolongaciones y estruc- 
turas funcionales. 

Su principal característica es la excitabilidad de su 
membrana plasmática. En los contactos denominados 
sinapsis, la neurona puede ser total o parcialmente des- 
polarizada o hiperpolarizada por la influencia de otras 
neuronas, produciéndose así la transmisión del estimu- 
lo nervioso. Pero la neurona también almacena infor- 
mación, de modo que puede considerarse como una 
célula especializada en recibir información, integrarla, 
relacionarla e informar nuevamente. Para cumplir tan 
variado programa ha sufrido una definida adaptación 
morfofuncional (Figs. 16.5-16.9). 

Del cuerpo celular o pericarion parten dos tipos de 
prolongaciones: 1) las dendritas, que suelen ser numero- 
sas, cortas y ramificadas, y que, en general, transmiten 
impulsos hacia el soma celular; y 2) el axón o cilindroeje, 
que suele ser única y larga, y que conduce los impulsos 
hacia otra neurona o hacia los órganos diana (músculo, 
vísceras, etc.) (Figs. 16.5 y 16.6). El axón puede presentar 
alguna rama colateral, generalmente en ángulo recto. A 


veces, las ramas colaterales son recurrentes y vuelven 
hacia el cuerpo celular. En su porción terminal, el axón se 
ramifica o finaliza en un engrosamiento. 

Cada parte de la neurona tiene una misión especial. 
La parte dendrosomática está encargada de la síntesis 
de las proteínas estructurales y de las enzimas de los 
neurotransmisores. La parte axónica traslada el mate- 
rial hacia la porción terminal (flujo axónico y transporte 
axónico). En la porción terminal axónica se establece el 
contacto efector llamado sinapsis, donde tiene lugar el 
empaquetamiento y liberación del neurotransmisor. 

Con cierta frecuencia, y sobre todo en el sistema ner- 
vioso vegetativo, a lo largo del axón se producen engro- 
samientos sucesivos, que originan las denominadas si- 
napsis de paso (en passant en la terminología original). 

En los epígrafes siguientes se estudiarán en detalle 
estas partes de la neurona al tratar de los orgánulos y 
componentes neuronales. 


NÚCLEO 


Ocupa una posición central y es voluminoso, siendo 
proporcionalmente mayor en las neuronas pequeñas. 
Contiene una cromatina finamente dispersa y uno o dos 
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Figura 16.5. Esquema de una neurona típica, correspondiente a una neurona motora del asta anterior de la médula espinal 
(_que inerva una célula muscular esquelética. J 


nucléolos prominentes (Figs. 16.6-16.8.A). La cromatina 
sexual, cuando se encuentra presente, adquiere una 
disposición muy característica, adosada internamente a 
la envoltura nuclear (véase Fig. 3.48.A). La envoltura nu- 
clear muestra abundantes poros nucleares y una lámina 
nuclear densa bien patente. 

Puede haber un cuerpo esférico, de 0.5 a 1 um de diá- 
metro, situado entre nucléolo y la envoltura nuclear, de- 
nominado cuerpo accesorio de Cajal. Es argirófilo pero 
no posee RNA, sino DNA y proteínas ricas en arginina y 
tirosina. 


PERICARION 


En el pericarion se encuentran los orgánulos habituales 
de las células. Entre ellos destacan los denominados gru- 
mos de Nissl, que con el microscopio óptico se observan 
como grumos basófilos que pueden adoptar dos aspec- 
tos: grumos apretados, como en las neuronas del asta an- 
terior de la médula espinal (Fig. 16.6.A), y grumos disper- 
sos (aspecto pulverulento), como en los ganglios del 
sistema nervioso periférico (véase Fig. 16.23.D). En am- 
bos casos, con el microscopio electrónico se aprecia que 
se trata de cisternas de retículo endoplasmático rugoso 
dispuestas en grupos paralelos, entre las que hay abun- 
dantes polisomas (Fig. 16.7). El elevado número de ribo- 
somas se encuentra en relación con la intensa síntesis 
proteica que debe realizar el pericarion, si se tiene en 
cuenta que el volumen del citoplasma contenido en las 
prolongaciones puede ser muy superior al del cuerpo ce- 
lular, ya que hay axones de hasta 1.5 m de longitud. Algu- 
nas neuronas sintetizan el triple de su peso en 24 horas. 
Las proteínas sintetizadas son de dos tipos: migratorias, 
que pasan al axón y se desplazan a lo largo de éste, y se- 
dentarias, que permanecen en el cuerpo celular y se re- 
nuevan cada 50-60 días. 


El retículo endoplasmático liso es muy escaso en el 
pericarion. El complejo de Golgi forma múltiples dictio- 
somas que rodean el núcleo (Figs. 16.7 y 16.8.A). En la 
proximidad de éste suele haber un par de centríolos, 
que no son siempre observables, y cuerpos multivesicu- 
lares. 

El pericarion también contiene, en proporción muy 
variable, lisosomas primarios (Figs. 16.7 y 16.8.A) y se- 
cundarios, muchos de los cuales forman los denomina- 
dos gránulos de lipofuscina, cuyo número se incremen- 
ta con la edad. Su presencia no parece interferir en la 
actividad neuronal normal. 

Las mitocondrias son pequeñas y redondeadas en el 
pericarion, y más alargadas en las dendritas y los axones. 
Algunos autores han llamado la atención sobre la fre- 
cuente observación de crestas longitudinales (Fig. 16.7). 

Los microtúbulos son especialmente numerosos, no 
están polarizados y poseen la proteína MAP-2, pero no la 
proteína t (tau) (Fig. 16.8.A). También hay abundantes 
neurofilamentos, que son filamentos intermedios específi- 
cos de las neuronas, aunque su composición varía de 
unas neuronas a otras y en la evolución zoológica. For- 
man haces a modo de arcos alrededor del núcleo y, cir- 
cundando los cuerpos de Nissl, convergen hacia el inicio 
de las dendritas o axones. Los neurofilamentos se detec- 
taron con el microscopio óptico por su capacidad de aglu- 
tinar determinados fijadores sobre los que se agregan co- 
loides argénticos y se denominaron neurofibrillas. Gracias 
a esta propiedad se pudo visualizar la topografía neuronal, 
incluidas sus ramificaciones (Figs. 16.6.B-16.6.D). 

Hay glucógeno en cantidades variables: por ejemplo, 
es muy abundante en las neuronas del anfioxus; en los 
mamíferos, abunda en las neuronas embrionarias, pero 
es escaso en las adultas. Las inclusiones lipídicas son 
poco frecuentes en condiciones normales. Puede haber 
melanina en algunas neuronas; así, en los mamíferos la 
melanina se encuentra en la sustancia negra del mesen- 
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Figura 16.6. A: Médula espinal de rata teñida con la técnica de Nissl que pone de manifiesto la basofilia de los grumos del 
Nissl (N) en el cuerpo celular neuronal y la del núcleo de las células gliales (G). AX: cono axónico. X1000. B: Tinción de Gless 
en la protuberancia de rata. Se tiñen los cuerpos neuronales y las prolongaciones celulares que recorren el tejido nervioso for- 
mando el neuropilo. X1000. C: Células piramidales de corteza cerebral humana tras impregnación argéntica. X150. D: Células 
de Purkinje (P) de cerebelo humano tras impregnación argéntica. Se observa la gruesa prolongación dendrítica apical (flecha). 
X1000. 


Figura 16.7. Núcleo (N) y pericarion de una neurona. Se observan el nucléolo (Nu), poros nucleares (flecha), mitocondrias 
(M), ribosomas libres (R), retículo endoplasmático rugoso (RER), varios complejos de Golgi (G), lisosomas (L), microtúbulos 
(MT), un centríolo (C) y una sinapsis axo-somática (S). X10 000. 
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Figura 16.8. Mesencéfalo de gato. A: Se observan el núcleo (N), el pericarion (P) y el cono axónico (CA) de una neuro- 
na, situada entre las prolongaciones de neuronas y células gliales. Ambos tipos celulares y sus prolongaciones forman en 
conjunto el neuropilo. MT: microtúbulos. R: ribosomas y retículo endoplasmático rugoso. D: dictiosomas. L: lisosomas. 
C: capilar sanguíneo. X6000. (Cortesía de R. González Santander y G. Martínez Cuadrado, Departamento de Ciencias Mor- 
fológicas, Universidad de Alcalá.) B: Dendrita (De) de corteza cerebelosa de rata seccionada transversalmente, en la que se 
observan ribosomas y cisternas de retículo endoplasmático rugoso (flecha). X13 000. (Cortesía de M.C. Gianonatti, Depar- 
tamento de Ciencias Morfológicas. Universidad de Alcalá.) 
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céfalo, el locus coeruleus del IV ventrículo, los ganglios 
raquídeos y simpáticos y el núcleo motor dorsal del va- 
go. En el núcleo rojo del mesencéfalo hay depósitos de 
hierro cuyo significado se desconoce. 


DENDRITAS 


Son prolongaciones citoplásmicas, casi siempre nume- 
rosas y ramificadas, que nunca están envueltas por mie- 
lina. Hay algunos casos excepcionales como el de las 
neuronas de los ganglios raquídeos, cuya dendrita fisio- 
lógica es morfológicamente un axón que conduce infor- 
mación desde una terminación nerviosa sensitiva peri- 
férica. Con el microscopio electrónico se observan los 
siguientes orgánulos (Fig. 16.8.B): 


1. Muchos microtúbulos y pocos neurofilamentos; 
ambos elementos se disponen longitudinalmente, 
en haces paralelos. Al igual que en el pericarion, 
los microtúbulos no están polarizados y poseen la 
proteína MAP-2, pero no la proteína T. 

2. Mitocondrias, que son muy abundantes en den- 
dritas pequeñas. 

3. Grumos de Nissl, que son abundantes en el inicio 
de las dendritas más gruesas; después van dismi- 
nuyendo hasta quedar algunas cisternas aisladas de 
retículo endoplasmático rugoso y ribosomas libres. 

4. Retículo endoplasmático liso, que forma túbulos y 
vesículas. 


Las espinas dendríticas son protrusiones laterales de 
las dendritas, presentes sobre todo en las ramas de se- 
gundo y tercer orden (y muy escasas en las de primer or- 
den) de las neuronas piramidales de la corteza cerebral. 
En el interior de las espinas sobre las que se establecen 
sinapsis se encuentra el llamado aparato de la espina, 
que se describirá más adelante (véase página 745). 


AXÓN 


El axón se inicia en el cono axónico, que se aprecia fácil- 
mente en las grandes neuronas. En esta región desapare- 
cen los grumos de Nissl, pero con el microscopio electró- 
nico se puede observar retículo endoplasmático rugoso y 
ribosomas libres en poca cantidad. Los microtúbulos y 
neurofilamentos, que están desordenados en el perica- 
rion, tienden a converger en haces (Figs. 16.8.A y 16.9). 

Al cono axónico (si está presente) sigue el segmento 
inicial del axón. En esta región el citoplasma muestra 
una capa de material denso a los electrones, de 15-25 nm 
de espesor, distante 6-10 nm de la cara interna de la 
membrana plasmática. En realidad esta capa no es con- 
tinua, sino que se dispone a modo de duelas de barril. 
Está constituida por material filamentoso e incluye par- 
tículas densas equidistantes de unos 10 nm de diámetro 
(Fig. 16.9). Esta capa aparece donde el cono axónico se 
ha estrechado definitivamente y termina coincidiendo 
con la región en la que (en el caso de axones mieliniza- 
dos) comienza la vaina de mielina. Se considera que in- 
terviene en la generación del potencial de acción esen- 
cial en la transmisión sináptica (véase página 705). Si 
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Figura 16.9. Esquema del inicio del axón que muestra el co- 
no axónico, el segmento inicial y el axón propiamente dicho. 


hay uniones sinápticas a este nivel, desaparece la capa. 
Desde el punto de vista funcional es parecida a la densi- 
ficación que se observa en los nódulos de Ranvier (es- 
pacios desprovistos de mielina, véase página 728). 

El segmento inicial muestra ya la organización que se 
encontrará en toda la longitud del axón. Paralelas a la 
membrana plasmática se disponen cisternas de retículo 
endoplasmático liso. Se admite que puedan formar vías 
de comunicación a lo largo del axón hasta la sinapsis. 
Hay mitocondrias finas y alargadas, que se disponen a lo 
largo del axón. En comparación con las dendritas de gro- 
sor equivalente, en el axón hay menos microtúbulos y 
más neurofilamentos. A diferencia del pericarion y las 
dendritas, los microtúbulos están polarizados y poseen 
la proteína t, pero no la proteína MAP-2. 

La organización descrita se mantiene en el resto del 
axón, aunque la membrana de éste se modifica no sólo 
en los nódulos de Ranvier como se ha indicado, sino 
también en las sinapsis, como se describirá más ade- 
lante (véase página 742). 


TRANSPORTE ANTERÓGRADO 


En 24 horas se renuevan prácticamente todas las pro- 
teínas neuronales incluidas las de los orgánulos, estruc- 
turas y sistemas enzimáticos de la neurona. Estos com- 
ponentes son sintetizados en el pericarion, donde se 
encuentra la mayor parte del retículo endoplasmático ru- 
goso y el complejo de Golgi de la neurona, y luego per- 
manecen allí (proteínas sedentarias) o emigran por el 
axón (proteínas migratorias) en las siguientes 24 horas. 

El mismo axón crece continuamente (1 mm al día) y 
se consume en las terminaciones. Al crecer el axón la 
membrana y los orgánulos del cono axónico, por ejem- 
plo, se encontrarán más tarde en posición más avanza- 
da formando parte del axón; con excepción del retículo 
endoplasmático rugoso que, como se ha dicho, no pe- 
netra en el axón. Cada uno de los orgánulos se desplaza 
dentro del axón a velocidades propias. A su vez, en los 
tejidos neurodependientes se desplazan también por el 
axón mensajes de tipo químico desde el cuerpo neuro- 
nal hasta sus terminaciones. La mayor parte de los neu- 
rotransmisores se sintetizan en las terminaciones axó- 
nicas, pero las enzimas y proteínas necesarias viajan 
por el axón. 

Midiendo dónde se localiza la leucina tritiada en el 
axón a las 24 horas de su administración, se observan 
tres tipos de transporte: 


1. Lento (1-5 mm al día), también denominado flujo 
axónico. De esta forma emigran algunas enzimas 
y algunas proteínas del citoesqueleto como la tu- 
bulina, los propios neurofilamentos y algunas mi- 
tocondrias. 

2. Rápido (10-100 mm al día). A esta velocidad se des- 
plazan la creatina, algunas enzimas como la eno- 
lasa, algunas proteínas del citoesqueleto como 
la actina, precursores de neurotransmisores, el re- 
tículo endoplasmático liso y las mitocondrias des- 
tinadas a la terminación sináptica. 

3. Muy rápido (próximo a los 2500 mm al día). Es el 
caso de la tirosina y otros precursores de neuro- 
transmisores adrenérgicos (catecolaminas) y tam- 
bién de la secreción de las neuronas neurosecre- 
toras del hipotálamo. Esta secreción viaja en forma 
de gránulos densos contenidos en una membra- 
na. Para algunos investigadores no son verdade- 
ras vesículas, sino canalículos del retículo endo- 
plasmático liso con dilataciones que contienen la 
neurosecreción. 


El transporte axónico lento no parece estar mediado 
por los microtúbulos. El transporte rápido, y quizá el 
muy rápido, requieren hidrólisis del ATP y se realizan si- 
guiendo las vías marcadas por los microtúbulos. Sobre 
ellos se desplazan las partículas impulsadas por la pro- 
teína quinesina (véase página 276) que posee actividad 
ATPasa (véase Fig. 6.32). Este transporte puede ser blo- 
queado por agentes inhibidores de los microtúbulos. 
Así, si se enfría el axón, se observa cómo se acumulan 
en él mitocondrias, retículo endoplasmático liso y pro- 
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teínas libres en un determinado punto, aunque puede 
seguir emigrando el agua. Pasado un tiempo se recupe- 
ra el transporte, pero si la concentración de fármacos es 
muy elevada, el transporte de las sustancias y orgánu- 
los esenciales es inhibido durante mucho tiempo y se 
produce la degeneración de la parte distal del axón, al 
igual que si éste hubiese sido seccionado. El transporte 
también puede ser bloqueado por inhibidores de la ca- 
dena respiratoria (cianuro), ya que éstos impiden la pro- 
ducción de ATP. 

El transporte anterógrado se produce también en las 
dendritas de un modo similar, aunque sus detalles son 
menos conocidos. 


TRANSPORTE RETRÓGRADO 


De igual modo que el transporte anterógrado, el transpor- 
te centrípeto o retrógrado tiene también lugar en axones 
y dendritas y puede ser rápido o lento. La peroxidasa del 
rábano inyectada en las terminaciones nerviosas emigra 
hasta el cuerpo neuronal. También penetran en el sistema 
nervioso mediante migración retrógrada determinadas 
proteínas, como la albúmina del huevo, y algunos virus 
como el de la rabia. Las estructuras que retornan normal- 
mente al pericarion son orgánulos citoplásmicos enveje- 
cidos, como mitocondrias, y vesículas de endocitosis pa- 
ra la recuperación de membranas tras la liberación del 
neurotransmisor. Parece lógico también que el cuerpo 
neuronal reciba información tanto de lo que ocurre en 
sus porciones más periféricas como del estado de la célu- 
la postsináptica. Si ésta se altera, cambian las condicio- 
nes metabólicas en la neurona presináptica. 

El transporte retrógrado rápido no es tan rápido co- 
mo el anterógrado, y las vesículas que emigran hacia el 
pericarion son más grandes que las que se observan en 
el transporte anterógrado. Aunque el transporte retró- 
grado se realiza también siguiendo las vías marcadas 
por los microtúbulos y es bloqueado por los mismos 
agentes que bloquean el transporte centrífugo, no es 
impulsado por la quinesina sino por la proteína asocia- 
da a los microtúbulos MAP-IC o dineína citoplásmica 
(véase página 277). 

El transporte retrógrado rápido debe estar equilibra- 
do con el anterógrado rápido, aunque, durante el de- 
sarrollo neuronal predomina el anterógrado, pues las 
prolongaciones neuronales van creciendo, alejándose 
del pericarion. 


En el axón en reposo hay una diferencia de potencial 
(-70 mV) entre la superficie exterior (+) y la interior (—) 
de la membrana plasmática. Este fenómeno recibe el 
nombre de potencial de membrana y se debe a los gra- 
dientes de Na* y K+ creados por la bomba que controla 
dichos gradientes. El término capacitancia designa la 
cantidad de carga que se ha de acumular a ambos lados 
de la membrana plasmática para producir un potencial 
de membrana. 
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Una señal eléctrica puede causar en la membrana 
plasmática una despolarización (se reduce la diferencia 
de potencial) o bien una hiperpolarización (aumenta di- 
cha diferencia). La despolarización momentánea de la 
membrana más allá de un cierto valor umbral produce 
el fenómeno conocido como potencial de acción. Esta 
despolarización causa la apertura de los canales de Na’, 
regulada por voltaje, permitiendo la entrada de Na‘ a fa- 
vor del gradiente electroquímico. Esta entrada ocasiona 
una despolarización aún mayor, provocando la apertura 
masiva de canales de Na* y produciendo una inversión 
de las cargas en ambas caras de la membrana plasmáti- 
ca; de este modo, la diferencia de potencial entre am- 
bas caras pasa de -70 mV a +50 mV. 

En este momento se inicia el retorno a la normalidad 
(repolarización) debido a dos factores: a) los canales de 
Nat se inactivan (se cierran espontáneamente y dejan de 
actuar); y b) se abren los canales de K* regulados por vol- 


taje, los cuales producen la salida de K* de la célula para 
contrarrestar el Na+ acumulado, hasta que la membrana 
recupera el potencial de equilibro original (-70 mV). En- 
tonces se cierran los canales de K+ y los canales de Na+ 
dejan de estar inactivados para quedar simplemente ce- 
rrados. La diferencia entre estar inactivados y estar cerra- 
dos es que el canal inactivado no puede abrirse hasta 
que no se ha restablecido la diferencia de potencial nor- 
mal de la membrana en el estado de reposo, es decir, 
hasta que no se ha completado la reporalización. Todo el 
proceso dura un milisegundo y la membrana queda pre- 
parada para un nuevo potencial de acción (Fig. 16.10). 

La despolarización se origina en un extremo del axón 
y se propaga a lo largo de él. Esto se debe a la entrada 
de ¡ones Nat que fluyen despolarizando las regiones ve- 
cinas y, cuando éstas alcanzan el nivel umbral, propagan 
el potencial de acción. La entrada de ¡ones Nat en estas 
regiones despolarizadas provoca, a su vez, la despolari- 
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Figura 16.10. Esquema del mecanismo del potencial de acción. 
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zación de las regiones vecinas, y así se va propagando el 
potencial de acción a lo largo del axón. Gracias a la inac- 
tivación de los canales de Na* la onda de propagación 
del potencial de acción sólo se propaga en una direc- 
ción. La velocidad de propagación varía entre 1 y 100 m/s, 
dependiendo de las características del axón. Para una 
determinada longitud de axón, cuanto mayor sea el diá- 
metro de éste menor será la resistencia interna (que dis- 
minuye más rápidamente que el aumento de capacitan- 
cia de membrana) y, por tanto, mayor será la velocidad 
de propagación del potencial de acción. 

La mielina, que constituye una capa aislante alrededor 
del axón, reduce drásticamente la capacitancia efectiva 
de la membrana axónica y, además, evita que se escape 
la corriente a través de ésta. En los axones mielínicos, ca- 
si todos los canales de Nat se encuentran en los nódulos 
desprovistos de mielina, donde hay una densidad de va- 
rios miles de canales por um, y la conducción es saltato- 
ria. De ese modo, la velocidad de conducción en una fi- 
bra mielínica es muy superior a la de una fibra amielínica 
del mismo calibre. 


NEURODEPENDENCIA 


La función trófica o trofismo de la neurona se refiere al 
hecho de que el desarrollo y mantenimiento de ciertos 
órganos y tejidos depende de la inervación. Estas es- 
tructuras que dependen del crecimiento y estímulo del 
nervio se denominan neurodependientes. Esta propie- 
dad se manifiesta en diversas estructuras durante el pe- 
ríodo embrionario. Cuando aún no se han formado los 
miembros del cuerpo, en aquellos lugares en que el ex- 
tremo de fibras nerviosas toca la superficie corporal, se 
produce el desarrollo de ésta. Es decir, para que se for- 
men los miembros del cuerpo tiene que haber nervios 
en su interior. Lo mismo ocurre en el desarrollo de los 
músculos y huesos. Si se corta el nervio de un miembro 
en evolución, se detiene el crecimiento; si se reinerva 
dicho miembro, se desarrolla normalmente. En algunos 
invertebrados es posible que tras extirpar un miembro 
éste se regenere, pero este hecho no ocurre si falta la 
inervación. 

Después del nacimiento, gran parte de estas estruc- 
turas dejan de ser neurodependientes. No obstante, al- 
gunas continúan siéndolo, como el músculo estriado 
esquelético y algunos receptores sensoriales como los 
del oído interno y los botones gustativos. Si se secciona 
el nervio motor de un músculo estriado se produce atro- 
fia muscular. Lo mismo ocurre en el curso de determina- 
das enfermedades como la poliomielitis. Esto revela 
que el metabolismo del músculo está condicionado por 
las neuronas motoras. 

Tras la sección nerviosa, se producen en el músculo 
una serie de potenciales denominados de fibrilación (tem- 
blor muscular). A los tres días el músculo inicia una de- 
generación caracterizada por: a) la aparición de hipersen- 
sibilidad a la acetilcolina (la contracción es más intensa y 
prolongada); b) la disminución del metabolismo respira- 
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torio del músculo aunque el aporte de oxígeno sea nor- 
mal, lo que indica alteraciones mitocondriales; y c) la dis- 
minución progresiva de los miofilamentos. Finalmente, 
la célula muscular se asemeja a una célula indiferenciada 
del tejido conjuntivo. 

Si se reinerva el músculo antes de que disminuya el 
material contráctil, la recuperación es total. Si la reiner- 
vación es posterior, la célula muscular queda atrófica. Si 
se reinerva el músculo, pero con un nervio sensitivo en 
vez de motor, no se produce recuperación del músculo y 
éste se atrofia, aunque más lentamente. Si se reinerva el 
músculo con nervios del sistema nervioso autónomo 
(simpático o parasimpático), se retrasan los primeros sig- 
nos de degeneración (fibrilación e hipersensibilidad), pero 
finalmente el músculo se atrofia. 

En experimentos con receptores sensoriales, como 
los botones gustativos, se ha demostrado que la sección 
del nervio sensitivo comporta la desdiferenciación de 
las células gustativas, que adquieren aspecto de célu- 
las epiteliales. Si se reinerva el botón con el nervio co- 
rrespondiente, se obtiene la regeneración incluso aun- 
que hayan desaparecido las células sensitivas, pues el 
nervio induce la diferenciación de otras nuevas. Si el 
botón gustativo se reinerva con un nervio motor en vez 
de sensitivo, no hay rediferenciación; por tanto, es tam- 
bién una inervación específica. Si se reinervan dos bo- 
tones gustativos con nervios sensitivos pero cruzando 
los nervios (el que inervaba el botón 1 pasa a inervar el 
2 y viceversa), se produce también la regeneración, lo 
que indica que la especificidad no es para cada tipo de 
nervio sensitivo y ocurre con tal de que haya un nervio 
sensitivo, sin que importe cuál. Resultados similares se 
han obtenido con las células sensoriales del oído. 


FACTORES RESPONSABLES DEL TROFISMO 


En el trofismo intervienen los neurotransmisores, pues 
si se interrumpe la salida de acetilcolina en las placas 
motoras, se produce fibrilación e hipersensibilidad en el 
músculo. Si se bloquea el transporte axónico se inte- 
rrumpe el potencial sináptico junto con la salida de ace- 
tilcolina y se producen fenómenos degenerativos. Este 
proceso es reversible. 

Además del neurotransmisor, existen otros factores 
que intervienen en el trofismo. Si se mantiene la salida 
de acetilcolina pero se interrumpe el transporte axóni- 
co, también hay fibrilación. Esto indica que se está im- 
pidiendo la llegada a las terminaciones axónicas de al- 
guna proteína que es transportada por el axón y que 
interviene en el trofismo. 

Desde hace muchos años se ha sospechado la exis- 
tencia de factores tróficos para el crecimiento de las 
propias neuronas. Cajal intuyó genialmente su existen- 
cia al apuntar la posibilidad de los quimiotactismos. Es- 
tudiando células nerviosas aisladas en cultivo de em- 
briones de mamíferos se observó que, al añadirles un 
extracto completo de embrión, crecían rápidamente y 
se arborizaban. El factor neurotrófico mejor conocido es 
el factor de crecimiento nervioso (NGF), descubierto en 
la glándula parótida. Este factor pertenece a la familia 
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de las neurotrofinas y promueve la supervivencia y el 
crecimiento de axones y dendritas de neuronas senso- 
riales específicas, de neuronas derivadas de las crestas 
neurales y de neuronas del sistema nervioso simpático. 
Lo producen los tejidos que inervan esas neuronas y si- 
gue actuando en el adulto asegurando, por ejemplo, que 
la piel recupere su inervación cuando se regenera des- 
pués de haber sufrido algún daño. 

La propia neurona debe establecer contacto con otras 
neuronas para su propio desarrollo. Si se aíslan las neu- 
ronas de un ganglio simpático, estas neuronas al que- 
dar desnervadas, se hacen hipersensibles a la acetilcoli- 
na y a cualquier otro neurotransmisor, aunque no sea el 
suyo propio, disminuyen la cantidad de su RNA y pier- 
den su capacidad trófica. Cuando esto ocurre se produ- 
cen alteraciones en todos los niveles de interacción 
neuronal, que pueden abarcar incluso desde la propia 
corteza cerebral hasta las células musculares. 


NEURONAS SECRETORAS 
DE HORMONAS 


Las neuronas secretoras de hormonas, a diferencia de 
las neuronas típicas, vierten su secreción no a otra neu- 
rona o célula sino a la sangre. En muchos invertebrados 
son las únicas células endocrinas (Fig. 16.11); en los 
vertebrados, aunque existen, están en gran parte susti- 
tuidas por las glándulas endocrinas. Speidel (1919) fue 
el primero que describió neuronas secretoras (en la mé- 
dula espinal de los vertebrados). Schawer (1928) descu- 
brió la neurosecreción en el núcleo preóptico de un te- 
leósteo; y, a partir de este descubrimiento, describió 
neuronas con carácter glandular en numerosos anima- 
les. Bargmann definió el sistema neurosecretor hipota- 
lámico-hipofisario de los vertebrados y, junto con sus 
colaboradores, estudió con gran precisión las neuronas 
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Figura 16.11. Nervio en la capa muscular (estrella) del intestino del molusco gasterópodo Helix aspersa. Nótese la presencia 
de gránulos densos (asteriscos) en la prolongación axónica (figura A) y en el pericarion (figura B) de las neuronas y de gránu- 
los más gruesos en las células gliales (flechas). A X18 000. B X14 400. (Las figuras son cortesía de Y. Alba. Departamento de 


Histología. Universidad de Navarra.) 
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secretoras de este sistema utilizando la tinción de Go- na (PRL); y GnRH, también llamado LHRH, que 
mori, específica para teñir el material neurosecretor. libera las dos gonadotropinas: la hormona es- 
En los vertebrados las principales neuronas secreto- timulante de los folículos (FSH) y la luteinizan- 
ras están en el hipotálamo y segregan a la sangre dos te (LH) (Fig. 16.12). 
tipos de hormonas: — Factores de inhibición: GHIH, también llamado 
1. Los factores de liberación (o de inhibición) de las somatomedina, que inhibe la liberación de la hor- 
hormonas hipofisarias. Son segregados en la emi- mona del crecimiento (GH); y PIH, que inhibe 
nencia media por neuronas secretoras pequeñas la liberación de la PRL. 
que forman en conjunto el llamado sistema par- 2. Las hormonas vasopresina y oxitocina. Estas hor- 
vocelular hipotalámico, y comprenden: monas son segregadas en la neurohipófisis por 
— Factores de liberación: TRH, que libera la hor- neuronas de mayor tamaño que dan lugar al llama- 
mona tirotropina (TSH); CRH, que libera la cor- do sistema magnocelular, localizado en los núcleos 
ticotropina (ACTH); PRH, que libera la prolacti- supraóptico y paraventricular del hipotálamo. 


Captación de los niveles de 
hormonas suprarrenales 

y de ACTH a 
Liquido 
cefalorraquideo 


Ill Ventriculo 


Gránulos de secreción 
de CRH 


Captación de los niveles 
de hormonas suprarrenales 
y de ACTH 


Capilar sanguíneo del hipotálamo 


Cuerpos de 
Herring 


Hipotálamo 
Neurona secretora de CRF 


CRH 
pom ON 
Célula secretora de ACTH 


Figura 16.12. Esquema de una 
neurona neurosecretora de ACTH ACTH 

del hipotálamo y de los mecanis- Glándula suprarrenal 
mos de regulación de la secre- Células secretoras de hormonas suprarrenales 
ción ejemplificados para las hor- y 

monas suprarrenales. Hormonas suprarrenales 


Capilar sanguíneo de 
la eminencia media 
de la hipófisis 
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En el pericarion de las neuronas secretoras destacan 
el retículo endoplasmático rugoso, el complejo de Golgi 
y los gránulos de secreción. En el axón hay algunos grá- 
nulos de neurosecreción que se aprecian como vesícu- 
las de mayor tamaño que las sinápticas y con contenido 
denso. También se observan los denominados cuerpos 
de Herring, que son acumulaciones de neurosecreción, 
mitocondrias y lisosomas. La terminación libre forma 
un ensanchamiento lleno de gránulos que se vierten por 
exocitosis a capilares sanguíneos fenestrados. 

La liberación de la secreción se produce por determi- 
nados estímulos, tales como: propiedades osmóticas del 
plasma y líquido cefalorraquídeo (hay osmorreceptores 
en el tercer ventrículo y capilares del hipotálamo); emo- 
ciones, que entre otros efectos producen la liberación 
instantánea de vasopresina; la succión mamaria, que 
causa la liberación de la oxitocina; anestésicos, sobre 
todo el éter; y estímulos eléctricos. El alcohol suele ac- 
tuar como inhibidor de los estímulos. 

La neurosecreción está controlada por tres mecanis- 
mos de autorregulación que actúan a larga, corta o muy 
corta distancia. Veamos cómo se desarrollan estos tres 
mecanismos con un ejemplo. Las neuronas del hipotála- 
mo que liberan CRH vierten este factor a la sangre del 
sistema portal de la eminencia media. Desde ahí el factor 
es transportado a los sinusoides sanguíneos de la adeno- 
hipófisis; allí es captado por las células que producen 
ACTH, las cuales, al ser estimuladas por CRH, segregan 
ACTH a la sangre. A través de ésta, la ACTH alcanza la 
glándula suprarrenal, donde estimula la secreción de mi- 
neralocorticoides y glucocorticoides. Los mecanismos de 
regulación que controlan la producción de CRH serían 
los siguientes: 


1. A larga distancia: la captación del nivel de minera- 
locorticoides y de glucocorticoides en la sangre y 
el líquido cefalorraquídeo. Si este nivel es bajo, la 
neurona hipotalámica utiliza esta información pa- 
ra que se incremente la secreción de CRH. Si el ni- 
vel es alto, la neurona disminuye o interrumpe la 
secreción. 

2. El mecanismo de regulación corto vendría dado 
por la captación, por parte de las neuronas hipota- 
lámicas, de la cantidad de ACTH que se produce 
en la hipófisis. 

3. El mecanismo muy corto tendría lugar en la mis- 
ma neurona secretora. Cuando sobra secreción, 
ésta se acumula en los cuerpos de Herring, que 
no son reservas de secreción sino citolisosomas 
constituidos para degradar el exceso de neurose- 
creción. Los restos de los gránulos degradados 
pasan a la sangre, el hipotálamo o al líquido cefa- 
lorraquídeo. 


Existen numerosas diferencias morfológicas e histo- 
fisiológicas entre las neuronas. Esto ha dado lugar a 
numerosas clasificaciones basadas en diferentes cri- 
terios. 


CLASIFICACIONES MORFOLÓGICAS 


Según el número de las prolongaciones 


1, 


Neuronas monopolares. Tienen una sola prolon- 
gación. Son típicas de los ganglios de los inverte- 
brados. En los mamíferos existen en pocos luga- 
res; uno de ellos es la retina. 

Neuronas seudomonopolares. Son aquellas que, 
siendo bipolares sufren un proceso en el que en un 
principio, ambas prolongaciones se separan gra- 
dualmente del pericarion mediante un adelgaza- 
miento progresivo de éste. El resultado es una célu- 
la nerviosa que no tiene más que una prolongación 
bifurcada en forma de letra T o Y. Se encuentran en 
los ganglios encefálicos y raquídeos (Fig. 16.13.A). 


. Neuronas bipolares. Presentan un axón y una sola 


dendrita. Se encuentran en la retina, la mucosa 
olfatoria y los ganglios del nervio estatoacústico 
(Fig. 16.13.B). 


. Neuronas multipolares. Poseen un axón y muchas 


dendritas (Fig. 16.13.C). Son las más frecuentes. Se 
clasifican por su forma y tamaño. 


Según la forma y tamaño 


1, 


2: 


Poliédricas, como las motoneuronas del asta an- 
terior de la médula (Fig. 16.13.C). 

Fusiformes, como las células de doble ramillete 
de la corteza cerebral (Fig. 16.13.D). 


. Estrelladas, como las neuronas estrelladas y arac- 


niformes de la corteza cerebral (Fig.16.13.E) y las 
estrelladas, los granos (Fig. 16.13.F) y las células 
en cesta (Fig. 16.13.G) del cerebelo. 


. Esféricas, en los ganglios raquideos, simpaticos y 


parasimpaticos (Fig. 16.13.H). 


. Piramidales pequeñas, medianas, grandes y gigan- 


tes, presentes en la corteza cerebral (Fig. 16.13.1). 


Según la longitud del axón 


1. 


2. 


3. 


Axon muy largo o Golgi de tipo I. El axón mide va- 
rios decímetros y finaliza lejos del cuerpo celular 
(Fig. 16.14.A). 

Axon corto o Golgi de tipo Il. El axón se ramifica 
muy cerca del cuerpo neuronal (Fig. 16.14.B). 

Sin axón definido, como las células amacrinas de 
la retina (Fig. 16.14.C). 


Según la organización espacial de las dendritas 


1, 


Neuronas isodendríticas. Presentan dendritas rec- 
tilíneas dispuestas en todas las direcciones o en 
un determinado plano, ramificándose de modo que 
las ramas hijas son más largas que las madres 
(Fig. 16.13.C). 


. Neuronas idiodendríticas. Muestran una organiza- 


ción específica de las dendritas que caracteriza el 
tipo de neurona, como las células de Purkinje del 
cerebelo y las células mitrales del bulbo olfatorio 
(Fig. 16.14.D). 
Neuronas alodendríticas. Se encuentran entre am- 
bos extremos. 
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Figura 16.13. Diversos tipos de neuronas de acuerdo con su morfología en impregnaciones argénticas. A: Neurona seudomo- 
nopolar de ganglio raquídeo. B: Neurona bipolar de la retina. C: neurona multipolar del asta anterior de la médula espinal. 
D: Célula de doble ramillete de la corteza cerebral. E: Célula estrellada de la corteza cerebral. F: Granos de la corteza cerebelosa. 
G: Célula en cesta de la corteza cerebelosa cuyo axón emite arborizaciones que rodean en cesta a los cuerpos celulares de las 
neuronas de Purkinje. H: Célula esférica de ganglio simpático. I: Célula piramidal de la corteza cerebral. 
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Figura 16.14. Diversos tipos de neuronas de acuerdo con su morfología en impregnaciones argénticas. A: Neurona Golgi de 
tipo I de ganglio simpático. B: Neurona Golgi de tipo II de la corteza cerebelosa. C: Neurona sin axón definido: célula amacrina 
de la retina. D: Célula de Purkinje de la corteza cerebelosa. ) 
o 


CLASIFICACIONES FISIOLÓGICAS 
Según el mediador químico 


1. Neuronas colinérgicas. Liberan acetilcolina en las 
sinapsis. 

2. Neuronas noradrenérgicas. Liberan noradrenalina. 

3. Neuronas dopaminérgicas. Liberan dopamina. 

4. Neuronas serotoninérgicas. Liberan serotonina. 


5. Neuronas GABAérgicas. Liberan ácido y-aminobu- 
tírico (GABA). 


Según la función de la neurona 
1. Neuronas motoras. Inervan el músculo estriado. 


2. Neuronas simpáticas. Se encuentran en los gan- 
glios simpáticos. 


3. Neuronas parasimpáticas. Se encuentran en los 
ganglios parasimpáticos. 

4. Neuronas sensitivas. Se localizan en los ganglios 
raquídeos; desde allí emiten una prolongación 
que capta estímulos periféricos. 
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5. Neuronas de asociación. Unen unas neuronas con otras. 

6. Neuronas neurosecretoras. Liberan hormonas a la 
sangre. 

7. Células neurosensoriales. Son neuronas modifi- 
cadas semejantes a células epiteliales. 


NEUROGLÍA 


La neuroglía o glía está constituida por las células que 
acompañan a las neuronas en el sistema nervioso cen- 
tral y en el sistema nervioso periférico. El estudio de la 
glía con microscopio óptico y tinciones ordinarias no per- 
mite apreciar grandes detalles. Junto a los núcleos de las 
neuronas aparecen otros más pequeños que correspon- 
den a los de las células gliales. Gracias al uso de impreg- 
naciones argénticas y áuricas, como las desarrolladas 
por Golgi y, sobre todo, por Cajal y sus discípulos, se han 
podido conocer bien las características morfológicas de 
estas células y sus relaciones con las neuronas. 


La clasificación más habitual de las células gliales es la 
siguiente: 


1. Glía del sistema nervioso central: 


— Neuroglía en sentido estricto o macroglía. Es de 
origen ectodérmico y comprende dos tipos: 


a) Astrocitos. 
b) Oligodendrocitos. 


— Microglía. Su origen es mesodérmico. 
— Glía ependimaria o ependimocitos. 


2. Glía periférica: 


— Células de Schwann. Se encuentran en las fi- 
bras nerviosas periféricas. 

— Glía ganglionar. Se localizan en los ganglios 
raquídeos y simpáticos. 

— Teloglía. Se encuentran en los órganos senso- 
riales. 


CARACTERÍSTICAS MORFOLÓGICAS 


El término astrocito hace referencia al aspecto estrella- 
do de estas células, que poseen numerosas prolonga- 
ciones citoplásmicas. En algunas regiones, como el 
cuerpo calloso de la rata, constituyen alrededor del 25% 
de las células gliales. 


Con las tinciones ordinarias, los astrocitos sólo se 
distinguen porque sus núcleos son redondeados, a veces 
ligeramente escotados y de mayor tamaño y más pálidos 
que los de los otros tipos de células gliales (Fig. 16.6.A). 
Los astrocitos se pueden identificar con seguridad y es 
posible estudiar su distribución con la técnica específi- 
ca del sublimado-cloruro de oro de Cajal (Fig. 16.15.A) o 
con inmunohitoquímica utilizando anticuerpos frente a 
la proteína ácida fibrilar glial (Fig. 16.15.B). 

Con el microscopio electrónico el núcleo aparece li- 
geramente indentado y predominantemente eucromáti- 
co, con tan sólo escasos y pequeños grumos de hetero- 
cromatina (Figs. 16.16 y 16.17). El citoplasma contiene 
escaso retículo endoplasmático rugoso, un complejo 
de Golgi bien patente, mitocondrias (mayores que las 
de neuronas y oligodendrocitos, pero más escasas), li- 
sosomas (denominados gliosomas en la bibliografía 
clásica) y numerosos gliofilamentos. Suelen contener 
abundante glucógeno y algunos microtúbulos. Los as- 
trocitos establecen contacto unos con otros mediante 
uniones de tipo hendidura entre sus prolongaciones 
citoplásmicas. Un tipo de prolongación especial con 
estas uniones son las expansiones laminares llamadas 
laminillas astrocitarias. Los astrocitos se clasifican en 
dos tipos principales: 


1. Protoplásmicos. Tienen múltiples prolongaciones 
muy ramificadas ya desde el cuerpo celular, y me- 
nos gliofilamentos y más lisosomas que la otra 
variedad de astrocitos. Se encuentran en la sus- 
tancia gris (Figs. 16.15.A y 16.17.A). 

2. Fibrosos. Tienen prolongaciones largas, rectas y 
poco ramificadas. Son los que poseen mayor can- 
tidad de gliofilamentos. Están presentes en la sus- 
tancia blanca (Figs. 16.15.B y 16.17.B). 


En los límites entre la sustancia gris y la blanca exis- 
te un tipo intermedio de astrocitos: los astrocitos plas- 
matofibrosos. En regiones específicas existen algunos 
astrocitos especiales, como los siguientes: 


1. Células epiteliales de Golgi con expansiones lla- 
madas fibras de Bergmann y células de Fañanás. 
Están situadas en el cerebelo. 

2. Pituicitos. Se encuentran en la neurohipófisis. 

. Células intersticiales. En la glándula pineal. 

. Células de Múller. Se encuentran en la retina. 
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de Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá.) 


Figura 16.15. A: Astrocitos protoplásmicos de la corteza cerebral humana puestos de manifiesto con la técnica del sublima- 
do-cloruro de oro de Cajal. Algunos astrocitos emiten proyecciones citoplásmicas, denominadas pies vasculares, hacia un capi- 
lar sanguíneo (C). X700. B: Astrocitos fibrosos de la sustancia blanca del cerebelo inmunoteñidos con anticuerpos frente a la 
proteína ácida fibrilar glial, que pone de manifiesto los gliofilamentos. X100. (Cortesía de I. Suárez y G. Bodega. Departamento 


FUNCIONES 


Los astrocitos resuelven el problema del sostén del siste- 
ma nervioso central, que es el más blando de todos los 
órganos y carece de estroma conjuntivo, excepto la esca- 
sa cantidad que rodea los vasos sanguíneos mayores. 
Los capilares, que abundan en el sistema nervioso 
central, carecen de tejido conjuntivo asociado y tan sólo 
poseen lámina basal. Ésta queda rodeada, a tan sólo una 
distancia de 20 nm, por las prolongaciones de los astro- 
citos, que forman unas dilataciones denominadas pies 
vasculares, con forma de ventosa o embudo aplicado a 
la pared vascular (Figs. 16.15.A). La trama perivascular 
constituida por el conjunto de pies vasculares forma la 


membrana limitante glial que contribuye a la formación 
de la barrera hematoencefálica (Figs. 16.18 y 16.19.A y 
16.19.B). Esta barrera constituye un límite mucho más fi- 
no para los intercambios entre la sangre y el sistema ner- 
vioso central que el que se establece en otros tejidos de 
los organismos; así, por ejemplo, evita la difusión de 
neurotransmisores a la sangre. En sentido amplio la ba- 
rrera hematoencefálica comprende tres barreras sucesi- 
vas: 1) el endotelio del capilar sanguíneo, 2) la lámina ba- 
sal de este endotelio, y 3) la membrana limitante glial. 
En los vertebrados (a excepción de los elasmobran- 
quios), el punto crucial de la barrera hematoencefálica 
está en el endotelio vascular, entre cuyas células exis- 
ten uniones del tipo zonula occludens, que sellan por 
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có. 


Figura 16.16. Astrocito fibroso de la médula espinal humana. Las flechas señalan las prolongaciones citoplásmicas con glio- 


filamentos. X4000. 


completo los espacios intercelulares entre las células 
endoteliales evitando el paso de sustancias. Existen in- 
dicios de que la formación de estas uniones íntimas 
(que no aparecen en los capilares sanguíneos de otros 
tejidos) es inducida por los astrocitos. 

En muchos invertebrados, la barrera entre la hemo- 
linfa y el sistema nervioso la configuran también el en- 
dotelio con su lámina basal (en algunos invertebrados 
faltan las células endoteliales en muchas zonas, aunque 
suele estar presente la lámina basal) y la membrana li- 
mitante glial, pero no hay uniones íntimas entre las cé- 
lulas endoteliales, lo que hace menos estricta la función 
de barrera. No obstante, en los insectos y en algunos 
arácnidos, hay una verdadera barrera con uniones inti- 
mas que impiden el paso de sustancias, pero estas 
uniones no se establecen entre las células endoteliales 
(que no están presentes) sino entre las prolongaciones 
de las células gliales. Algo similar ocurre en moluscos 
cefalópodos y en elasmobranquios, en los cuales, aun- 
que ya hay endotelio, la barrera en sentido estricto, con 
uniones íntimas, se establece también en la membrana 
limitante glial. Sólo en los vertebrados no elasmobran- 
quios las uniones íntimas pasan al endotelio. 


Se ha sugerido que los pies vasculares también desem- 
peñan otras funciones, entre ellas la de regulación del flujo 
sanguíneo. 

De modo similar a lo que ocurre con los vasos san- 
guíneos, las prolongaciones astrocitarias se dirigen 
también hacia la periferia del sistema nervioso central, 
formando su límite con la lámina basal de la piamadre y 
constituyendo la barrera líquido cefalorraquídeo-siste- 
ma nervioso central (Figs. 16.18 y 16.19.C). 

Además, las prolongaciones de los astrocitos, dirigi- 
das hacia la periferia o hacia los vasos sanguíneos, for- 
man una red mediante la cual los astrocitos sostienen a 
las neuronas y mantienen con ellas relaciones tróficas. 
Esto ocurre tanto con los cuerpos neuronales como con 
las prolongaciones de éstos, sobre todo en las sinapsis, 
a las que los astrocitos envuelven con sus prolongacio- 
nes, impidiendo la difusión de los neurotransmisores e 
interviniendo en lo que se podría denominar especifici- 
dad sináptica (Figs. 16.17.C y 16.18). Existen indicios de 
que los astrocitos recogen sustancias de desecho del 
metabolismo neuronal y las vierten a la sangre median- 
te los pies vasculares, interviniendo así en la regulación 
de la actividad neuronal y su metabolismo. Las neuro- 
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Figura 16.17. A: Astrocito protoplásmico. B: Astrocito fibroso. C: Astrocito protoplásmico y su relación con axones mielinicos 
y amielínicos y sinapsis. ) 


nas liberan K* como resultado de su actividad. Las pro- 
longaciones de los astrocitos que rodean las neuronas 
poseen un número muy elevado de canales para el K*, 
con los que proporcionan una posible ruta para el bom- 
beo de K* desde el medio extracelular que rodea a las 
neuronas y mantenienen un ambiente estable para 
ellas. 

Los astrocitos también intervienen en la reparación 
del tejido nervioso mediante la proliferación astrocita- 
ría. Utilizando timidina tritiada se ha visto que los astro- 


citos (probablemente sus células madre) pueden divi- 
dirse y que su número aumenta en lesiones del sistema 
nervioso central. 

Los astrocitos parecen capaces de desarrollar fago- 
citosis. No obstante, ésta sería una función más especí- 
fica de la microglía. De cualquier modo, algunos exper- 
tos en el estudio de la glía astrocitaria han introducido 
el concepto de glía multipotencial, es decir, aquellas cé- 
lulas capaces de cumplir diferentes funciones depen- 
diendo de las circunstancias y necesidades neuronales. 
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Figura 16.18. Esquema de astrocitos protoplásmicos y su relación con las membranas meníngeas y los capilares sanguíneos. 


CARACTERÍSTICAS MORFOLÓGICAS 


El término oligodendrocito significa glía con escasas 
prolongaciones. En comparación con los astrocitos, la 
oligodendroglía constituye aproximadamente el 75% de 
las células gliales del cuerpo calloso de la rata. 

Los oligodendrocitos presentan núcleos redondeados 
como los de los astrocitos, pero más pequeños y oscuros. 
Se identifican con seguridad utilizando diversas impreg- 
naciones argénticas. Entre estas técnicas, son clásicas la 
del carbonato de plata de Del Río-Hortega, y el método de 


Golgi modificado por Del Río-Hortega mediante fijación 
en bicromato potásico e impregnación con nitrato de pla- 
ta (Fig. 16.20.A). Aunque con estas técnicas se distinguen 
varios tipos de oligodendrocitos, en todos ellos el núcleo 
es redondeado, y el citoplasma cuadrangular con contor- 
nos angulosos. Las prolongaciones son cortas y finas, ra- 
mificadas en ángulo casi recto (Fig. 16.20.B). 

Con el microscopio electrónico se observa, en compa- 
ración con los astrocitos, un núcleo también esférico pe- 
ro con mayor cantidad de cromatina densa. El citoplas- 
ma presenta más retículo endoplasmático rugoso y un 
complejo de Golgi más desarrollado (Figs. 16.20.C y 
16.21). También poseen un hialoplasma más denso y con 


HISTOLOGÍA ANIMAL 


Figura 16.19. A: Astrocito (asterisco) que emite un pie vascular con haces de gliofilamentos (flecha) hasta un capilar sanguí- 
neo (estrella) entre células de Purkinje (P) en el cerebelo de rata. X2500. B: Detalle de la barrera hematoencefálica en el cere- 
belo de rata que muestra la terminación de una prolongación astrocitaria en un capilar sanguíneo (C). P: pericito. Flecha: glio- 
filamentos. X6500. C: Detalle de la barrera líquido cefalorraquídeo-sistema nervioso central que muestra una prolongación de 
un astrocito (asterisco) hasta la piamadre para formar la cubierta que protege externamente al sistema nervioso central en el ce- 
rebelo de rata. En la zona marcada con una estrella se observan sinapsis entre prolongaciones de las células nerviosas. X12 000. 
(Cortesía de M.C. Gianonatti. Departamento de Ciencias Morfológicas. Universidad de Alcalá.) 


escaso glucógeno. Los filamentos son menos abundan- 
tes y no son gliofilamentos, sino otros tipos de filamen- 
tos intermedios, principalmente de vimentina. 

Se han establecido diversas clasificaciones de los oli- 
godendrocitos, aunque de escaso significado funcional. 
Una de ellas distribuye ese 75% de los oligodendrocitos 
del cuerpo calloso entre oscuros (45%), intermedios (25%) 
y claros (5%), según el aspecto del núcleo, cuyo tamaño 
iría en aumento de los oscuros a los claros. No existe 
acuerdo respecto a las características del citoplasma: pa- 
rece que los oscuros tendrían un máximo de ribosomas 


y un mínimo de retículo endoplasmático rugoso, y los 
claros lo contrario. Es posible que los claros sean precur- 
sores de los otros tipos o una fase inmadura de oligo- 
dendrocitos que, al evolucionar, se hacen oscuros. 

Otros autores clasifican los oligodendrocitos, según 
su situación en: 


1. Satélites perineuronales. Rodean el cuerpo celular 
de las neuronas en la sustancia gris. 

2. Interfasciculares. Rodean los axones en la sustan- 
cia blanca, formando las fibras mielínicas. 
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Figura 16.20. A: Oligodendro- 
citos observados en microscopía 
óptica con la técnica del carbo- Nódulo de 
nato de plata. B: Esquema de oli- Ranvier 
godendrocitos como los de la fo- 

tografía anterior. C: Esquema de Axón a 
un oligodendrocito que ha forma- mielinizado 
do la vaina de mielina de tres axo- 

nes visto con el microscopio elec- c 
trónico. 


Otra clasificación más compleja distingue los oligon- 
drocitos en: 


longaciones que forman anchas envolturas recu- 
briendo gruesos axones. Las envolturas son reticu- 
lares con refuerzos anulares, laminares, espirales o 


1. Tipo I (Robertson). Son los más pequeños (de 15 a cilíndricos. Se encuentran en los pedúnculos cere- 


20 um), de soma redondeado o poliédrico, con fi- 
nas y numerosas expansiones en el sentido de 
dos polos o en pequeños grupos. Se encuentran 
en la sustancia gris y envían prolongaciones hacia 
fibras nerviosas de pequeño calibre formando en- 
volturas incipientes de tipo reticular o laminar. 

. Tipo Il (Cajal). El tamaño del cuerpo neuronal (20- 
40 um) duplica el de los anteriores, y su forma es 
poligonal o cuadrangular. Están en la sustancia 
blanca, donde envuelven fibras de grueso calibre 
sobre las que forman vainas espirales, reticulares 


brales y cerebelosos, en la protuberancia y en la 
médula espinal. 


. Tipo IV (schwannoide). El soma es alargado y mues- 


tra dos o tres prolongaciones muy alargadas. Se 
disponen a lo largo del redorrido de las fibras ner- 
viosas por la sustancia blanca, aplanándose sobre 
su superficie, formando láminas, retículos o fenes- 
traciones y proporcionando refuerzos superficiales 
anillados o tabiques profundos (infundíbulos) a las 
vainas mielínicas. 


O laminares, así como anillos o pequeños diafrag- Utilizando radioautografía se ha observado que en 
mas en las vainas mielínicas. los adultos la renovación de los oligodendrocitos es es- 
3. Tipo lll (Paladino). Son los de mayor tamaño (soma casa. Los más aptos para dividirse serían los mayores y 
superior a 40 um). Muestran sólo tres o cuatro pro- más claros (posiblemente células madre). De hecho, en 


X4000. 


ne 


Figura 16.21. Oligodendrocito de la médula espinal humana. RER: retículo endoplasmático rugoso. R: ribosomas libres. 


los procesos degenerativos una de las primeras reac- 
ciones tendentes a la regeneración es la proliferación 
de los oligodendrocitos en el sistema nervioso central y 
de las células de Schwann en el periférico. 


FUNCIONES 


La función más conocida de los oligodendrocitos es la 
formación de fibras nerviosas mielínicas, al rodear los 
axones y aislarlos (Fig. 16.20.C) Además, se supone 
que realizan funciones similares a las de los astrocitos, 
tales como soporte, trofismo y regulación del metabo- 
lismo neuronal. 


Existen ciertas diferencias entre los elementos químicos 
de las neuronas y los de las células gliales. Las células 
gliales tienen un mayor contenido de ATP y de la enzi- 


ma monoaminooxidasa. En cambio, su contenido de 
RNA es aproximadamente el 10% del contenido de las 
neuronas. Además, el RNA neuronal tiene valores ele- 
vados de guanina y bajos de citosina; justamente al 
contrario que en las células gliales. 

Las células gliales captan el K* que se acumula en el 
espacio extracelular como resultado de la actividad 
neuronal, y liberan GABA, que inhibe esta actividad. De 
este modo, las células gliales pueden actuar hasta cier- 
to punto como reguladores de dicha actividad. 

Por otra parte, existe una mutua dependencia fisioló- 
gica entre ambos tipos celulares. Al estimular la síntesis 
proteica en las neuronas, aumenta en éstas el contenido 
de RNA y proteínas, a expensas del RNA y de la síntesis 
proteica de la glía, en la cual se observa una disminución 
significativa. Este estímulo de la síntesis proteica neuro- 
nal durante períodos cortos va acompañado de un incre- 
mento de la actividad respiratoria en las neuronas, con 
aumento de las enzimas mitocondriales y disminución 
de la glucólisis anaeróbica. En la glía ocurre precisamen- 
te el proceso contrario. 

Cuando se lesionan las neuronas, las células gliales 
también se dañan y reaccionan aumentando su activi- 
dad metabólica y proliferando. 


Marcando determinadas sustancias, se ha visto que 
éstas pueden pasar desde los ventrículos hasta neuro- 
nas situadas en zonas profundas por medio de células 
gliales. 

Las neuronas en cultivo sin glía no llegan a sintetizar 
acetilcolina. 

La glía ayuda a crecer y a desarrollarse, trazando el 
camino a las neuronas en el sistema nervioso central. 
Cajal ya supuso que parte de los contactos sinápticos 
sobre el soma y prolongaciones neuronales podrían es- 
tar condicionados por la interposición de células gliales. 
Actualmente esta hipótesis ha vuelto a cobrar validez y 
la glía se considera un elemento imprescindible en es- 
tudios sobre la plasticidad neuronal. 


CARACTERÍSTICAS MORFOLÓGICAS 


El nombre de estas células hace referencia a su peque- 
ño tamaño. Constituyen un 5% de las células gliales del 
cuerpo calloso de la rata. Se encuentran en la vecindad 
de las neuronas y a lo largo de los capilares sanguí- 
neos. En estado normal, dan la impresión de ser ele- 
mentos fijos. 

Con las tinciones habituales se observan como nú- 
cleos muy pequeños, oscuros y alargados que aparecen 
dispersos por la sustancia gris y blanca, en pequeñas 
proporciones cuando las condiciones son normales. Si 
se tiñen específicamente con el carbonato de plata débil 
de Del Río-Hortega, se observan largas prolongaciones 
en los extremos. Estas prolongaciones les confieren 
una forma bipolar o de bastoncillo y originan más pro- 
longaciones aunque muy cortas (Fig. 16.22.A). 

Con el microscopio electrónico se aprecia que el nú- 
cleo es grande, lobulado y con abundantes masas de 
cromatina densa, preferentemente en la periferia. El ci- 
toplasma perinuclear es escaso y muestra bien desarro- 
llados los siguientes componentes: retículo endoplas- 
mático rugoso y liso, lisosomas y cuerpos residuales 
(Fig. 16.22.B). En las prolongaciones citoplásmicas hay 
mitocondrias, retículo endoplasmático rugoso y micro- 
túbulos. 


FUNCIÓN 


La función mejor conocida de la microglía es la fagoci- 
tosis. En el tejido conjuntivo de todo órgano existen cé- 
lulas móviles capaces de fagocitar los materiales extra- 
ños que aparezcan. En el sistema nervioso central este 
papel lo realiza la microglía. En circunstancias normales 
las células de microglía no poseen grandes lisosomas 
secundarios, pero en lesiones e infecciones, aumentan 
el número y tamaño de estas células, se hacen móviles 
y sus lisosomas se llenan de material fagocitado, for- 
mando los cuerpos residuales denominados cuerpos de 
Glúge (Fig. 16.22.B). 
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ORIGEN 


El origen de la microglía es mesodérmico y no ectodér- 
mico como el de las neuronas y la neuroglía. Según las 
diversas hipótesis, las células de la microglía procede- 
rían de: 


Las células de la piamadre. 
. La adventicia de los vasos sanguíneos de las me- 
ninges. 

3. Monocitos de la sangre que atraviesan por diapé- 
desis las células endoteliales y quedan incluidos 
durante cierto tiempo en la lámina basal capilar, 
como células pericitales. De hecho, estas células 
pericitales se tiñen con el carbonato de plata dé- 
bil, pero muestran escaso citoplasma y mínimas 
prolongaciones. En situaciones de urgencia sal- 
drían a través de la lámina basal penetrando en el 
tejido nervioso. 


N == 


Esta última hipótesis es actualmente la más plausible. 
En nuestra experiencia, a lo largo años de observación 
del sistema nervioso central con el microscopio electró- 
nico, no hemos hallado células caracterizadas como mi- 
croglía en el neuropilo. Sin embargo, son relativamente 
abundantes los pericitos, cargados en algunos casos de 
lisosomas secundarios y cuerpos residuales. 


CARACTERÍSTICAS MORFOLÓGICAS 


Por su origen ectodérmico y su situación en el sistema 
nervioso central, el epéndimo se puede clasificar junto 
con las células de la neuroglía. Forma un epitelio mono- 
estratificado que separa el sistema nervioso central del 
líquido cefalorraquídeo en los ventrículos laterales, el 
tercer ventrículo, el acueducto, el cuarto ventrículo, y el 
conducto del epéndimo que recorre la médula espinal 
(Fig. 16.23.A). Sus células, llamadas ependimocitos, son 
cúbicas o prismáticas. El núcleo es central, redondeado 
u ovoide. El citoplasma muestra los orgánulos habitua- 
les. El borde apical es ciliado en el embrión de los ma- 
miferos, pero en el adulto sólo quedan algunas células 
con cilios (Fig. 16.24.A). En los vertebrados inferiores, 
los ependimocitos presentan siempre una larga prolon- 
gación basal que penetra en el sistema nervioso central 
y que, en los mamíferos, sólo aparece en la histogéne- 
sis y en unas células ependimarias especiales llamadas 
tanicitos. 

En cordados inferiores como el anfioxus, las células 
ependimarias son el único tipo de células gliales. Estos 
ependimocitos son células ciliadas ostensibles que, des- 
de el pericarion, emiten finas prolongaciones ramifica- 
das hacia la periferia del tubo neural, donde terminan 
en pequeños pies. Tales prolongaciones forman una 
trama tosca en las que se insertan procesos neuronales. 
Se encuentran células parecidas en el sistema nervioso 
epitelial de los equinodermos y en el cordón neural de 
los enteropneustos. 
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Figura 16.22. A: Representación de una célula de microglía observada con el microscopio óptico. B: Microfotografía electró- 
nica de una célula pericital de un capilar sanguíneo (C) en el sistema nervioso central. El pericito aparece cargado de cuerpos 
residuales (L) que muestran diversas densidades electrónicas, y sugiere una célula de microglía. Las flechas apuntan a la lámi- 
na basal del capilar que rodea al pericito. RER: retículo endoplasmático rugoso. X10 000. 


FUNCIONES 


A lo largo de su desarrollo, las células ependimarias 
desempeñan diversas funciones y especializaciones. 
Al principio su función es proliferativa (ependimoblas- 
tos). Después es de soporte: cuando la pared del tubo 
neural aumenta de espesor, los ependimoblastos envi- 
an prolongaciones que alcanzan durante cierto tiempo 
la pared externa, formando la limitante externa que ro- 
dea el tubo neural. Más tarde van abandonando la mi- 
sión de soporte para actuar como células (ependimoci- 
tos) formadoras del revestimiento epitelial continuo 
llamado epéndimo. 

En los mamíferos, el estudio del epéndimo ha adqui- 
rido mayor interés al demostrarse variaciones citológi- 
cas regionales muy notables, así como la presencia de 
neuronas que contactan con el líquido cefalorraquídeo 
y de fibras nerviosas que recorren la superficie ependi- 
maria. Por otra parte, es necesario señalar que, en de- 
terminados lugares, existe una notable variación de la 
permeabilidad ependimaria; este hecho, junto con la 
presencia de hormonas en el líquido cefalorraquídeo, 
hace que tanto éste como el epéndimo sean contempla- 
dos hoy día con una perspectiva morfofuncional muy 
diferente de la que hasta hace algún tiempo se tenía, y 
que se reducía a un papel puramente mecánico y de 
protección física del sistema nervioso central. 

En ciertas zonas este epitelio forma penachos muy 
vascularizados que constituyen los plexos coroideos, a 
través de los cuales se produce el líquido cefalorraqui- 
deo que recorre los ventrículos, el conducto del epéndi- 
mo y las meninges (Fig.16.23.B). Las células de este epi- 
telio son cúbicas y poseen un discreto laberinto basal, 
con mitocondrias filamentosas y densas asociadas a los 
repliegues de la membrana plasmática. Su superficie 
apical posee microvellosidades irregulares entre las 
que hace prominencia un cilio. 


Las células de Schwann están presentes en las fibras 
del sistema nervioso periférico, donde sustituyen a los 
oligodendrocitos. Poseen una lámina basal rodeada por 
fibras reticulares. Su núcleo es oval y el citoplasma con- 
tiene los orgánulos habituales entre los que destacan 
abundantes ribosomas libres, microtúbulos y microfila- 
mentos. Hay también gliofilamentos (Fig. 16.25). Ro- 
deando el núcleo de las células de Schwann hay dos ti- 
pos de vesículas con características peculiares: 


1. Gránulos de Reich o cuerpos zx. Son ovoides, de 1 
a 2 um de diámetro. El contenido muestra una al- 
ternancia de bandas oscuras y claras con una pe- 
riodicidad de 4 nm y corresponde a sulfatos. Sólo 
aparecen en las fibras mielínicas. 

2. Gránulos de Erzholz. Son esféricos, de 0.5 a 2 um 
de diámetro. Tienen un contenido homogéneo que 
corresponde a un éster de colesterol insaturado. 
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Cuando las células de Schwann forman fibras ner- 
viosas mielínicas, cada una de ellas envuelve un solo 
axón. Cuando forman fibras amielínicas, cada célula de 
Schwann rodea a varios axones alojados en invagina- 
ciones de su citoplasma. 


Corresponde a las denominadas células satélites de los 
ganglios raquídeos y simpáticos (Figs. 16.23.C, 16.23.D 
y 16.24.B). Existen algunas diferencias entre las células 
satélites de uno y otro tipo de ganglios. 


1. Ganglios simpáticos. Presentan dos tipos de células 
gliales equivalentes a oligodendrocitos (Fig. 16.23.D): 


— Gliocitos perisomáticos. Forman una capa de 
células aplanadas cuyo citoplasma se adosa al 
pericarion y lo rodea. 

— Gliocitos peridendríticos y periaxónicos. Son 
células de soma redondeado y expansiones 
largas y acintadas, que rodean tanto a las den- 
dritas como a los axones. 


2. Ganglios raquídeos. Se distinguen dos tipos de 
células satélites (Fig. 16.24.B): 


1. Células capsulares o gliocitos perisomáticos. 
Rodean el pericarion neuronal formando varias 
capas de células gliales. Las células más exter- 
nas se entremezclan con la cápsula de tejido 
conjuntivo. Su contorno es poligonal y emiten 
expansiones citoplásmicas. Se han comparado 
con los astrocitos. La capa glial más interna está 
en contacto con la superficie neuronal, a la que 
recubre con expansiones laminares. Del lado 
opuesto a la neurona estos gliocitos quedan se- 
parados del tejido conjuntivo por una estructura 
equivalente a una lámina basal, consistente en 
un material de aspecto hialino, producto de la 
condensación de la sustancia fundamental, ro- 
deada por una fina red de fibras reticulares. Se 
han comparado con los oligodendrocitos. 

2. Células subcapsulares o periaxónicas. Rodean 
el axón, al cual envuelven con sus prolongacio- 
nes. Se consideran oligodendrocitos. Se conti- 
núan con las células de Schwann, una vez que 
el axón abandona el ganglio. 


Es la glía de los órganos sensoriales. Se puede considerar 
una variedad de oligodendroglía que adquiere una dife- 
renciación peculiar para un determinado órgano senso- 
rial. Quedarían incluidas aquí las células que acompañan 
a las terminaciones nerviosas en los corpúsculos senso- 
riales del tegumento, los elementos de sostén en los ór- 
ganos del olfato y del gusto, y las células del túnel de Cor- 
ti, de Deiters y de Claudio en el oído. 
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Figura 16.23. A: Conducto del epéndimo en la médula espinal fetal humana que muestra el revestimiento epitelial que cons- 
tituye el epéndimo (flecha). X550. B: Plexos coroideos en el III ventrículo del encéfalo humano. El epitelio (flecha) rodea un te- 
jido conjuntivo con abundantes capilares sanguíneos (estrella). X200. C: Vista a poco aumento de un ganglio simpático. X60. 
D: Detalle de un ganglio simpático que muestra los cuerpos neuronales (N) rodeados de células capsulares (flechas). X450. 
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Figura 16.24. A: Microfotografía electrónica de los ependimocitos. Las flechas señalan cilios. X4000. (Cortesía de I. Suárez y 
G. Bodega. Departamento de Biología Celular y Genética. Universidad de Alcalá.) B: Microfotografía electrónica de un ganglio 
raquídeo. Se observan parte de los cuerpos neuronales (N) rodeados por las células satélites capsulares (C), en las que se pue- 
de distinguir entre células externas (E) e internas (I). FA: fibra nerviosa amielínica. TC: tejido conjuntivo. Estrella: capilar san- 
guíneo. X2000. 
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FIBRAS NERVIOSAS 


nerviosas que son axones desnudos (como ocurre con 
las fibras amielínicas del sistema nervioso central) y, en 


Según la definición original de Remak (1838), una fibra algunos organismos simples como las medusas, todas 
nerviosa está constituida por una sucesión alineada de las fibras nerviosas carecen de revestimiento. 

células gliales cuyas proyecciones citoplásmicas envuel- Las fibras nerviosas más características y complejas 
ven uno o varios axones. En la bibliografía moderna, el son las de los vertebrados. Se clasifican en mielínicas y 
término fibra nerviosa se emplea como equivalente al de amielínicas, según que las células envolventes fabri- 
axón más su revestimiento glial: lo sustancial es el axón, quen o no una cubierta de mielina alrededor de los axo- 
que puede estar revestido o no. Esta última definición es nes (Fig. 16.25). En el sistema nervioso central, las célu- 
la más utilizada y resulta más práctica, ya que hay fibras las gliales formadoras de mielina son oligodendrocitos 
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Figura 16.25. A: Esquema de una fibra nerviosa amielínica. B: Esquema de una fibra nerviosa mielínica. C: Esquema de fi- 
bra nerviosa mielínica en sección longitudinal y transversal. La mielina se ha representado tal como se observa en la fijación 
habitual (neuroqueratina, a la izquierda) y en la impregnación con osmio (mielina en negro, a la derecha). 
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y los grupos de fibras forman haces; cada oligodendro- 
cito puede, con sus prolongaciones, envolver y mielini- 
zar varios axones. En el sistema nervioso periférico, ca- 
da axón está recubierto de células de Schwann, y las 
fibras se agrupan formando nervios. Los nervios perifé- 
ricos pueden contener fibras amielínicas y mielínicas. En 
el caso de estas últimas, cada célula de Schwann mieli- 
niza a una sola prolongación neuronal. 


En un corte longitudinal de un nervio amielínico del siste- 
ma nervioso periférico se observan grupos de axones 
que están envainados en el citoplasma de una hilera de 
células de Schwann dispuestos en hilera. En los cortes 
transversales se aprecia que cada célula de Schwann aco- 
ge a un número variable de axones. Entre la membrana 
plasmática del axón y la de la célula de Schwann hay una 
distancia de unos 15 nm. Cada axón se comunica con el 
exterior por medio de un espacio intercelular, denomina- 


Figura 16.26. Fibra nerviosa amielínica. Asteriscos: axones. Estrella: citoplasma de la célula de Schwann. S: núcleo de la cé- 
lula de Schwann. Flechas: mesoaxones. Cabezas de flecha: lámina basal. X17 000. (Cortesía de J.J. Vázquez. Departamento de 
Histología. Universidad de Navarra.) 
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do mesoaxón, que se origina al no cerrarse completa- 
mente el pliegue que forma la célula de Schwann alrede- 
dor del axón. Si hay muchos axones, los mesoaxones más 
profundos se dividen en dos o más mesoaxones secun- 
darios. La superficie de la célula de Schwann queda limi- 
tada externamente por una lámina basal y fibras reticula- 
res (Figs. 16.25.A y 16.26). 

En el sistema nervioso central, las fibras nerviosas 
amielínicas están desnudas o bien los axones no que- 
dan envueltos individualmente por células gliales. 


Las fibras nerviosas mielínicas son exclusivas de los 
vertebrados. Suponen una gran ventaja funcional, pues 
su aislamiento de mielina les permite transmitir con ra- 
pidez el impulso nervioso, de modo que sustituyen y 
superan la capacidad de conducción de las fibras gigan- 
tes de los invertebrados, con la ventaja de su pequeño 
volumen relativo. 
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FIBRAS MIELÍNICAS DEL SISTEMA NERVIOSO 
PERIFERICO 


Estructura general 


Cada fibra nerviosa mielínica consta de un único axón 
envuelto por una sucesión de células de Schwann, dis- 
puestas a lo largo de toda su extensión (Figs. 16.25.B y 
16.25.C). Las células de Schwann se enrollan a lo largo 
del axón formando el complejo lipoproteico de mem- 
brana llamado mielina. 

Con el microscopio óptico, utilizando las técnicas or- 
dinarias de fijación se produce la extracción de los lípi- 
dos y, por tanto, la pérdida de la mielina; pero si se fija 
previamente con OsO,, la mielina permanece y aparece 
en negro sin necesidad de tinción adicional alguna 
(Figs. 16.27.A y 16.27.B). 

La observación con el microscopio óptico permite 
apreciar interrupciones sucesivas de la mielina a lo largo 
de la fibra, denominadas nódulos o nodos de Ranvier 
(Figs. 16.25.B y 16.27.A). Los segmentos recubiertos de 
mielina que quedan entre los nódulos se denominan in- 
ternódulos. Cada internódulo determina el espacio ocu- 
pado por una célula de Schwann. Su longitud varía de 
0.1 a 1 mm, según el grosor de la vaina de mielina y del 
axón. Cuanto mayor es el calibre del axón, mayor es el 
grosor de la vaina de mielina y más largos son los seg- 
mentos internodulares. 

En la mielina de los internódulos se aprecian estrías 
que forman ángulo con el eje del axón, denominadas ci- 
suras de Schmidt-Lantermann (Fig. 16.25.C). Las cisuras 
suelen ser paralelas entre sí, pero pueden cambiar de 
dirección. Por fuera de la vaina de mielina está la lámi- 
na basal de la célula de Schwann y, externamente a és- 
ta, se sitúa una fina vaina de tejido conjuntivo laxo lla- 
mada vaina de Henle o de Key y Retzius (Fig. 16.25.C). 


Estructura y formación de la vaina de mielina 


La ultraestructura de la vaina de mielina fue descrita 
por primera vez por Sjóstrand en 1953. Con el micros- 
copio electrónico la vaina mielínica muestra una alter- 
nancia de bandas oscuras o líneas densas periódicas, 
de 3 a 4 nm de espesor, y bandas claras, de 12 nm de 
espesor (Figs. 16.28 y 16.29). A su vez, las bandas claras 
están divididas en dos por una línea densa intraperiódi- 
ca muy fina (1-2 nm), que a veces aparece parcialmente 
desdoblada en dos (Figs. 16.29.B). 

Para comprender esta estructura, hay que tener en 
cuenta cómo ha tenido lugar su formación (Fig. 16.30). 
La vaina de mielina se inicia como una envoltura alre- 
dedor de un único axón, formándose el mesoaxón co- 
rrespondiente. A continuación el mesoaxón se alarga y 
se enrolla en espiral, describiendo varias vueltas. En ca- 
da vuelta, las membranas superpuestas de la célula de 
Schwann se fusionan. 

Al principio queda citoplasma de la célula de Schwann 
entre las vueltas de la espiral, pero al apretarse la envol- 
tura en las sucesivas vueltas, este citoplasma se va redu- 


ciendo hasta desaparecer por completo, llegando a fu- 
sionarse las membranas por el lado interno. Esta fusión 
de las membranas da lugar a las bandas más densas o lí- 
neas densas periódicas, mientras que la fusión de las 
membranas por su lado externo origina bandas densas 
más finas o líneas densas intraperiódicas. Cada banda 
clara corresponde a los grupos no polares de las bicapas 
lipídicas de cada dos membranas plasmáticas super- 
puestas. La diferencia de espesor entre ambos tipos de 
líneas densas (líneas periódicas gruesas y líneas intrape- 
riódicas más finas) se debe a la asimetría de la membra- 
na plasmática. En la estructura trilaminar de ésta, la línea 
densa interna es notablemente más gruesa que la exter- 
na, debido a que hay mayor cantidad de proteínas perifé- 
ricas, que son osmiófilas, del lado interno de la membra- 
na. Al formarse la vaina de mielina, como cada línea fina 
queda en contacto con otra línea fina, y cada línea gruesa 
queda en contacto con otra línea gruesa, las diferencias 
de espesor se duplican. 


Nódulos de Ranvier 


El nódulo de Ranvier comprende un segmento axónico 
sin mielina, que corresponde a la finalización de una célu- 
la de Schwann y su relevo por la siguiente. Está limitado 
y recubierto parcialmente por lengúetas y digitaciones 
del citoplasma de las células de Schwann (Figs. 16.31.A y 
véase Fig 16.28). 

La estructura de capas citoplásmicas superpuestas y 
ensanchadas en forma de lengúetas se debe al modo en 
que terminan las capas de mielina: la longitud del citoplas- 
ma de la célula de Schwann que forma cada capa de mieli- 
na se va alargando en cada vuelta hacia la periferia de 
la célula; por eso, las sucesivas capas no sólo quedan su- 
perpuestas, sino que cada una sobresale con respecto a 
la inferior (Fig. 16.31.B). Los ensanchamientos terminales 
constituyen el bulbo paranodular y contienen citoplasma y 
orgánulos como mitocondrias, retículo endoplasmático ru- 
goso, ribosomas libres, microtúbulos y glucógeno. Entre 
las terminaciones bulbosas superpuestas se establecen 
uniones de tipo desmosoma (Fig. 16.31.C). Las membra- 
nas de las terminaciones bulbosas que hacen contacto con 
el axón establecen con éste uniones semejantes a las unio- 
nes de hendidura, con el espacio intercelular interrumpido 
por partículas, aunque la distancia entre las membranas 
adyacentes es de unos 10 nm (véase Fig. 16.28). 

La capa o capas más externas suelen conservar algo 
de citoplasma; sus terminaciones bulbosas quedan se- 
paradas del axón y se expanden formando proyeccio- 
nes digitiformes. En las fibras mielínicas de pequeño 
calibre las proyecciones de un extremo del nódulo se 
solapan con las del otro, quedando enmascarado el 
segmento descubierto del nódulo. En las fibras de cali- 
bre mayor de 5 um, las lengúetas bulbosas quedan se- 
paradas entre sí unos 80 nm. 

El segmento axónico desprovisto de mielina está re- 
cubierto de un glicocálix que presenta afinidad por los 
metales pesados y al que se ha denominado cruz de 
Ranvier. Además, contiene gránulos densos y material 
denso subplasmalémico. 
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Figura 16.27. Fibras nerviosas humanas. A: Sección longitudinal tras impregnación con osmio que tiñe en negro la vaina de 
mielina de los axones excepto en los nódulos de Ranvier (flechas). X125. B: Sección transversal tras impregnación con osmio. 
Las vainas de mielina se observan como circunferencias alrededor de los axones (flecha pequeña). La fecha grande señala axo- 
nes amielínicos. P: perineuro. X125. C: Nervio con fibras nerviosas mielínicas (estrellas) en la proximidad de una célula mus- 
cular estriada (M). P: perineuro. E: endoneuro. X6500. 
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Figura 16.28. A: Representación 
tridimensional de una fibra ner- 
viosa mielínica que muestra un 
nódulo de Ranvier y cisuras de 
Schmidt-Lantermann. 
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Cisuras de Schmidt-Lantermann 


Las cisuras de Schmidt-Lantermann se explican por la 
presencia de una pequeña porción de citoplasma en cada 
vuelta que da la célula de Schwann, interrumpiendo la lí- 
nea periódica densa gruesa. De esta manera se mantiene 
la continuidad de todas las zonas del citoplasma de la cé- 
lula de Schwann, lo cual no se aprecia en los cortes, que 
pueden dar una falsa imagen de discontinuidad (véanse 
Figs. 16.28 y 16.29.C). Se ha comprobado que estas cisu- 
ras se abren y se cierran rítmicamente, como con pulsa- 
ciones; por eso se supone que la vaina de mielina no es 
inerte. Es más, se ha demostrado que dentro de la vaina 
de mielina existe un intercambio metabólico muy activo. 


En el citoplasma de las cisuras hay de uno a tres 
microtúbulos que también van dando la vuelta al axón 
con el citoplasma. Al igual que en los bulbos parano- 
dulares, puede haber desmosomas entre las membra- 
nas de la cisura, las cuales contienen citoplasma de 
las células de Schwann. En los espacios intercelulares 
que a veces se forman entre las láminas externas (en- 
tre las líneas densas intraperiódicas) puede existir 
material denso. Como posibles funciones de las cisu- 
ras se han sugerido las siguientes: a) transporte de 
sustancias a través de la vaina de mielina; b) punto de 
partida de ondas de contracción peristáltica del axón; 
y c) puntos de crecimiento y remodelación de la vaina 
de mielina. 
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Figura 16.29. A: Fibra nerviosa mielínica. S: célula de Schwann. M: vaina de mielina. Asterisco: axón. X10 000. B: Detalle de 
la vaina de mielina. La flecha ancha y corta señala la línea periódica densa y la flecha estrecha y larga indica la banda clara, en 
cuyo interior se observa una línea intraperiódica densa muy fina. Asterisco: axón. X350 000. C: Sección longitudinal que mues- 


tra cisuras de Schmidt-Lantermann (flecha) en la vaina de mielina (M). En el citoplasma axónico (estrella) se observan micro- 
túbulos (flecha negra) y neurofilamentos (flecha transparente). X15 000. 


HISTOLOGÍA ANIMAL 


Núcleo 
de la célula 
de Schwann 


Q 


i 


Mesoaxon 


Citoplasma 
de la célula 
de Schwann 


Axon 


Hemimembrana 
externa 


Hemimembrana 
interna 


Fusion de 
hemimembranas 
externas 


Desaparición 

del citoplasma 
y fusión de 
hemimembranas 
internas 


Mesoaxón interno Mesoaxón externo 


Figura 16.30. Representación esquemática de la formación 


de la vaina de mielina por la célula de Schwann. ) 


FIBRAS MIELÍNICAS DEL SISTEMA 
NERVIOSO CENTRAL 


Estas fibras muestran una estructura muy similar a las 
del sistema nervioso periférico. No obstante, existen al- 
gunas diferencias: 


1. No hay lámina basal ni vaina de Henle. 

2. Cada oligodendrocito puede envolver varias fibras 
nerviosas mielínicas a la vez (véase Fig. 16.20.C). 

3. El espesor de las bandas periódicas es menor que 
en el sistema nervio periférico: unos 10 nm el de 
la banda clara (en vez de 12 nm) y unos 2.5 nm el 
de las líneas densas (en vez de 3-4 nm). 

4. En general, carecen de cisuras de Schmidt-Lanter- 
mann. 

5. Los bulbos paranodulares están poco desarrolla- 
dos y no se interdigitan las membranas de los oli- 
godendrocitos contiguos, quedando el axón com- 
pletamente al descubierto. 


Las fibras nerviosas mielínicas y amielínicas, la mayoría 
de las cuales han de realizar largos recorridos por el or- 
ganismo, se agrupan formando los nervios (Fig. 16.32 y 
véase Fig. 16.27). 

Los nervios de pequeño calibre son cilíndricos y 
comprenden un número muy variable de fibras nervio- 
sas mielínicas y amielínicas, separadas por un tejido 
conjuntivo laxo, denominado endoneuro, que contiene 
los componentes habituales de este tejido, incluidos los 
vasos sanguíneos. Cada nervio está limitado por una 
envoltura denominada perineuro, que consta de varias 
capas de células aplanadas (hasta 10), dispuestas en cir- 
cunferencias y separadas por fibras colágenas (Fig. 
16.33 y véase Fig. 16.27.C). Estas células se apoyan en 
una lámina basal, que puede faltar en los puntos en que 
hacen contacto entre sí; algunos autores consideran 
que derivan de las células de Schwann, y las denomi- 
nan en conjunto epitelio perineural. El perineuro consti- 
tuye una barrera de difusión metabólicamente activa, 
implicada en la homeostasis del fascículo nervioso al 
regular la composición del líquido endoneural. 

Los nervios de mayor calibre surgen de la unión de 
varios nervios de pequeño calibre, separados por tejido 
conjuntivo laxo con adipocitos, para formar un cilindro 
de mayor diámetro limitado por una envoltura añadida: 
el epineuro (Fig. 16.32). El epineuro consiste en una 
cápsula de tejido conjuntivo denso con haces de fibras 
colágenas dispuestas longitudinal y oblicuamente al 
sentido del nervio. Entre los haces de fibras colágenas 
hay fibroblastos dispersos que emiten proyecciones ci- 
toplásmicas circunferenciales. En los nervios de mayor 
calibre se distinguen tres tipos de fibras: 


Tipo A: Son fibras gruesas, de 3 a 20 um de diáme- 
tro. Son motoras y sensitivas. Conducen a una veloci- 
dad de 15-100 m/s. En ocasiones se subdividen en Aa, 
AB, Ay y AS, secuencia que indica diámetros crecientes. 

Tipo B: Son fibras de calibre mediano, de 2 a 3 um, co- 
mo los axones efectores de neuronas preganglionares 
vegetativas. Su velocidad de conducción es de 3-14 m/s. 

Tipo C: Son fibras de pequeño calibre, de 0.4 a 2 um. 
Son amielínicas y conducen impulsos vegetativos y 
sensoriales a una velocidad de 0.5-2 m/s. 


Durante el desarrollo embrionario, los axones y dendri- 
tas crecen por sus extremos, emitiendo yemas citoplás- 
micas llamadas conos de crecimiento, a través de rutas 
preestablecidas (rutas directoras). Estas rutas vienen 
marcadas por los siguientes factores: 


1. Adhesión selectiva al sustrato. Los conos pegados 
a fibras nerviosas siguen esas fibras. Parece que 
las propias neuronas del sistema nervioso central, 
O las células gliales, expresan marcadores especí- 
ficos que son reconocidos por otras neuronas y 
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Figura 16.31. A: Sección longitudinal de un nódulo de Ranvier. Ax: axón. Flechas: interdigitaciones terminales de las células 
de Schwann contiguas. X8000. B: Detalle a mayor aumento del recuadro en trazo discontinuo de la figura A que muestra las 
terminaciones de las vueltas sucesivas de la célula de Schwann sobre el axón. X80 000. C: Detalle a mayor aumento del recua- 
dro en trazo continuo de la figura anterior que muestra las uniones de tipo desmosoma entre las membranas de las sucesivas 


capas que forma la célula de Schwann. X30 000. 
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Figura 16.32. Esquema de un nervio periférico. 


guían la dirección de las conexiones que se van a 
establecer. La adhesión a la matriz celular está me- 
diada por moléculas de adhesión como la molé- 
cula de adhesión celular neural (N-CAM) y la glu- 
coproteína L1 o molécula de adhesión celular de 
la neuroglía (Ng-CAM), y por receptores de la fa- 
milia de las integrinas que se adhieren a un gran 
complejo de la matriz extracelular, formado por la 
laminina y por un proteoglucano rico en heparán- 
sulfato (el condroitín sulfato obstaculiza la migra- 
ción). 


. Quimiotaxis. Durante la primera parte de su reco- 


rrido, el cono de crecimiento está guiado por los 
tejidos que atraviesa. Cuando el cono se encuen- 
tra cerca del tejido de destino, éste segrega sus- 
tancias con efectos quimiotácticos que se disuel- 
ven en el líquido de la matriz extracelular y guían 
al axón. Son los factores neurotróficos o neuro- 
trofinas mencionados anteriormente (véase pági- 
na 708). 


. Campos eléctricos. Los conos se mueven hacia el po- 


lo negativo. Una diferencia de potencial de 7 mV/mm 
es ya eficaz. 
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Figura 16.33. Detalle de uno de los nervios menores incluidos en un nervio periférico, tal como el de la figura anterior. 
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Una vez que el axón ha hecho contacto con el órga- 
no y ha establecido la terminación nerviosa, va crecien- 
do a medida que lo hace el órgano, y queda más distan- 
te del pericarion. Finalmente, aparecen nuevos axones 
que se unen al precursor formando un nervio. 

Las conexiones nerviosas que se establecen quedan 
determinadas por las características de las diferentes 
neuronas (especificidad neuronal). Si en el tubo neural 
de un embrión temprano de pollo de 2.5 días se inter- 
cambia la localización de las células precursoras de unas 
neuronas (a las que llamaremos a) que están destinadas 
a inervar un músculo (al que llamaremos A), con la ocu- 
pada por las células precursoras de las neuronas f, que 
estaban destinadas a inervar el músculo B, la inervación 
se produce como hubiera tenido lugar originalmente: las 
neuronas q. inervan el músculo A y las neuronas $ iner- 
van el músculo B. Es decir, la inervación se realiza según 
las características intrínsecas de las neuronas, y no se- 
gún su localización en el tubo neural. 

Los nervios embrionarios dan lugar a haces de pe- 
queños axones en contacto unos con otros, rodeados 
de una vaina de células de Schwann. Más tarde, las cé- 
lulas de Schwann proliferan e invaden los haces, sepa- 
rándolos en pequeños grupos cada vez más reducidos. 

En el embrión humano la mielinización comienza a 
los cinco meses de gestación y se completa durante la in- 
fancia. A los tres años la mayoría de las fibras destinadas 
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a ser mielinicas estan ya mielinizadas pero hasta los 10 
años sigue habiendo cierta mielinización. Actualmente 
se considera que es la neurona la que determina que su 
axón quede envuelto por mielina o no. Si experimental- 
mente se cambia el trayecto de un axón mielínico al de 
otro no mielínico, el axón permanece mielinizado. 

A lo largo de la vida del individuo existe una remo- 
delación lenta y muy limitada del árbol formado por las 
prolongaciones neuronales que se retraen y crecen con- 
tinuamente. Esta remodelación se activa cuando parte 
de las células de un tejido son privadas de inervación. 
Así, al desnervar el músculo esquelético las células mus- 
culares producen factores neutróficos que se difunden 
provocando la brotación de nuevos conos de crecimien- 
to en las terminaciones de los axones que inervan célu- 
las cercanas no desnervadas. 


En algunos invertebrados y vertebrados inferiores exis- 
ten neuronas con axones de calibre extraordinario (has- 
ta 1 mm), que se conocen como fibras nerviosas gigan- 
tes. En algunos casos se trata del axón de una sola 
neurona (neuronas gigantes); así ocurre en las fibras gi- 
gantes de algunos anélidos (Fig. 16.34), en las células de 
Múller de los ciclóstomos y en las células de Mauthner 


Figura 16.34. Ganglios nerviosos de anélidos seccionados transversalmente. H.E. A: Ganglio ventral segmentario del oligoqueto 
Octolassium complagatum con las células nerviosas gigantes ventrales (estrella), la fibra nerviosa gigante medial (m), las fibras 
nerviosas gigantes laterales (It) y el entramado fibroso que forma el neuropilo (n). X250. B: Ganglio nervioso cerebral del polique- 
to Perinereis cultrifera. Estrella: células nerviosas gigantes ventrales. Asteriscos: fibras nerviosas gigantes laterales. X125. 
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de los peces teleósteos. Otras veces las fibras gigantes 
proceden de la fusión de los axones de varias neuronas, 
como es el caso de otros anélidos y de los axones gi- 
gantes del manto del calamar. 

Estas fibras gigantes responden a la necesidad de 
aumentar la velocidad de la conducción axónica del im- 
pulso nervioso, ya que ésta es proporcional a la raíz 
cuadrada del diámetro del axón en las fibras amielíni- 
cas; así se consiguen velocidades de hasta 60 m/s. En 
los vertebrados superiores la velocidad es aún mayor, y 
no sólo se consigue exclusivamente por el engrosa- 
miento del axón, sino también, y mucho más significati- 
vamente, por el recubrimiento de mielina. De este mo- 
do la propagación continua del axón amielínico pasa a 
ser saltatoria: el impulso va saltando de un nódulo de 
Ranvier al siguiente, alcanzando velocidades de hasta 
120 m/s en fibras de tan sólo 10 um de diámetro. 


por células gliales que no forman capas alrededor del 
axón (Fig. 16.35). 

Varios grupos de invertebrados, sobre todo los artró- 
podos, tienen vainas que recuerdan a las mielínicas. En 
el crustáceo Palaemonetes hay axones envueltos por 
vainas celulares gliales de unas 20 capas, que son 20 
células gliales aplanadas superpuestas y no el resultado 
de 20 vueltas en espiral de una célula glial. Estas lamini- 
llas envolventes conservan el núcleo y algo de citoplas- 
ma, y están separadas por espacios intercelulares de 
unos 20 nm. Entre estas células se producen espacios 
del tipo nódulo de Ranvier en los que, sobre el axón, se 
encuentran otras células gliales diferentes, las cuales 
proyectan finas láminas citoplásmicas que establecen 
contacto con el axón. Estas fibras conducen impulsos a 
velocidades notables, similares o superiores incluso a la 
velocidad que se alcanza en las fibras mielínicas de los 
vertebrados. 


En muchos invertebrados y cordados no vertebrados 
como los equinodermos, los enteropneustos, el anfio- 
xus y los tentaculados, los axones suelen quedar en con- 
tacto unos con otros, aunque grupos de axones queden 
envueltos por células gliales. Sin embargo, en algunos 
invertebrados como los insectos, existen fibras nervio- 
sas muy similares a las amielínicas de los vertebrados, 
puesto que cada axón queda completamente rodeado 


SECCIÓN DE FIBRAS NERVIOSAS 


La sección accidental o experimental de un nervio im- 
plica una serie de fenómenos degenerativos y regene- 
rativos que pueden detectarse por medios morfológi- 
cos. Estas alteraciones difieren en el sistema nervioso 
periférico y en el sistema nervioso central. 


Figura 16.35. A: Nervio de la pared del tubo digestivo del insecto Schistocerca gregaria. Se observa la cubierta de tejido con- 
juntivo (asterisco), la envoltura de células gliales (G) y fibras nerviosas con gránulos neurosecretores (n) y sin gránulos (estre- 
llas). X7200. B: Fibra nerviosa del caracol Helix aspersa. Se observan axones con gránulos (n) y prolongaciones de células glia- 
les que contienen gránulos de mayor tamaño (G). X18 000. (Cortesía de L. Montuenga (Figura A) y Y. Alba (Figura B). Departamento 
de Histología. Universidad de Navarra.) 


Sistema nervioso periférico 


Los fenómenos pueden estudiarse en tres zonas: 


Extremo seccionado separado del pericarion 


La reacción es muy rápida. Con el microscopio electró- 
nico pueden detectarse alteraciones ya a los 15 minutos 
de la sección de la fibra. En las 48 horas siguientes se 
destruyen los axones que han quedado separados del 
pericarion y la vaina de mielina que los envuelve (Figs. 
16.36.A-16.36.C). 

La retracción del axón es casi inmediata, probable- 
mente por pérdida de agua. La vaina de mielina se en- 
sancha, con aumento del número de láminas sin modi- 
ficación de la periodicidad. El retículo endoplasmático 
liso se segmenta en vesículas en las primeras 24 horas. 
Los microtúbulos y neurofilamentos se despolimerizan 
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y sus componentes dan lugar a un material denso que 
desaparece a las 48 horas. Las mitocondrias se tume- 
factan. Se produce un aumento de la concentración in- 
terna de Ca% en el axon. 

En el extremo proximal (el más cercano al cuerpo ce- 
lular), se distinguen las siguientes cuatro zonas, enume- 
radas de proximal a distal (Fig. 16.36.B): 


1. Zona de citoplasma, cuyo aspecto es primero gra- 
nuloso y después claro. 

2. Zona de agrupación de mitocondrias, lisosomas y 
vesículas de retículo endoplasmático liso. 

3. Zona de orgánulos alineados bajo la membrana 
plasmática, dejando libre el centro del axón. 

4. Primer nódulo de Ranvier con orgánulos acumu- 
lados; dicha acumulación se repetirá en los si- 
guientes nódulos de Ranvier, llegando a alcanzar 
varios milímetros, mientras que cada una de las 
zonas anteriores no llega a 0.5 mm. 
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Figura 16.36. Representación de la degeneración de una fibra nerviosa mielínica periférica tras la sección del axón y la rege- 


neración posterior. 
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En el extremo distal (sináptico) del axón desaparecen 
las vesículas sinápticas y aumentan los microfilamentos. 

Finalmente, en todo el segmento axónico separado del 
cuerpo celular la mielina se fragmenta en cuerpos esféri- 
cos de algunos micrómetros de diámetro. El axón termina 
por fragmentarse y los restos axomielínicos son elimina- 
dos por los macrófagos del tejido conjuntivo y también 
por las células de Schwann que sobreviven a la degenera- 
ción. La vaina de Henle no sufre alteraciones (Fig. 16.36.C). 

Mientras tiene lugar este proceso, las células de Schwann 
sufren mitosis y se multiplican bajo la membrana basal 
hasta formar un tubo momentáneamente desprovisto de 
axón (Fig. 16.36.D). 


Extremo unido al pericarion 


En el punto de corte del axón, del lado unido al perica- 
rion, ocurre lo explicado en el lado proximal del seg- 
mento separado del pericarion, con la diferencia de 
que, en el lado unido al pericarion, se acumulan vesicu- 
las y se forma un cono axónico provisto de filopodios, 
el cual se ha convertido ahora en la terminación axóni- 
ca (Fig. 16.36.B). En todo el segmento axónico que per- 
manece unido al cuerpo celular, la vaina de mielina man- 
tiene su estructura normal, excepto en la región más 
próxima al lugar de la sección. 

El cono axónico crece y se va alargando por incorpo- 
ración de las vesículas acumuladas en él. Se considera 
que estas vesículas son suministradas por el retículo 
endoplasmático liso o que provienen de pinocitosis que 
se realiza desde el pericarion hasta el cono axónico 
(Fig. 16.36.C). 

El axón que crece a partir del cono axónico penetra en 
el tubo formado por la lámina basal y tapizado interior- 
mente por numerosas células de Schwann (Fig. 16.36.D). 
Estas células fabrican una vaina de mielina alrededor del 
axón, con la particularidad de que los segmentos interno- 
dales son más cortos que los de antes. De este modo, la 
fibra nerviosa mielínica es progresivamente reconstruida, 
a partir del extremo próximo al pericarion, a una veloci- 
dad aproximada de unos 3-4 mm diarios (Fig. 16.36.E). 

Para que esta regeneración tenga lugar, los extre- 
mos seccionados del axón deben permanecer próximos 
y en línea. Si no ocurre así, los axones inician su creci- 
miento desde el pericarion pero son incapaces de pene- 
trar en los tubos de células de Schwann y forman una 
masa desorganizada que no consigue penetrar en estos 
tubos guía. En esta situación, las células de Schwann 
que han formado el tubo, al no penetrar en éste el axón, 
inician una proliferación desorganizada (schwannoma) 
que, posteriormente, dará lugar a un neuroma de ampu- 
tación. De ahí la necesidad de realizar la sutura precoz 
de los nervios lesionados y de conservar el perineuro 
para facilitar la aproximación de los cabos proximal y dis- 
tal y mantener una vascularización adecuada. 


Pericarion 


La sección del axón induce también alteraciones en el pe- 
ricarion conocidas como reacción retrógrada. Estas modi- 
ficaciones son transitorias y duran lo que tarde en produ- 


cirse la regeneración de la fibra nerviosa. El pericarion 
aumenta de volumen y se redondea (tumefacción). Las 
prolongaciones dendríticas se pierden. El núcleo es re- 
chazado a la periferia y se aplana. Los grumos de Nissl 
desaparecen en la zona central y únicamente persisten en 
la periferia del pericarion (cromatólisis central). El com- 
plejo de Golgi se fragmenta y se dispersa. El número de 
mitocondrias se duplica en unos 10 días. También se pro- 
duce un aumento de los lisosomas (Fig. 16.36.C). 


Sistema nervioso central 


La sección de fibras nerviosas del sistema nervioso cen- 
tral conduce a alteraciones similares pero, en los mamí- 
feros, no se consigue regeneración de las fibras. 

La reacción retrógrada del cuerpo celular y la dege- 
neración del extremo axónico que ha quedado separa- 
do del pericarion se producen de modo similar a como 
ocurre en el sistema nervioso periférico. Los restos son 
eliminados por las células de la microglía. Sin embargo, 
a diferencia de las células de Schwann, los oligodendro- 
citos no son capaces de formar tubos; simplemente hay 
una proliferación de células gliales que origina una 
reacción cicatricial. Por ello, la regeneración axónica que 
se inicia a partir del extremo axónico unido al perica- 
rion no llega a tener éxito. 
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Figura 16.37. Esquema de la desmielinización segmenta- 
ria y regeneración posterior. 
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DESMIELINIZACIÓN SEGMENTARIA 


Es la lesión histológica principal de numerosas afeccio- 
nes humanas y experimentales del sistema nervioso 
periférico. Se caracteriza por la destrucción localizada y 
dispersa de la vaina de mielina (o más exactamente, de 
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los segmentos de la vaina de mielina correspondientes 
a un internódulo, o sea, a una célula de Schwann) sin 
lesión del axón. 

Los restos mielínicos son eliminados y es posible la re- 
mielinización de los segmentos afectados, pero ello origi- 
na unos internódulos más cortos que antes (Fig.16.37). 


SINAPSIS 


Los conocimientos iniciales acerca de las sinapsis o con- 
tactos sinápticos provienen de los hallazgos realizados a 
finales del siglo xix y comienzos del xx sobre la organiza- 
ción morfológica y fisiológica del sistema nervioso. La 
teoría de la individualidad de la célula nerviosa, conocida 
posteriormente como teoría neuronal, que fue sostenida 
principalmente por Cajal, se basaba en que la interacción 
funcional de las células nerviosas se producía por medio 
de contigúidades y no de continuidades, es decir, me- 
diante contactos interneuronales, de naturaleza funcio- 
nal. Empleando métodos de impregnación argéntica se 


describieron diversos tipos de terminaciones nerviosas 
sobre dendritas o sobre el pericarion, como los denomi- 
nados botones terminales, terminaciones en cáliz, termi- 
naciones en cesta o contactos en passant (Fig. 16.38). 

En 1897, Sherrington introdujo el término sinapsis 
para explicar las propiedades del arco reflejo que, se- 
gún él, dependían de los contactos entre neuronas. Las 
sinapsis tendrían una acción de válvula, tendiendo a lo- 
grar que, en el lugar especializado de contacto, los im- 
pulsos nerviosos produjeran influencias excitadoras o 
inhibidoras que se transmitieran de una neurona a otra 
o de una neurona a un elemento no neuronal, como 
puede ser una célula muscular. 
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Figura 16.38. Esquema de diversos tipos de sinapsis observados mediante microscopía óptica. 
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La esencia de la transmisión sináptica es el desarro- Sinapsis entre una neurona y un elemento 
llo de un mecanismo por el cual la información recibida no neuronal 
y conducida por una neurona es transferida a la siguien- 
te. En el sistema nervioso central, las neuronas pueden Estas sinapsis pueden establecerse: 


recibir señales de entrada de hasta miles de neuronas 
presinápticas y, a su vez, estas neuronas deben combi- 
nar toda la información recibida y reaccionar originan- 
do y conduciendo señales a lo largo de su axón o per- 
manecer en reposo. 

La sinapsis implica una organización celular comple- 
ja en ambas partes de la unión, presináptica y postsi- 
náptica, y un mecanismo neuroquímico específico en el 
que intervienen neurotransmisores, los receptores y las 
enzimas de síntesis, además de otros elementos. 


1. Entre una neurona y una célula muscular estriada. 
Es la placa motora (véase Fig. 15.10). 

2. Entre una neurona y una célula muscular lisa, epi- 
telial glandular o epitelial modificada para captar 
estímulos (Fig. 16.39). Aunque estas uniones no 
reúnen todas las características de las demás si- 
napsis, se consideran sinapsis en sentido amplio, 
ya que se produce la liberación de neurotransmi- 
sor por la neurona y la estimulación de la célula 
receptora. 


SEGÚN EL NEUROTRANSMISOR 


Las sinapsis pueden clasificarse según los tipos celula- 


res que las establecen o, por lo que se refiere a la neu- Fue Du Bois-Reymond (1877) el primero que sugirió que 
rona, según los elementos celulares (axón, dendritas, la transmisión nerviosa podría ser de naturaleza química 
pericarion) que formen la sinapsis. También se clasifi- o eléctrica. Posteriormente observó que existían los dos 
can según la naturaleza del neurotransmisor o su efecto mecanismos, por lo que las sinapsis se clasifican en: 


(sinapsis excitadoras o inhibidoras). f f f f 
1. Sinapsis eléctricas. No hay un neurotransmisor 


químico, sino paso de iones. Se observan en fibras 


SEGÚN LOS TIPOS CELULARES nerviosas gigantes de invertebrados (Fig. 16.40). 
2. Sinapsis químicas. El neurotransmisor es una sus- 
Sinapsis entre neuronas tancia química. Aunque la clasificación de estas 
sinapsis se establece según el neurotransmisor li- 
La sinapsis entre neuronas constituye el tipo de sinap- berado, hay que tener en cuenta que una neurona 
sis más frecuente. Se produce en el sistema nervioso puede liberar más de una sustancia química en 
central y en los ganglios nerviosos periféricos. Según las sinapsis, generalmente un neurotransmisor pe- 
los elementos de la neurona que entren a formar parte queño y un neuropéptido, lo que complica la clasi- 
se pueden distinguir varios tipos: ficación y su funcionalidad. Las sinapsis químicas 
se clasifican en: 

1. El axón como elemento presináptico. Es el tipo — Colinérgicas. Liberan acetilcolina. Se encuen- 
más frecuente y comprende tres subtipos que, en tran en el sistema nervioso central, en el para- 
orden de frecuencia, son: axo-dendrítica, axo-so- simpático y en la primera neurona del simpáti- 
mática y axo-axónica. a co (Figs. 16.39.A y 16.39.B). 

2. La dendrita es el elemento presináptico. Es poco — Aminérgicas. El neurotransmisor es una amina 
frecuente y comprende tres subtipos: dendro-den- derivada de la tirosina o del triptófano, y pue- 
drítica, dendro-somática y dendro-axónica. de ser: 


3. El elemento presináptico está en el soma o perica- 
rion. Es el tipo menos frecuente. Se han observa- 
do sinapsis somato-somáticas y somato-dendríti- 
cas. No se han descrito sinapsis somato-axónicas 
aunque es posible que existan. 


e Noradrenalina (norepinefrina). Está presente 
en el sistema nervioso simpático (la segunda 
neurona), el hipotálamo y la glándula pineal 
(Figs. 16.39.C y 16.39.D). 

e Adrenalina (epinefrina). Muy rara. Se obser- 
va en el sistema nervioso central. 

e Dopamina. Se encuentra en el hipotálamo. 

e Serotonina (5-hidroxitriptamina). Está pre- 
sente en el epitelio bronquial. 


En una neurona motora hay miles de terminaciones 
nerviosas sobre las dendritas y el pericarion y unas po- 
cas sobre el comienzo del axón. En concreto, se calcula 
que hay cerca de 10 000 terminaciones nerviosas sobre 


una célula piramidal de la corteza cerebral, lo que da — Aminoacidérgicas. El neurotransmisor es un 
idea de la extraordinaria complejidad del sistema ner- aminoácido o sus derivados. Estos pueden ser: 
vioso central. Así se transporta la información prove- e Acido y-aminobutírico (GABA). Está presente 
niente de muchas otras neuronas, algunas de las cuales en neuronas inhibitorias de la retina y del ór- 
tienen un efecto inhibidor o excitador. Por lo tanto, la gano de Corti. 

neurona es un verdadero centro donde se recoge, se in- e Glicina. Se encuentra en las astas anteriores 
tegra y se envía toda la información, como impulsos y posteriores de la médula espinal. 
nerviosos a lo largo del axón. La sinapsis es una estruc- e Ácido glutámico. Está presente en los inver- 


tura plástica; cuando es necesario, su número aumenta. tebrados. 
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Figura 16.39. A-B: Detección de fibras colinérgicas en piel humana mediante la técnica de la tiocolina (flechas). A: Ramifica- 
ciones alrededor de una glándula sudorípara ecrina. X100. B: Detalle del mismo folículo X450. C-D: Detección de fibras 
noradrenérgicas en la piel humana mediante la técnica del ácido glioxílico y observación con luz ultravioleta. X60. (Las figuras 
son cortesía de L. Santamaría, Departamento de Morfología, Facultad de Medicina, Universidad Autónoma de Madrid.) 


— Peptidérgicas. Las terminaciones nerviosas de 
diversas zonas del sistema nervioso central y 
periférico de los mamíferos, como el tubo di- 
gestivo, liberan péptidos neuroactivos. Los más 
frecuentes son: la sustancia P, la neurotensina, 
el polipéptido intestinal vasoactivo (VIP), la co- 
lecistoquinina y las encefalinas. 


3. Sinapsis mixtas. Combinan un neurotransmisor 
químico con la sinapsis eléctrica. 


SINAPSIS ELÉCTRICAS 


El sistema más sencillo de transmitir una señal de una 
neurona a otra es mediante el acoplamiento eléctrico. 
Estas uniones se describieron por primera vez en la si- 
napsis gigante del ganglio abdominal del cangrejo de 
río, y luego en muchos vertebrados inferiores, princi- 
palmente en los peces. 


Estas sinapsis no presentan vesículas pues carecen 
de neurotransmisor. Las membranas de los elementos 
pre y postsinápticos establecen un contacto que es 
exactamente igual al de las uniones de hendidura (véa- 
se página 315), con unos 2 nm de separación entre am- 
bas membranas. Este espacio está atravesado por finos 
puentes hexagonales que conectan ambas células. En 
el centro de cada puente hay un fino poro tubular, de 
unos 5 nm de diámetro, que comunica ambas células 
(Fig. 16.40). En las sinapsis eléctricas del cangrejo de río 
la señal actúa como un rectificador eléctrico, permitien- 
do que la corriente pase con facilidad del elemento pre- 
sináptico al postsináptico, pero no en sentido contrario. 
En otras sinapsis eléctricas se puede realizar la transmi- 
sión en ambos sentidos. 

En una misma sinapsis puede haber una zona de si- 
napsis química y otra de sinapsis eléctrica (sinapsis mix- 
ta o combinada), como ocurre en el bulbo olfatorio, la re- 
tina, los ganglios ciliares de las aves y en los núcleos 
lateral y mesencefálico del trigémino en los mamíferos. 
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S 
Acoplamiento 
sináptico 
Citoplasma 
Hemimembrana 
interna 
Conexón Figura 16.40. Representación 
Espacio de una sinapsis eléctrica en la 
ds intercelular | que se pone de relieve la estruc- 
Canal de comunicación intercelular y» ae a 
Hemimembrana interna tura de la unión de tipo nexo 
Citoplasma Hemimembrana externa: | ES los canalículos que comuni- 
can ambas células. J 


La sinapsis química es mucho más frecuente en el siste- 
ma nervioso de los vertebrados, pues permite un mayor 
ajuste y control que la sinapsis eléctrica. La señalización 
supone que un mediador químico específico se libere 
en la terminación axónica y sea captado por los recep- 
tores de la membrana postsináptica. 


ULTRAESTRUCTURA 


El conjunto sináptico se desarrolla después del naci- 
miento y aumenta a medida que madura el sistema ner- 
vioso. Todas las sinapsis químicas constan de estos tres 
elementos: elemento presináptico, elemento postsináp- 
tico y hendidura sináptica de separación entre ambos. 


Elemento presináptico 


Se trata de la terminación nerviosa que contiene y libera 
el neurotransmisor. Generalmente es la dilatación termi- 


nal de un axón, que puede formar parte de una fibra 
amielínica o mielínica; en este último caso, se pierde la 
vaina de mielina en la dilatación presináptica. Esta dilata- 
ción presenta los siguientes componentes (Figs. 16.41- 
16.45). 


1. Vesículas sinápticas. Se distribuyen por toda la ter- 
minación aunque tienden a agruparse cerca de la 
membrana enfrentada a la hendidura sináptica. Con- 
tienen el neurotransmisor que será liberado por exo- 
citosis hacia la hendidura sináptica. Asociados a las 
vesículas hay microfilamentos. Las dimensiones y 
características de las vesículas sinápticas varían se- 
gún el tipo de neurotransmisor, aunque no siempre 
se puede asociar un tipo de vesículas con un neuro- 
transmisor determinado. En general, las vesículas 
son de tres tipos (Figs. 16.42 y 16.43): 


— Claras, esféricas u ovoides, de unos 60 nm de 
diámetro. Contienen acetilcolina o aminoácidos. 

— Oscuras, de unos 60 nm de diámetro y con un 
gránulo denso central. Contienen un neuro- 
transmisor aminérgico (principalmente noradre- 
nalina). 
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Figura 16.41. A: Esquema tridi- 
mensional del elemento presináp- 
tico que muestra los engrosamien- 
tos característicos de la membrana 
presináptica. B: Esquema de una 
vista superficial de los engrosa- 
mientos de la membrana de la fi- 


gura anterior, en el que se han 
marcado sus dimensiones y los es- 
pacios (sinaptoporos) que dejan 
entre ellos. 


— Vesículas grandes, de unos 100 nm de diáme- 
tro, con un gránulo denso interno que no llena 
totalmente la membrana, pues sólo mide unos 
30 nm de diámetro. Contienen péptidos neuro- 
activos. 


2. Abundantes mitocondrias. La sinapsis requiere 
gran energía para mantener la bomba de Na'/K*, 
restablecer la integridad de la membrana plasmá- 
tica y desarrollar las reacciones enzimáticas en co- 
nexión con la síntesis de neurotransmisor y la for- 
mación de vesículas sinápticas. 

3. Partículas de glucógeno. 


Retículo endoplasmático liso 


4. 


5. 


Elemento presináptico 


Cisternas de retículo endoplasmático liso dispues- 
tas preferentemente en la periferia. 

Los microtúbulos se despolimerizan al entrar en 
la dilatación presináptica, mientras que los neuro- 
filamentos penetran más profundamente. 


. La zona de la membrana plasmática enfrentada a la 


hendidura sináptica (por la que se liberará el neuro- 
transmisor) difiere del resto de la membrana plas- 
mática de la neurona. En los cortes de microscopía 
electrónica esa zona de la membrana presenta un 
engrosamiento formado por material denso filamen- 
toso o granular. Si se estudian elementos presináp- 
ticos enteros tratados con ácido fosfotungstico, os- 


Figura 16.42. A: Sinapsis colinérgica en la corteza cerebral humana. Flecha: hendidura sináptica con engrosamientos sináp- 
ticos en el elemento presináptico (arriba) y postsináptico (abajo). V: vesículas sinápticas esféricas de unos 60 nm con conteni- 
do translúcido. M: mitocondria. X55 000. B: Sinapsis adrenérgica con una célula de Leydig humana. Se observan vesículas de 
unos 50-60 nm con contenido denso (flecha) y algunas vesículas de unos 90-100 nm (cabeza de flecha). X62 000. C: Sinapsis 
axo-dendrítica con vesículas sinápticas ovaladas, de unos 60 nm, con contenido translúcido (V). RER: retículo endoplasmático 
rugoso de la dendrita. X30 000. 
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O} 50-60 nm 


Figura 16.43. Esquema de los 
diferentes tipos ultraestructurales 
de vesículas encontrados habitual- 
mente en los elementos presináp- 
ticos. 


Ce} 90-100 nm 


50-60 nm OL 50-60 nm 


y 


F 25-30 nm 


mio o yoduro de bismuto, este engrosamiento se 
observa como un enrejado de partículas densas, de 
unos 60 nm de diámetro y de disposición hexago- 
nal, que dejan entre ellas unos espacios o poros si- 
nápticos, también de unos 60 nm. El espacio ocupa- 
do por estos poros corresponde a la membrana 
plasmática, a la que se fusionará la vesícula para li- 
berar por exocitosis el neurotransmisor (Fig. 16.41). 


Diversos estudios han sugerido que hay un reciclaje 
de membrana en el elemento presináptico. Al unirse la 
membrana de las vesículas a la membrana plasmática 
en la exocitosis, la superficie de la membrana del ele- 
mento presináptico aumenta. Para que recupere su su- 
perficie normal tiene lugar una endocitosis: vesículas 
de pinocitosis parten de esta membrana y se incorpo- 
ran al retículo endoplasmático liso de la terminación 
axónica. A partir de este retículo endoplasmático se for- 
man las nuevas vesículas sinápticas (véase Fig. 15.11). 


Hendidura sináptica 


La anchura de la hendidura sináptica varía entre 20 y 
30 nm. En ella puede haber o no finos filamentos de ma- 
terial denso intersináptico, que pueden formar una lámi- 
na (Fig. 16.42). 


Elemento postsináptico 


En la cara interna de la membrana plasmática enfrenta- 
da a la hendidura sináptica suele haber un material den- 
so (condensación postsináptica) que carece de la es- 


tructura del engrosamiento presináptico (Figs. 16.42 y 
16.44). Los orgánulos presentes no adquieren general- 
mente características especiales, aunque se han descri- 
to cinco especializaciones: 


1. Aparato de la espina. Sólo se observa en las espi- 
nas dendríticas de las neuronas piramidales de la 
corteza cerebral. Consiste en dos o más cisternas 
de retículo endoplasmático liso unidas por un ma- 
terial denso (Fig. 16.44.A). 

2. Una red de filamentos que se añade al material 
denso postsináptico (Fig. 16.44.B). 

3. Unao dos placas densas, cada una de unos 40 nm 
de grosor, separadas unos 40 nm entre sí. Como 
la segunda placa es menos extensa que la prime- 
ra y ésta lo es menos que el engrosamiento postsi- 
náptico, el conjunto adquiere al corte una forma 
triangular (Fig. 16.44.C). 

4. Partículas densas, de unos 25 nm de diámetro, ali- 
neadas bajo la membrana plasmática, y separa- 
das entre sí unos 50 nm. Estas partículas están 
unidas por finos filamentos al material denso postsi- 
náptico. Aparecen en sinapsis axo-somáticas y 
axo-dendríticas (Fig. 16.44.D). 

5. Una cisterna subplasmalémica de retículo endo- 
plasmático liso. Aparece en algunas neuronas del 
encéfalo y de la médula espinal (Fig. 16.44.E). 


VARIACIONES MORFOFUNCIONALES 


La estructura descrita como general de la sinapsis no es 
común a todas ellas. En líneas generales, según la ultraes- 
tructura, Gray distinguió dos tipos de sinapsis (Fig. 16.45): 


Enrejado presináptico 


y 


le AA 


Hendidura sináptica 


Elemento postsináptico 


FS 


e 


Figura 16.44. Esquemas de diferentes tipos de formaciones peculiares en el elemento postsináptico. A: Aparato de la espina. 
B: Filamentos entrecruzados. C: Placas densas. D: Partículas densas unidas por filamentos. E: Cisterna subplasmalémica. 
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Vesículas sinápticas 
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presináptico 
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Figura 16.45. Clasificación morfológica de las sinapsis en 


tipos I y II. 
Ne A 


Tipo l. Se observa en espinas dendríticas y en la su- 
perficie de finas ramas dendríticas. Se caracteriza por 
ser una unión muy extensa, con una amplia hendidura 
sináptica (30 nm de anchura) que contiene una placa de 
material denso extracelular. Hay abundante material 
denso adosado internamente a la membrana plasmáti- 
ca del elemento postsináptico. El estímulo suele ser ex- 
citador, aunque esto no puede afirmarse taxativamente. 

Tipo Il. Corresponde al tipo descrito en la estructura 
general. Se establece en dendritas gruesas y en el peri- 
carion. La hendidura sináptica es estrecha (20 nm) y no 
hay material denso asociado a la membrana del ele- 
mento postsináptico. Suele ser inhibidora, aunque no 
siempre lo es. 


Los estudios ultraestructurales y funcionales poste- 
riores han demostrado que existen muchos más tipos de 
sinapsis, por lo que esta clasificación ha perdido parte 
de su importancia inicial. 

Algunas sinapsis degeneran: se observa primero 
aglutinación y más tarde desaparición de las vesículas 
del elemento presináptico, acompañada de degenera- 
ción de las mitocondrias y aparición de gran cantidad 
de microfilamentos. 


MECANISMO DE LATRANSMISIÓN SINÁPTICA 


Cuando una neurona recibe una estimulación de otra 
neurona se produce un potencial de acción que se pro- 
paga a lo largo del axón por la apertura y cierre de los 
canales de Nat y K+ (véase página 705) hasta que alcan- 
za la unión sináptica, donde abre los canales para el 
Ca% de la membrana axónica de la terminación sinápti- 
ca, permitiendo la entrada de Ca”. De este modo, la 
concentración de Ca% en el citosol puede aumentar 
hasta 100 veces. El Ca”: proviene tanto del medio extra- 
celular como de orgánulos celulares que lo almacenan 
(retículo endoplasmático liso y mitocondrias). Este au- 
mento del Ca% en el citosol dura poco tiempo, pues los 
orgánulos mencionados que lo suministran lo reincor- 
poran rápidamente y las bombas de Ca% de la membra- 
na plasmática expulsan el exceso al exterior. 


Los ¡ones Ca? actúan como mensajeros intracelula- 
res desencadenando la liberación del neurotransmisor 
por exocitosis (véase Fig. 7.39). Este canal de Ca?: es el 
único medio conocido de transformar señales eléctricas 
(despolarización de la membrana) en cambios químicos 
celulares. Para que se pueda realizar la exocitosis, la en- 
trada de Ca% activa una proteína quinasa (quinasa de 
calcio Il) que fosforila varias proteínas de la terminación 
axónica; entre estas proteínas se encuentra la sinapsina l, 
que está unida a la superficie de las vesículas sinápticas 
y cuya fosforilación permite que las vesículas accedan a 
los sinaptoporos. 

El neurotransmisor descargado en la hendidura sináp- 
tica se une a receptores de la membrana postsináptica, los 
cuales forman parte de canales iónicos regulados por ligan- 
do (véase Fig. 7.39). Estos canales cambian su configuración 
y dejan pasar ¡ones a través de la membrana, modifican- 
do la permeabilidad iónica para el Na+ y Kt o para el CI, 
de este modo se altera el potencial de membrana del 
componente postsináptico, generando un potencial de 
acción postsináptico. Así pues, la membrana de la célula 
postsináptica se comporta como un transductor, que con- 
vierte una señal química en eléctrica. 

A diferencia de los canales iónicos regulados por 
voltaje, los regulados por ligando son relativamente in- 
sensibles al potencial de membrana. Además, no pue- 
den producir un cambio eléctrico autoamplificador del 
tipo todo o nada. Sin embargo, pueden producir por sí 
mismos un cambio eléctrico que depende de la intensi- 
dad y de la duración de la señal química. Además, estos 
canales presentan selectividades idnicas diferentes, de 
modo que unos son selectivos al K+, otros al C- o a 
algún otro ion, y otros responden a los cationes pero 
excluyen a los aniones. Por otra parte, los receptores de 
estos canales tienen una especificidad de tipo enzimáti- 
co por unos ligandos concretos, de manera que sólo 
responden a un neurotransmisor determinado. 

Algunos receptores asociados a canales median una 
señalización química rápida, que puede ser de tipo exci- 
tador o inhibidor, dependiendo del neurotransmisor y 
de la influencia de otros iones. Los neurotransmisores 
excitatorios, como la acetilcolina (generalmente), ácido 
glutámico y la serotonina, abren los canales para el ¡on 
Na*, que entra en la célula y despolariza la membrana. 
Los neurotransmisores inhibitorios, como el GABA y la 
glicina, abren canales de Cl o K* y la entrada de estos 
iones hace que la membrana sea resistente a la despo- 
larización. En el caso del Cl-, esto se debe a que estos 
iones negativos contrarrestan la entrada de ¡ones Na*, 
que son positivos. Los iones K+ son positivos, como los 
del Na*. pero como hay un equilibrio entre ambos ¡ones 
(el Na* predomina en el exterior y el K* en el interior de 
la célula), el aumento de K* en el interior de la célula im- 
pide la entrada de Na*. 

En la membrana postsináptica, además de recepto- 
res asociados a canales hay otros receptores que acti- 
van una proteína G que puede: a) interaccionar directa- 
mente con canales iónicos, alterando su permeabilidad 
iónica para el Na* y K*; o b) estimular la síntesis de 
algún mensajero intracelular, como el cAMP o el Ca?*, los 
cuales regulan directamente los canales iónicos o acti- 
van quinasas que fosforilan varios tipos de proteínas 


como las que forman los canales iónicos. Estos recepto- 
res asociados a proteínas G intervienen en acciones del 
neurotransmisor que son relativamente más lentas en 
iniciarse, pero más duraderas, que la de los receptores 
asociados a canales. Se piensa que algunos de ellos 
median cambios neuronales a largo plazo y que serían 
responsables del aprendizaje y de la memoria. 

Un mismo neurotransmisor puede ser excitatorio o 
inhibitorio, dependiendo del receptor. Es el caso de la 
acetilcolina. Los receptores para este neurotransmisor 
que median una excitación rápida se denominan nicotí- 
nicos, porque son activados por la nicotina. Los recep- 
tores para la acetilcolina que median una inhibición rápi- 
da se conocen como muscarínicos, porque son activados 
por una toxina fúngica llamada muscarina. La acetilcoli- 
na, por consiguiente, puede actuar activando tanto un 
receptor nicotínico asociado a canal, y produciendo una 
excitación (p. ej., en el músculo esquelético promovien- 
do la contracción), como un receptor muscarínico pro- 
vocando una inhibición (como en el músculo cardíaco, 
disminuyendo la fuerza y frecuencia de la contracción). 
En este último caso, el receptor es del tipo asociado a 
proteínas G mencionado antes. La subunidad Ga inhibe 
la adenilato ciclasa, mientras la GBy se une a los canales 
de K* de la membrana plasmática de la célula muscular 
cardíaca y los abre, permitiendo la salida de K+, esto ha- 
ce que la célula sea refractaria a la despolarización y 
que disminuya el ritmo de la contracción (véase Fig. 
7.40.C). 

Existen sustancias que son bloqueantes (antagonis- 
tas) de los receptores de acetilcolina mencionados (ago- 
nistas). El curare y la bungarotoxina o son antagonistas 
del receptor nicotínico de la acetilcolina y bloquean la 
acción de la acetilcolina en la placa motora causando pa- 
rálisis muscular, mientras que la atropina es antagonista 
del receptor muscarínico de este neurotransmisor. 


TIPOS PRINCIPALES DE SINAPSIS QUÍMICAS: 
COLINERGICAS Y AMINERGICAS 


Partiendo de los esquemas ultraestructural y fisiológico 
explicados, podemos proporcionar ahora datos más ex- 
plícitos sobre el funcionamiento de dos de los tipos 
más frecuentes de sinapsis según el mediador químico. 


Sinapsis colinérgicas 


Es el tipo más frecuente. Se encuentra en el sistema 
nervioso central, en ambas neuronas del sistema ner- 
vioso vegetativo parasimpático (la neurona cuyo núcleo 
reside en el sistema nervioso central y la del ganglio pa- 
rasimpático), en la primera neurona del sistema nervio- 
so simpático, en las uniones neuromusculares y en mu- 
chas terminaciones nerviosas en el músculo liso y las 
glándulas (Fig. 16.42.A). 

Estas sinapsis se pueden identificar con el microsco- 
pio electrónico por el contenido de las vesículas sinápti- 
cas, que son esféricas u ovoides, de unos 60 nm de diá- 
metro, con un contenido claro (la acetilcolina). Pueden 
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observarse también en escasa proporción algunas vesí- 
culas grandes, de unos 100 nm, con un gránulo denso de 
unos 30 nm (Fig. 16.43). Estas vesículas contienen neuro- 
péptidos. 

La acetilcolina se forma por unión de la colina y del 
acetil CoA catalizada por la enzima colina acetil transfe- 
rasa. Para ello se necesita la entrada de Ca% en el axón 
y la presencia de glucosa. La colina y la enzima viajan 
por el axón; el acetil CoA es suministrado por las mito- 
condrias en la terminación sináptica. Las moléculas de 
acetilcolina se introducen en las vesículas del elemento 
presináptico, donde se localiza el 80% de la acetilcolina 
de la sinapsis. El 20% restante se encuentra en la hendi- 
dura sináptica (Fig. 16.46). 

Cada vesícula contiene unas 5000 moléculas de ace- 
tilcolina que se liberan en la hendidura sináptica. Esta 
cifra representa la unidad o cuanto de neurotransmisor. 
La acetilcolina liberada se une a receptores específicos 
situados sobre la membrana plasmática postsináptica. 
Estos receptores son canales regulados por ligando que 
permiten el paso de pequeños cationes como el Nat, K+ 
y Ca?*. Al abrirse los canales se produce principalmente 
una entrada de Na*, lo que provoca la despolarización 
de la membrana postsináptica. Los canales permanecen 
abiertos durante aproximadamente un milisegundo, aun- 
que el tiempo exacto depende de la temperatura y de la 
especie. 

El control de la célula postsináptica requiere que la 
acetilcolina sea inactivada rápidamente, lo que sucede 
por dos mecanismos: a) dispersión de la acetilcolina por 
difusión, y b) degradación de la acetilcolina a colina y ace- 
tato por la enzima acetilcolinesterasa. Se piensa que esta 
enzima se encuentra en las cisternas periféricas del retí- 
culo endoplasmático liso de la neurona presináptica y es 
segregada al espacio intersináptico, quedando anclada a 
la membrana postsináptica; no obstante, existen datos 
que sugieren que es segregada por la célula postsinápti- 
ca. Cada molécula de acetilcolinesterasa puede hidrolizar 
hasta diez moléculas de acetilcolina por milisegundo. Par- 
te de esa colina vuelve al elemento presináptico en el re- 
ciclaje de membrana. 

Este tipo de sinapsis es bloqueada por determinados 
fármacos o tóxicos: la liberación de acetilcolina se blo- 
quea por la toxina botulínica; la entrada de colina en el 
elemento presináptico, que se realiza por transporte acti- 
vo, es bloqueada por la reserpina, y la unión de la acetilco- 
lina a su receptor es bloqueada por el curare (Fig. 16.46). 


Sinapsis aminérgicas 


La variedad más común de sinapsis aminérgicas es la 
sinapsis noradrenérgica, que aparece en axones de la 
segunda neurona del sistema nervioso simpático, en 
las terminaciones de la glándula pineal y de nervios es- 
plácnicos y en algunas terminaciones nerviosas sobre 
el músculo liso y las glándulas (véase Fig. 16.42.B). 

Las sinapsis aminérgicas presentan vesículas de 60 nm 
que contienen el neurotransmisor unido a un gránulo 
denso constituido por la proteína cromogranina A. Este 
granulo sólo se aprecia bien con fijación en MnO,K o in- 
cubando con aminas antes de la fijación. Hay algunas ve- 
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Figura 16.46. Esquema de una 
sinapsis colinérgica. 


sículas grandes (de 100 nm con un gránulo denso de 
unos 30 nm) y vesículas de 60 nm sin contenido denso, 
parecidas a las colinérgicas (véase Fig. 16.43). 

El neurotransmisor proviene de la tirosina que viaja 
por el axón hasta el elemento presináptico. Allí la enzi- 
ma tirosina hidroxilasa convierte la tirosina en dihidro- 
xifenilalanina (DOPA) (Fig. 16.47). El siguiente paso es la 
formación de dopamina (DA) por la enzima DOPA des- 
carboxilasa. Si la vesícula es dopaminérgica, aquí se 
termina la síntesis: 


Tirosina = DOPA = Dopamina 


T T 
Tirosina DOPA 
hidroxilasa descarboxilasa 


Si la vesícula es noradrenérgica, la enzima dopamina 
B-hidroxilasa convierte la dopamina en noradrenalina: 


Dopamina = Noradrenalina 
T 


Dopamina B-hidroxilasa 


Si el neurotransmisor es adrenalina, ésta se obtiene a 
partir de la noradrenalina por la enzima feniletanolamina 
N-metil transferasa: 


Noradrenalina = Adrenalina 


a 


Feniletanolamina N-metil transferasa 


El neurotransmisor sintetizado penetra en las vesicu- 
las, donde se une a la cromogranina A que hay en su in- 
terior. El acoplamiento requiere Mg?* y ATP. 

En la hendidura sináptica se liberan la proteína, el 
neurotransmisor y ATP. En el caso de la noradrenalina, 
la cantidad que se libera en cada potencial de acción 
depende de la cantidad de noradrenalina que se en- 
cuentre en la sangre y de la que se haya formado en el 
axón. 

La noradrenalina liberada puede seguir tres cami- 
nos: a) unirse a los receptores del elemento postsinápti- 
co para producir el estímulo nervioso; b) ser degradada 
por la enzima catecol ortometil transferasa convirtién- 
dose en catabolitos ortometilados; y c) reintegrarse a la 
terminación axónica por transporte activo. 
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Figura 16.47. Esquema de una 
sinapsis noradrenérgica. DA: do- | | Ss 

pamina. DOPA: dihidroxifenilala- Receptores de X. Catabolito 
nina. NA: noradrenalina. noradrenalina (NA) `: Bloqueo por clorpromazina y haloperidol ortometilado 


La acción de ciertos fármacos modifica estos proce- 
sos: los antidepresivos (nialamida, catrón, etc.) y las an- 
fetaminas estimulan la liberación de noradrenalina, mien- 
tras que la clorpromazina y el haloperidol inhiben la 
unión de la noradrenalina al receptor (Fig. 16.47). 


— Sinapsis con el segmento inicial. Se observan 
en el cerebelo, donde las establecen las células 
en cesta sobre las células de Purkinje (véase Fig. 
16.13.G). El elemento postsináptico presenta 
una pérdida del material denso subplasmalémi- 
co característico del segmento inicial axónico. 

— Sinapsis con el terminal axónico. Se establecen 
en la retina y el bulbo olfatorio. Tanto el elemen- 
to presináptico como el postsináptico poseen 


ALGUNAS SINAPSIS QUÍMICAS PECULIARES 


1. Axo-dendríticas. Suelen ser excitadoras. Las si- 


napsis de este tipo sobre troncos dendríticos 
gruesos son morfológicamente del tipo ll, mien- 
tras que las que se establecen sobre dendritas 
más finas y sobre las espinas dendríticas suelen 
ser del tipo | (Fig. 16.48.A y véase Fig. 16.42.C). 

. Axo-somáticas. Cuando sobre un mismo perica- 
rion hay pocas sinapsis de este tipo, éstas suelen 
ser del tipo Il; en cambio, si hay muchas, éstas 
suelen ser del tipo | (Fig. 16.48.B). 

. Axo-axónicas. El elemento postsináptico es el 
segmento inicial de un axón o bien un terminal 
axónico. Ocasionalmente pueden producirse tam- 
bién en un nódulo de Ranvier. Suelen ser inhibi- 
doras y se presentan frecuentemente en dos mo- 
dalidades: 


vesículas sinápticas. En las células amacrinas de 
la retina estos axones son muy cortos y, morfo- 
lógicamente, son intermedios entre axones y den- 
dritas, por lo que se denominan telodendron 
(véase Fig. 16.14.C). 


. Dendro-dendriticas. En general, las dendritas no 


suelen ser elementos presinápticos pero hay algu- 
nas excepciones que se pueden considerar verda- 
deras sinapsis entre dendritas. Así, en el tálamo 
se observan sinapsis entre dendritas del tipo Il. 
Estas sinapsis muestran vesículas pequeñas y cla- 
ras, como las colinérgicas, aunque achatadas, por 
lo que se consideran inhibidoras. 


. Somato-somáticas y somato-dendríticas. Estos ti- 


pos de sinapsis son muy infrecuentes y se han 
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Figura 16.48. A: Sinapsis axo-dendríticas (flechas) en glomérulo. AX: axón. D: dendrita. RER: retículo endoplasmático rugo- 
so. V: vesículas de forma oval-alargada y con contenido claro. X30 000. B: Sinapsis axo-somáticas (flechas) con vesículas de 
forma oval-alargada y con contenido claro (V). Cabezas de flecha: cisterna subplasmalémica. AX: axón. SO: soma neuronal. 
RER: retículo endoplasmático rugoso. X20 000. C: Sinapsis en cinta (flecha) en la glándula pineal. X20 000. 


J 


descrito en ganglios simpáticos de los mamíferos 
y en el techo óptico de los anfibios. 


. Sinapsis recíprocas. En algunas uniones sinápticas 


ambos elementos neuronales en contacto contie- 
nen vesículas sinápticas, es decir, los dos elemen- 
tos actúan como elemento presináptico y postsi- 
náptico a la vez. Esta sinapsis se establece en el 
bulbo olfatorio entre granos y células mitrales (Fig. 
16.49.A) y también en algunas sinapsis dendro- 
dendríticas. El grado de activación de una u otra 
célula determina en cada momento la dirección de 
los impulsos. 


. Glomérulo o sinapsis en serie. Este término desig- 


na series de sinapsis en cadena (a veces algunas 
son recíprocas), que se establecen entre elemen- 
tos axónicos y dendríticos situados en un espacio 
muy pequeño, determinando un circuito de infor- 
mación (véase Fig. 16.48.A). 

Un ejemplo es la sinapsis axo-axo-dendrítica 
que se establece en el cerebelo entre: a) el axón 
de una neurona de Golgi tipo II, que actúa como 
elemento presináptico; b) el terminal axónico de 
una fibra musgosa, que actúa como elemento pos- 


tsináptico del axón anterior y de elemento presi- 
náptico del elemento siguiente; y c) una o varias 
dendritas de granos (Fig. 16.49.B). El conjunto se 
conoce como glomérulo cerebeloso. 

Otro ejemplo se observa en la retina, en la si- 
napsis entre: a) el axón de una célula bipolar; b) 
varias terminaciones telodéndricas de células ama- 
crinas; y c) una dendrita de una célula ganglionar. 
En este glomérulo, el axón de la célula bipolar y 
los telodendros de las células amacrinas estable- 
cen sinapsis recíprocas entre sí y, a su vez, ambos 
son elementos presinápticos de la célula ganglio- 
nar (Fig. 16.50.A). 


. Sinapsis en cinta. En algunas sinapsis, los elementos 


presinápticos muestran las vesículas sinápticas alre- 
dedor de una barra de material denso (cinta sinápti- 
ca), que se dispone perpendicularmente a la mem- 
brana plasmática (Fig. 16.50 y véase Fig.16.48.C). 


Estas sinapsis pueden ser del tipo normal; por ejem- 
plo, las que se observan en la glándula pineal (véase 
Fig. 16.48.C) y las que se establecen entre las células 
neuroepiteliales del oído (órgano de Corti, canales se- 
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Terminación axónica 
de una célula granular 
del bulbo olfatorio 


Sinapsis 


Figura 16.49. A: Sinapsis recí- 
proca entre el axón de una célula 
granular del bulbo olfatorio con 
la dendrita de una célula mitral. 
B: Sinapsis en serie (axo-axoden- 
drítica) en la corteza cerebelosa. 
La sinapsis se establece entre un 
axón de una neurona Golgi de ti- 
po II y el axon de una fibra mus- 
gosa, y entre este axón y dendri- 
tas de los granos. A 


Dendrita 


Sinapsis 
dendro-axónica 


axo-dendrítica 


Célula mitral del 
bulbo olfatorio 


Axon de célula Golgi tipo II 


Sinapsis axo-axónica 


Axón de fibra musgosa 


Sinapsis 
__—axo-dendrítica 


Dendrita de grano del cerebelo 


micirculares, utrículo y sáculo), que presentan cintas si- 
nápticas, y las dendritas de neuronas cuyo pericarion se 
encuentra en ganglios nerviosos del oído (Fig. 16.50.B). 
Pero también pueden ser sinapsis del tipo en serie, co- 
mo la sinapsis antes citada entre el axón de una célula 
bipolar, varios telodendros de células amacrinas y una 


dendrita de una célula ganglionar. En ese glomérulo, el 
axón de la célula bipolar presenta varias cintas sinápti- 
cas (Fig. 16.50.A). Otro ejemplo, también en la retina, es 
la sinapsis entre el axón de un fotorreceptor, dendritas 
o axones de células horizontales, y la dendrita de una 
célula bipolar. 


Terminación | 
axónica de una 


célula bipolar J 


Sinapsis 
en cinta 


Terminal Dendrita 
de célula de célula 
S amacrina ganglionar 


Célula sensorial 
vestibular tipo | 


Terminaciones 
de células 
amacrinas 


Terminación 
nerviosa 


Sinapsis 
en cinta 


| 


Figura 16.50. A: Sinapsis con cintas sinápticas en la retina. La sinapsis se establece entre el axón de una célula bipolar, varias 
prolongaciones de células amacrinas y una dendrita de una célula ganglionar. B: Sinapsis en cinta presentes en los órganos del 


oído y del equilibrio. 
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TEJIDOS VEGETALES. CLASIFICACIÓN 


Los organismos vegetales multicelulares se disponen for- 
mando tejidos y órganos, pero éstos difieren según el ni- 
vel de organización. En el nivel inferior están las talofitas, 
en las que no hay tejidos diferenciados en sentido estric- 
to, sino simplemente un conjunto de células, algunas de 
las cuales alcanzan una cierta especialización. 

Entre las talofitas, en las más sencillas, como las clo- 
rofíceas o algas verdes, no existe especialización de las 
células para la realización de distintos trabajos. Estas 
células aparecen aisladas o reunidas en colonias que 
forman filamentos, láminas o masas celulares más o 
menos voluminosas. Su única especialización radica en 
la reproducción. 

Las talofitas superiores, como las algas feofíceas o 
algas pardas, poseen ya una cierta especialización celu- 
lar. En algunas especies, el talo se divide en varias por- 
ciones funcional y morfológicamente algo especializa- 
das. Así ocurre en Fucus y en Laminaria, en cuyo talo 
se pueden distinguir tres porciones: rizoidal, cauloide y 
frondina, esta última con los esporangios agrupados en 
soros. 

Un escalón más alto se encuentra en los musgos, 
donde existe ya una diferenciación real de grupos celu- 
lares en los rizoides, tallos y hojas. 

Las cormofitas o plantas superiores presentan ya 
una verdadera diferenciación celular en tejidos. 

Tejido es un grupo de células de origen, estructura y 
funciones comunes. No obstante, esta definición hay 
que tomarla en sentido amplio, pues la estructura y la 
función pueden variar en un mismo tejido. Por ejemplo, 
en la epidermis las células estomáticas y las glandula- 
res difieren mucho entre sí y con respecto a las células 
epidérmicas normales. Una clasificación muy simple de 
los tejidos permite dividirlos en dos grupos: 


1. Tejidos simples, con un solo tipo celular, como 
por ejemplo el parénquima, el colénquima y el es- 
clerénquima. 

2. Tejidos compuestos, con varios tipos celulares, 
como por ejemplo el xilema, el floema y la epider- 
mis. 


Si atendemos a su función, los tejidos se pueden cla- 
sificar en los siguientes tipos: 


1. Meristemos. Están constituidos por células proli- 
ferantes responsables del crecimiento y desarro- 
llo de la planta. 

2. Parénquima. Está formado por células más dife- 
renciadas, que desempeñan funciones fotosintéti- 
cas (parénquima asimilador) o de almacén de sus- 
tancias nutritivas como agua, almidón, y otras 
(parénquima de reserva). 

3. De sostén. Están constituidos por células especia- 
lizadas, con paredes muy engrosadas para cum- 
plir esa misión. Son el colénquima y el esclerén- 
quima. También los vasos contribuyen al sostén 
de la planta, sobre todo los leñosos. 

4. Vasculares o conductores. Representan el sistema 
circulatorio de la planta. Son el leño o xilema y el 
líber o floema. 

5. Protectores. Protegen de la pérdida de agua y de 
la acción de agentes externos. Son la epidermis y 
la peridermis. 

6. Secretores. Hay tejidos secretores que forman parte 
de la epidermis, como las glándulas y pelos, y otros 
internos, como las células que forman los conductos 
resiníferos o las que constituyen bolsas oleíferas. 


De todos los tejidos el más primitivo es el parénqui- 
ma. Se podría decir que, en los vegetales inferiores, el 
único tejido es un parénquima poco diferenciado. Al 
complicarse las necesidades, el parénquima se va dife- 
renciando en otros tejidos. Así, al pasar al medio terres- 
tre, las plantas necesitan una superficie limitante con el 
medio externo, de modo que la capa más externa del 
parénquima se transforma en epidermis. Con el de- 
sarrollo en volumen de la planta, que debe sostenerse 
en el espacio aéreo, surgen tejidos de sostén que man- 
tienen su estructura. También debe surgir un tejido con- 
ductor que transporte las sustancias. El mismo creci- 
miento, que en los vegetales inferiores se produce en 
todo el vegetal, queda limitado aquí a unas células que 
forman los meristemos. 
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MERISTEMOS 


Tanto los vegetales superiores como los animales pro- 
ceden de una única célula huevo o cigoto, que se irá di- 
vidiendo para formar el embrión. Éste se caracteriza por 
ser un conjunto de células escasamente diferenciadas 
que sufren divisiones mitóticas. A medida que se van 
produciendo estas divisiones, las células originadas se 
van diferenciando, especializándose para dar lugar a los 
diferentes tejidos del cuerpo del organismo vegetal o 
animal de que se trate. Sin embargo, existen notables 
diferencias entre los organismos vegetales y los anima- 
les en cuanto al desarrollo posterior. 

En los animales, una vez terminado el crecimiento 
corporal al alcanzar la edad adulta, el organismo no si- 
gue creciendo. La renovación celular tiene lugar en el 
animal porque hay tejidos cuyas células continúan pro- 
liferando y renovándose (epitelios, células sanguíneas, 
hueso), pero los órganos no aumentan de tamaño ni, 
desde luego, se siguen formando nuevos brazos, pier- 
nas o cabezas en ese organismo. 

En los vegetales superiores también ha tenido lugar 
una especialización de los tejidos, pero el organismo 
conserva determinadas zonas, denominadas meriste- 
mos, ocupadas por células que son capaces de hacer cre- 
cer al organismo vegetal no sólo aumentando el volu- 
men de sus órganos (tallo, raíz, hojas, flor), sino también 
multiplicando el número de éstos. Por ello, se puede de- 
cir que los vegetales, incluso los más evolucionados, no 
son más que una repetición de estructuras más o menos 
simples (muchas ramas, cada una con muchas hojas y 
muchas flores), que son cada vez más numerosas a me- 
dida que pasa el tiempo, sin que tenga lugar un proceso 
de envejecimiento comparable al de los organismos ani- 
males. 

Los meristemos pueden considerarse tejidos em- 
brionarios que persisten en la planta durante toda su vi- 
da y que son responsables de ese crecimiento perma- 
nente de la planta, gracias a la capacidad de división y 
diferenciación. Los restantes tejidos del cuerpo de la 
planta realizan otras funciones, aunque algunos son 
también susceptibles de división (p. ej., el parénquima). 

Los meristemos no desaparecen, pues al dividirse 
estas células algunas de las células hijas originarán cé- 
lulas diferenciadas que dan lugar a uno o varios tipos 
celulares, mientras que otras células hijas no se diferen- 
cian y conservarán el carácter meristemático primitivo, 
lográndose así que algunos meristemos sean algo per- 
manente. Estas células que permanecen siempre meris- 
temáticas reciben el nombre de células iniciales, mien- 
tras que las que se diferenciarán después en las células 
de los demás tejidos se denominan células derivadas. 

No obstante, también hay indicios de que ciertas cé- 
lulas diferenciadas pueden adquirir capacidad meriste- 
mática en determinadas condiciones. Son los meriste- 
mos secundarios. En estos casos se ha perdido la 
continuidad en la línea meristemática. Hay también cé- 
lulas meristemáticas, que, derivadas directamente de 


las células embrionarias, no se sitúan en el grupo de cé- 
lulas iniciales sino entremetidas en tejidos diferencia- 
dos, donde permanecen inactivas hasta que, en un mo- 
mento determinado inician su actividad. Son los 
meristemos remanentes. Estas diferencias (desdiferen- 
ciación o permanencia latente del carácter meristemáti- 
co) en cuanto al origen de las células meristemáticas 
que desarrollan actividad tardía son claras desde el 
punto de vista conceptual, pero resultan difíciles de es- 
tablecer en la práctica, pues aunque es fácil determinar 
cuándo comienza a actuar un meristemo, no lo es tanto 
establecer su origen. Por tanto, los términos meriste- 
mos secundarios y meristemos remanentes, utilizados 
a veces indistintamente, son conceptualmente diferen- 
tes: así como el término secundario hace más hincapié 
en la actividad tardía, el término remanente indica una 
continuidad con los meristemos iniciales. 


Existen diversas clasificaciones de los meristemos aten- 
diendo a diferentes criterios, tales como la localización 
en la planta, el momento de aparición, la continuidad 
con la línea meristemática y el sentido del crecimiento. 
Las dos clasificaciones más utilizadas son las siguientes: 


SEGÚN SU LOCALIZACIÓN EN LA PLANTA 


Dependiendo de la zona de la planta en que se sitúen, 
los meristemos se dividen en: 


1. Apicales. Se sitúan en los extremos de las ramas 
del tallo (Fig. 17.1) y de las raíces (Fig. 17.2). 

2. Laterales. Forman un cilindro alrededor de las ra- 
mas y raíces; este cilindro se sitúa en la parte más 
externa (felógeno) o a cierta profundidad, en el 
sistema vascular (cambium vascular). 

3. Intercalares. Se sitúan en la base de los entrenu- 
dos del tallo. 


SEGÚN EL MOMENTO DE SU APARICIÓN 


Según el momento en el que se han formado o, al me- 
nos, se han manifestado, los meristemos pueden ser 
primarios y secundarios. En relación con la clasificación 
anterior, los meristemos apicales e intercalares serían 
primarios, mientras que los laterales serían secunda- 
rios. Aunque la mayoría de los autores aceptan esta 
agrupación, el criterio para establecer si un meristemo 
es primario o secundario suele ser discutido. Existen 
cuatro posturas: 


1. Continuidad con las células meristemáticas inicia- 
les. Los meristemos primarios serían aquellos que 
mantienen directamente su continuidad con las 
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tuando los intercalares y apicales de las ramas, que 
son primarios. 

3. Situación topográfica. Otros autores relacionan la 
clasificación en meristemos primarios y secunda- 
rios con la clasificación topográfica enunciada más 
arriba: los meristemos apicales serían primarios, y 
los laterales, secundarios. Sin embargo, esta super- 
posición de ambas clasificaciones (según la locali- 
zación y según el origen o momento de aparición) 
también es problemática puesto que los meriste- 
mos intercalares, que son primarios, no se encuen- 
tran en los brotes apicales sino en la base de los en- 
trenudos. 

4. Dirección del crecimiento. El criterio más claro pa- 
ra clasificar los meristemos en primarios y secun- 
darios se basa en el sentido o dirección del cre- 
cimiento. Con independencia de que aparezcan 
pronto o tarde y de que deriven directamente o no 
de células meristemáticas, los meristemos prima- 
rios (apicales e intercalares) son los responsables 
del crecimiento en longitud de la planta, mientras 
que los meristemos secundarios (felógeno y cam- 
bium vascular) son los responsables del crecimien- 
to en espesor. Todos los meristemos secundarios 
son laterales, pero no todos los primarios son api- 
cales. 


Figura 17.1. Sección longitudinal del ápice caulinar de 
Evonimus japonica que muestra el grupo de células meris- 
temáticas apicales (flecha blanca), cordones procambiales 
(flecha negra) y los esbozos de las hojas (cabezas de fle- 
cha). Fucsina ácida-verde yodo. X20. 


y 


células meristemáticas iniciales, mientras que los 
secundarios serían aquellos que no la mantienen, 
sino que proceden de la desdiferenciación de cé- 
lulas de tipo parénquima. Sin embargo, es difícil 
distinguir entre meristemos primarios y secunda- 
rios atendiendo a la conservación o pérdida de la 
capacidad proliferativa. Así, por ejemplo, el cam- 
bium vascular, que es un meristemo secundario, 
proviene generalmente del procambium, que es un 
meristemo primario. Por otra parte, los meristemos 
intercalares, que son considerados primarios, pue- 
den quedar remanentes durante un tiempo antes 
de actuar, y quizá sus células hayan alcanzado cier- 
to nivel de diferenciación en el lugar que ocupan 
(base de los entrenudos) para no interrumpir los 
componentes del tallo, pudiendo estar incluso atra- 
vesadas por tejidos conductores. 

. Momento de actuación del meristemo. Otros au- 
tores consideran que el criterio para clasificar los 
meristemos en primarios y secundarios es el mo- 
mento en que actúan en la planta. Los meriste- 
mos primarios estarían ya desde el primer mo- 
mento ejerciendo sus efectos en ciertas partes de 
la planta; los secundarios manifestarían su efecto 
más tarde, con independencia de que estuvieran 
ya antes presentes (de un modo latente) o de que 
se hayan formado de nuevo. Serían identificables 
con el concepto de meristemos remanentes. Sin 
embargo, también es difícil distinguir entre meris- 
temos primarios y secundarios atendiendo al mo- 
mento de aparición, porque al mismo tiempo que 
actúan los meristemos secundarios, continúan ac- 


CLASIFICACIÓN GENERAL DE 
LOS MERISTEMOS 


De acuerdo con lo expuesto, la mayoría de los autores 
clasifican los meristemos del modo siguiente: 


1. Meristemos primarios (apicales e intercalares). Cau- 
san fundamentalmente el crecimiento en longitud 
de los órganos de la planta durante su primera eta- 
pa del desarrollo. Pueden ser de dos tipos: 


— Meristemos apicales. Están situados en los ápi- 
ces de brotes caulinares y raíces (tanto la rama 
principal del tallo o la raíz principal como las ra- 
mas y raíces laterales). Su origen se remonta al 
inicio del desarrollo embrionario, cuando se es- 
tablecen dos polos: apical y basal. En cada polo 
queda un grupo de meristemos apicales que, 
según la parte de la planta que desarrollan, se 
dividen en: 


e Caulinares. Su proliferación desarrolla del 
ápice caulinar, por el que irán creciendo el 
tallo y las hojas. Asimismo, en la fase repro- 
ductiva del crecimiento forman los órganos 
reproductores. 

e Radicales. Dan lugar al ápice radical por el 
que irá creciendo la raíz. 


— Meristemos intercalares. Son zonas de tejido 
primario, en crecimiento activo, situadas en la 
base de los entrenudos de las ramas, enten- 
diendo por nudos las bases de inserción de las 
hojas. También se observan en las vainas de las 
hojas de muchas monocotiledóneas, sobre to- 
do gramíneas. Aunque los meristemos interca- 
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Figura 17.2. A: Sección longitudinal del ápice radical de Allium cepa. Flecha: meristemo radical. Asterisco: zona de diferen- 
ciación celular. Estrella: caliptra. X150. B: Detalle de la zona meristemática que muestra células en mitosis. Orceína. X750. 


lares se incluyan en el grupo de los meristemos 
primarios, hay que tener en cuenta que la pri- 
mera región del brote caulinar, formada por la 
actividad del meristemo apical, no tiene real- 
mente todavía entrenudos. Éstos aparecen más 
tarde por divisiones celulares que se producen 
en los nudos. Gracias a la actividad de los me- 
ristemos intercalares, los nudos terminan que- 
dando separados entre sí por regiones de creci- 
miento intercalar (los entrenudos). Al principio 
hay divisiones celulares en todo el entrenudo 
joven, pero después la actividad meristemática 
reside únicamente en la base del entrenudo. 


2. Meristemos secundarios (laterales). Se localizan 


en los laterales de las ramas del tallo y de las rai- 
ces en aquellas plantas que, tras el crecimiento 
primario (en longitud), desarrollan un crecimiento 


secundario (en espesor). Se clasifican del siguien- 
te modo: 


— El cambium vascular y el cambium interfasci- 
cular. Son responsables del desarrollo en es- 
pesor de los tejidos internos de la planta, au- 
mentando el volumen del sistema conductor. 

— El cambium suberoso o felógeno. Forma la 
corteza protectora de la planta. 


DISPOSICIÓN 


Los meristemos apicales, tanto caulinares como radica- 
les, suelen presentar una forma cónica algo alargada, 
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por lo que también se les denomina conos vegetativos. 
Sus dimensiones varían generalmente entre 80 y 1500 
um de diámetro medio. En el tallo, las células iniciales del 
meristemo se localizan en el mismo límite del extremo 
apical, mientras que en la raíz las células meristemáticas 
quedan subyacentes a la caliptra o cofia que las protege. 


CARACTERÍSTICAS DE LAS CÉLULAS 
MERISTEMÁTICAS 


Las células de los meristemos apicales son muy simila- 
res a las embrionarias de las que proceden directamente. 
Son células indiferenciadas cuya principal característica 
es su capacidad para dividirse. Aunque parecen muy 
simples, desarrollan una actividad metabólica importan- 
te. Se dividen a gran velocidad, incluso cada pocas ho- 
ras, por lo que deben replicar la cromatina y el 100% de 
su volumen citoplásmico en ese breve período. Para ello, 
no sólo deben sintetizar proteínas, lípidos, hidratos de 
carbono y ácidos nucleicos; también deben transformar 
estos componentes y ensamblarlos en orgánulos. Las 
células meristemáticas son partes de la planta extraordi- 
nariamente dinámicas. Son pequeñas (10-20 um) e iso- 


diamétricas, y apenas dejan espacios intercelulares en- 
tre ellas. La proporción citoplasma/núcleo es menor 
que en las células vegetales diferenciadas, hasta el pun- 
to de que el núcleo puede constituir el 50% del volumen 
celular. La pared celular es delgada y consta de lámina 
media y pared primaria. No obstante, en algunos meriste- 
mos apicales se observan paredes primarias gruesas, con 
campos de poros primarios. Las células meristemáticas 
tienen pocos orgánulos, entre los que destacan los nume- 
rosos ribosomas libres y el complejo de Golgi, que forma 
varios dictiosomas. El retículo endoplasmático (liso y ru- 
goso) es escaso. Las mitocondrias son pequeñas y con 
pocas crestas. Los únicos plastidios existentes son pro- 
plastidios. Lo más característico (p. ej., muchas angiosper- 
mas) es la presencia de múltiples vacuolas muy pequeñas 
que están dispersas por todo el citoplasma. Sin embargo, 
en otras plantas (criptógamas vasculares y algunas gim- 
nospermas) se observan pocas vacuolas de gran tamaño. 
No se aprecian generalmente inclusiones citoplásmicas 
en los meristemos activos (Figs. 17.3 y 17.4). 

En los brotes de algunas plantas como la patata (So- 
lanum), los plastidios aparecen rodeados de cisternas 
de retículo endoplasmático rugoso, con ribosomas en 
ambas caras. Esta imagen sugiere un intercambio entre 


Figura 17.3. Microfotografía electrónica de células meristemáticas de la raíz de Phaseolus vulgaris. Se observan las dos célu- 
las hijas resultantes de una mitosis separadas por una delgada pared celular (flecha abierta). Los núcleos poseen un gran 
nucléolo central débilmente contrastado (N) y masas periféricas de cromatina que no se ha desespiralizado completamente 
(flecha). X6000. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia. Departamento de Morfología y Biología Celular. Universidad de Oviedo.) 
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Figura 17.4. Parte de dos células como las de la figura anterior observadas a mayor aumento. La envoltura nuclear presenta 
numerosos poros (cabezas de flecha) y conexiones (flecha grande) con el retículo endoplasmático (RE). Flecha pequeña: plas- 
modesmo. C: cromatina. D: dictiosoma. LM: lámina media. M: mitocondria. P: proplasto. PP: pared primaria. X20 000. (Corte- 
sía de R. Valera y D. Tolivia.) 


el plastidio y el retículo endoplasmático, en relación con 
la síntesis de sustancias. 

Existen variaciones estructurales en los meristemos 
en el período activo (principalmente primavera) e inacti- 
vo (invierno). Los meristemos durmientes suelen mos- 


trar mayor contenido de lípidos y de sustancias de reser- 
va, mayor número de vacuolas y escasos dictiosomas. 

Cuando se estudian los meristemos en el período de 
crecimiento de la planta, se observan en ellos todas las 
etapas del ciclo celular; lo que indica que las mitosis no 
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están sincronizadas. En general, esta asincronía es uni- 
forme, es decir, los porcentajes de células que en un mo- 
mento determinado se encuentran cursando cada una de 
las fases del ciclo son constantes. Esta cinética de equili- 
brio se cumple siempre que las condiciones ambientales 
sean constantes; cuando cambian las condiciones de luz, 
temperatura o humedad se producen variaciones. 

En las especies de vida larga los meristemos apica- 
les perduran durante toda la vida de la planta. Sin em- 
bargo, en algunas especies el meristemo caulinar apical 
muere después de producir un cierto número de hojas. 
Esta muerte es parte normal de la morfogénesis. Así, en 
Gleditsia y Euphorbia los brotes de las ramas inician su 
desarrollo normal, pero pronto comienzan a producir 
pequeñas hojas escamosas. Después, el brote se trans- 
forma: las células meristemáticas se alargan y esclerifi- 
can para dar lugar finalmente a una formación a modo 
de cuerno. 


PLANOS DE DIVISIÓN DE LAS CÉLULAS 
MERISTEMATICAS 


Respecto a cada división celular en particular 


La citocinesis de las células meristemáticas se realiza 
mediante el proceso de tabicación celular, por el que se 
forma una pared celular que separa ambas células hijas 
en el plano donde se dispusieron los cromosomas du- 
rante la metafase, normalmente en el ecuador celular. 
Si se eligen como puntos de referencia el eje principal 
del tallo o raíz y la superficie externa de estos órganos, 
se encuentran tres planos de división que determinan 
tres sentidos diferentes de crecimiento (Fig. 17.5): 


1. División periclinal o tangencial. Se realiza en pla- 
nos paralelos a la superficie del órgano. Produce 
un crecimiento en espesor del órgano. 

2. División anticlinal. Se realiza en planos perpendi- 
culares a la superficie del órgano. Estos planos 
pueden ser de dos tipos, y determinar dos modos 
de tabicación: 


— División anticlinal radial. El plano de división 
contiene el eje del órgano. Contribuye también 
al engrosamiento del órgano. 

— División anticlinal transversal. El plano de divi- 
sión es perpendicular al eje del órgano. Contri- 
buye al crecimiento en longitud. 


Respecto a una serie sucesiva de divisiones 


En una serie de sucesivas divisiones celulares, cada pla- 
no de división puede mantenerse paralelo al de la divi- 
sión anterior o cambiar de orientación, situándose por 
ejemplo perpendicular al plano formado anteriormente. 
El estudio de la secuencia de tabicación es importante, 
pues determina la forma en que crece la planta. Los tres 
tipos más frecuentes de división son: 


1. Según planos paralelos entre sí: meristemo en fila 
o hilera. Las células meristemáticas sufren sucesi- 
vas divisiones en las que los planos de división se 
mantienen paralelos entre sí; por ejemplo, una se- 
cuencia de divisiones en planos anticlinales trans- 
versales, que son perpendiculares al eje del me- 
ristemo y del órgano en que éste se encuentra 
(tallo o raíz). El resultado es la formación de co- 
lumnas de células, que hacen crecer uniforme- 
mente el cuerpo del tallo o raíz. 

2. Según dos planos perpendiculares entre sí: meris- 
temo en placa o laminar. Cuando alternan dos pla- 
nos de división perpendiculares entre sí (por ejem- 
plo, una tabicación periclinal con otra anticlinal 
radial), se originan láminas de células. Un creci- 
miento de este tipo se encuentra en el desarrollo 
de la hoja. 

3. Según tres planos perpendiculares entre si: me- 
ristemo de crecimiento en masa. Al combinarse 
tres planos de tabicación perpendiculares entre sí 
se originan bloques tridimensionales de células, 
cuya forma final depende de qué planos se han 
repetido más veces durante el crecimiento. Si los 
tres planos han ido alternando rigurosamente, la 
forma final será esférica. Este tipo de crecimiento 


TE 


Periclinal tangencial Anticlinal radial 


Anticlinal transversal 


Figura 17.5. Esquema de los tres 
planos de división de las células 
meristemáticas. 
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se observa en la formación de los granos de polen 
en la antera, del endosperma de la semilla y du- 
rante el desarrollo embrionario. 


CLASIFICACIÓN DE LOS MERISTEMOS 
APICALES SEGUN SU ORGANIZACION 
E HISTOGENESIS 


No todos los meristemos apicales presentan el mismo 
aspecto. No sólo hay variaciones de los caulinares a los 
radicales: incluso dentro de cada uno de estos dos tipos 
existen diferentes de unos grupos de plantas a otros. 
Esto ha dado lugar a diversas teorías que tratan de ex- 
plicar la diferenciación progresiva de las células meris- 
temáticas utilizando los diversos modelos de meriste- 
mos apicales que se exponen a continuación. 


Células iniciales apicales 


Este modelo de organización e histogénesis fue expues- 
to por Nageli (1844) y es aplicable sólo a los meriste- 
mos apicales de plantas pteridofitas y musgos. En los 
meristemos caulinares de la mayoría de las criptóga- 
mas vasculares se observan una o varias células inicia- 
les, que se caracterizan por su forma triédrica o tetraé- 
drica y porque se dividen en planos paralelos a sus 
caras, originando las células derivadas que irán diferen- 
ciando los tejidos de la planta. 

En el brote apical de algunas pteridofitas, como 
Equisetum, hay una sola célula inicial que es muy ca- 
racterística, pues tiene forma de pirámide trilátera, con 
la base convexa y mirando hacia el exterior de la planta 
(Fig. 17.6.A). Esta célula sufre sucesivas divisiones se- 
gún planos paralelos a cada una de las caras laterales, 
dando lugar a células derivadas. Las divisiones se pro- 
ducen de modo rigurosamente ordenado, de forma que 
por todas las caras hay el mismo número de divisiones. 
Las divisiones de las células derivadas en distintos pla- 
nos aumentan el número de células del meristemo. Así, 
paralelamente a cada cara se forman una serie de estra- 
tos celulares (Fig. 17.7). El más externo es el estrato epi- 
dérmico, al que sigue el estrato cortical y, en posición 
más interna, el cilindro central o estela. De estos estra- 
tos derivarán la epidermis, la corteza y el cilindro cen- 
tral, respectivamente. 

Los meristemos radicales de estos helechos son basi- 
camente iguales que los del brote apical: existe una célu- 
la trilateral piramidal que se divide en planos paralelos a 
sus caras. La diferencia entre ambos meristemos reside 
en que mientras que en el tallo no se producen divisio- 
nes en el plano de la cara basal, en la raíz también se for- 
man planos de tabicación paralelos a esta cara, cuyas cé- 
lulas derivadas formarán la caliptra (Fig. 17. 6.B). 

La misma teoría permite explicar el meristemo apical 
de otros helechos y criptógamas vasculares con más de 
una célula inicial; se habla entonces de grupo de células 
iniciales. Estas células actúan como la célula inicial úni- 
ca, pero nunca dan lugar a células derivadas en las ca- 
ras en contacto con las otras células iniciales porque se 
destruiría el grupo de células iniciales. 


Los tres histógenos 


La teoría de las células iniciales apicales sólo es aplica- 
ble a las criptógamas vasculares. En los meristemos ra- 
dicales y caulinares de la mayoría de las plantas faneró- 
gamas lo que hay es un grupo de células iniciales, en 
las que Hanstein (1868) distinguió tres células o grupos 
de células diferentes entre sí, que denominó históge- 
nos. Cada histógeno difiere de los otros no tanto morfo- 
lógicamente como en su determinación para dar lugar a 
una región concreta de la planta. Los tres histógenos 
caulinares y las regiones de la planta a las que dan lugar 
cada uno de ellos son (Fig. 17.8): 


1. El dermatógeno. Constituye el estrato celular más 
externo, del que derivará la epidermis. 

2. El periblema. Consiste en una o varias capas de 
células que quedan situadas inmediatamente sub- 
yacentes al dermatógeno y originan la corteza. 

3. El pleroma. Forma una masa celular más interna 
que el periblema y origina el cilindro central, el 
cual incluye el sistema vascular y el parénquima 
medular. 


Para algunos autores, estos tres histógenos no se 
dispondrían como tres capas superpuestas sino como 
tres anillos concéntricos. El más externo sería el derma- 
tógeno, seguido del periblema; el pleroma constituiría 
la zona más interna. 

En las raíces hay que tener en cuenta además la for- 
mación de la caliptra (Fig. 17.6.C). En las dicotiledóneas 
y gimnospermas, la caliptra se origina a partir del der- 
matógeno, igual que la epidermis. Sin embargo, en las 
raíces de monocotiledóneas el dermatógeno sólo pro- 
duce la caliptra, y la epidermis se origina a partir del pe- 
riblema, junto con la corteza. 

Para las raíces de algunas plantas en las que estos 
tres histógenos no son tan evidentes, algunos autores 
suponen que, más que tres histógenos, hay unas célu- 
las madre permanentes centrales que se diferenciarán 
en tres grupos celulares, los cuales se comportarán como 
los histógenos: 1) el caliptrógeno, que se comportaría 
como el dermatógeno; cuando da lugar exclusivamente 
a la caliptra (monocotiledóneas), se habla de meriste- 
mos cerrados, mientras que si origina conjuntamente la 
epidermis (dicotiledóneas y gimnospermas) se habla de 
meristemos abiertos; 2) las células madre corticales, 
que equivalen al periblema; y 3) el meristemo del cilin- 
dro central, que equivale al pleroma. 


Túnica-corpus 


La teoría de que los histógenos son zonas determinadas 
a originar una parte concreta de la planta ha sido muy 
criticada. La teoría de la túnica-corpus representa una 
alternativa aplicable a los mismos meristemos, sin la 
carga conceptual de la determinación. Según esta teo- 
ría, en los ápices caulinares de la mayoría de las plantas 
fanerógamas no se encuentran tres histógenos, sino un 
grupo de células iniciales denominado cono vegetativo 
en el que se distinguen dos zonas morfológicamente 
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Figura 17.6. A: Brote apical caulinar del helecho Nephrolepsis. Se observa la célula tetraédrica inicial (flecha), flanqueada por 
dos células derivadas. B: Brote apical de la raíz del helecho Nephrolepsis. La cara más apical (más abajo) de la célula tetraédri- 
ca inicial (flecha) está recubierta por caliptra (estrella). C: Brote apical de la raíz de trigo. La flecha señala los tres histógenos. 
Estrella: caliptra. D: Brote apical caulinar de Coleus en el que se observa la túnica (dos capas celulares señaladas por las fle- 
chas) y el corpus (asterisco). E: Brote apical caulinar de Aesculus que muestra el grupo de células madre iniciales (CMC). Se 
distinguen los cordones de procambium X250. (Micrografías de Mauseth, Integrative Biology. University of Texas.) 


distintas, debido a diferencias en los planos de tabica- 
ción de las células iniciales. Schmidt (1924) denominó a 
estas zonas túnica y corpus (Fig. 17.9). 


cie (Fig. 17. 6.D). La capa más externa de la túnica 
origina la epidermis, mientras las más internas 
originan parte de la corteza. 

2. El corpus o cuerpo del cono vegetativo, también lla- 


1. La túnica o manto es la zona más externa y está mado núcleo, es la masa celular más interna y está 


formada por células cúbicas, que se dividen sólo 
anticlinalmente, aunque en algunas monocotile- 
dóneas y gimnospermas se han descrito también 
divisiones periclinales. Estas células forman des- 


constituida por células poligonales que se dividen 
en cualquier plano. Origina los tejidos restantes de 
la planta no diferenciados a partir de la túnica. 


de una capa (túnica monoestratificada) hasta cua- No siempre se distingue bien entre túnica y cuerpo, 
tro capas (túnica multiestratificada) de células, y el número de células que integran estas capas varía 
con las caras más alargadas paralelas a la superfi- de unas especies a otras. No se ha definido bien qué 
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Vista desde arriba 


Célula apical inicial 


~ 


Sección longitudinal 


Figura 17.7. Esquema del desarrollo de los ápices caulinar 
y radical a partir de una célula tetraédrica apical inicial. 


partes de la planta se diferencian de la túnica y cuáles lo 
hacen del corpus; estas partes varían según la especie y 
el número de capas que compongan la túnica. 


Grupo apical de células iniciales 
y células madre 


En los ápices caulinares de muchas plantas faneróga- 
mas, la zona denominada corpus no es tan simple co- 
mo en la descripción de Schmidt. En estas plantas, las 
células meristemáticas del brote apical constituyen una 
complicada distribución de células que difieren por su 
tamaño, grosor y orientación de las paredes celulares y 
la afinidad tintorial (Fig. 17.6.E). Se han distinguido va- 
rias zonas que en algunas plantas, como Mammillaria y 
Pinus, se pueden delimitar con precisión (Fig. 17.10): 


1. Un grupo apical de células iniciales (equivalente a 
la túnica o manto), de aspecto tabular y que, por 
divisiones anticlinales, originan la zona superficial 
que terminará diferenciando la epidermis. 


Cilindro central 


Corteza 
Pleroma 
Periblema 

Dermatógeno 


Epidermis 


Caliptra 


Dicotiledóneas y 
gimnospermas 


Monocotiledóneas 


Figura 17.8. Esquema del desarrollo de la raíz según la 
teoría meristemática de los tres histógenos. El dermatógeno 
origina la epidermis y caliptra en las dicotiledóneas y gim- 
nospermas, mientras que en las monocotiledóneas sólo ori- 
gina la caliptra. En estas últimas, la epidermis se forma a 
partir del periblema junto con la corteza. El pleroma sólo 
forma el cilindro central en ambos tipos de plantas. 


2. Una masa de células madre centrales, constituida 
por células grandes, isodiamétricas, vacuoladas y 
de paredes gruesas. Estas células provienen de las 
iniciales apicales y, por divisiones anticlinales y pe- 
riclinales, originan dos zonas cuyas células se dis- 
tinguen de las células madre centrales por ser más 
pequeñas y por su aspecto tabular. Estas zonas son: 


S 
Túnica 
Corpus 
Meristemo fundamental 
Cordón procambial Primordio de hoja 

Figura 17.9. Esquema de la teoría meristemática de la tú- 

nica-corpus. 
J 


é > 


Grupo apical inicial 


Células madre 
centrales 


Zona superficial 


Zona periférica (meristemo lateral) 


Meristemo en fila 


Figura 17.10. Esquema de la teoría meristemática del gru- 
po apical de células iniciales. 


E 


— La zona periférica, subyacente a la zona super- 
ficial, formada por células que se tiñen inten- 
samente y que se dividirán anticlinalmente pa- 
ra diferenciar la corteza, el procambium y los 
primordios foliares. 

— El meristemo en fila o medular, bajo la zona 
periférica, constituido por células con afinidad 
tintorial intermedia entre las células de la zona 
periférica y las células madre. Se dividirán for- 
mando varios cordones de células, en el senti- 
do del eje del tallo, para constituir la médula. 


Concepto de centro quiescente 


El concepto de centro quiescente es una teoría alternati- 
va a la de la organización del ápice por las células inicia- 
les, y se ha aplicado con diversos nombres (como me- 
ristemo latente o meristemo de espera), tanto a los 
ápices caulinares como a los radicales, aunque ha sido 
más estudiado en la raíz. 

El centro quiescente designa una región localizada 
junto al grupo de células iniciales, en posición más api- 
cal (junto a la caliptra) (véase Fig. 20.10.A). Las células 
de este centro, a diferencia de las iniciales, se caracteri- 
zan por el bajo nivel o incluso la ausencia de incorpora- 
ción de timidina, lo que indica que estas células no se 
dividen o que lo hacen muy lentamente. Se piensa que 
constituyen una reserva de células genéticamente sa- 
nas, que pueden sustituir a las células meristemáticas 
cuando éstas resultan dañadas, por ejemplo, por lesio- 
nes de causa mecánica al avanzar la raíz. Tras regene- 
rarse las células meristemáticas, se forma de nuevo un 
centro quiescente. 


Denominación de las células meristemáticas 
derivadas según la parte de la planta 
que diferencian 


Los diferentes modelos de organización de los meriste- 
mos apicales (según el grupo de plantas y las diferentes 
teorías histogenéticas con su terminología particular) 
crean un problema terminológico cuando se trata de de- 
signar a los meristemos con un criterio único para todas 
las plantas. Para evitar este problema, los diferentes 
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grupos de células derivadas (sea cual sea el modelo de 
meristemo apical) se suelen denominar según la parte 
de la planta que van a diferenciar, del siguiente modo: 


1. La protodermis es la capa de células derivadas 
que originará la epidermis. 

2. El procambium es la capa de células que originará 
los tejidos vasculares primarios: xilema primario 
(primero aparece el protoxilema y después el me- 
taxilema) y floema primario (protofloema y meta- 
floema). Del procambium surgirá también el cam- 
bium vascular. 

3. El meristemo fundamental es el grupo de células 
derivadas que dará origen al resto de los tejidos 
de la planta (fundamentalmente parénquima). 


CAMBIUM VASCULAR 


Disposición 


El cambium vascular es el meristemo secundario que, 
tanto en los tallos como en las raíces, forma el xilema y 
el floema secundario. El cambium típico es el de las di- 
cotiledóneas y gimnospermas. El origen del cambium 
vascular parece residir en el procambium, el cual, una 
vez finalizado el crecimiento primario, en lugar de pro- 
ducir metaxilema y metafloema produce xilema y floe- 
ma secundarios (Fig. 17.11). Sin embargo, otros autores 
piensan que el cambium procede de la desdiferencia- 
ción de tejidos parenquimáticos. Esta afirmación es vá- 
lida para las monocotiledóneas con crecimiento secun- 
dario (cuyo sistema vascular secundario se desarrolla 
de modo muy diferente al de las dicotiledóneas y gim- 
nospermas), y también para lo que denominaremos 
cambium interfascicular (que origina el sistema vascu- 
lar en áreas desprovistas de sistema vascular primario). 

El cambium vascular se localiza inicialmente entre el 
metaxilema y metafloema, y con el desarrollo del siste- 
ma vascular secundario no desaparece, sino que persis- 
te entre la última capa de xilema formada y la última de 
floema. El cambium vascular puede adquirir dos dispo- 
siciones en la planta que dependen de la posición inicial 
del procambium (Fig. 17.11): 


1. Un cilindro que, en los cortes transversales, se 
observa como un anillo completo que divide el ta- 
llo o la raíz en dos zonas (por fuera y por dentro 
del cambium). En este caso, el sistema vascular 
originado adquiere la forma de un cilindro conti- 
nuo, con el floema en el exterior del cambium y el 
xilema en el interior. 

2. Un número variable de cordones de células cam- 
biales equidistantes que en el corte transversal 
aparecen como puntos. Cuando esto ocurre, los 
tejidos vasculares secundarios forman haces o 
cordones separados y el cambium vascular queda 
limitado a estos cordones (cambium fascicular). 
Entre los cordones de cambium fascicular suele 
desarrollarse un cambium interfascicular, que ori- 
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Figura 17.11. Desarrollo del sis- 
tema vascular del tallo o la raíz. El 
procambium puede formar un ani- 
llo continuo o varios cordones que 
configuran un círculo incompleto. 
A partir del anillo continuo de pro- 
cambium se diferencia un anillo 
continuo de sistema vascular. A 
partir de los cordones procambiales 
se diferencian varios cordones vas- 
culares. Cada cordón queda consti- 
tuido por floema (hacia fuera) y xi- 
lema (hacia dentro), separados por 
el cambium vascular que posibilita 
el crecimiento secundario del siste- 
ma vascular. Los cordones quedan 
unidos por células meristemáticas, 
posiblemente procedentes de célu- 
las parenquimáticas desdiferencia- 
das, que constituyen el cambium 
interfascicular. Las divisiones celu- 
lares del cambium interfascicular, 
seguidas de diferenciación en xile- 
ma y floema, junto con la acción 
combinada del cambium vascular, 
pueden dar lugar a la formación de 
un anillo vascular continuo duran- 
te el desarrollo secundario. 


Cordón de procambium 


as 


J 


gina parénquima hacia el exterior y el interior, pe- 
ro que generalmente termina dando lugar a floe- 
ma y xilema, con lo que finalmente el sistema 
vascular se convierte en un anillo continuo. 


Actividad del cambium vascular 


Durante el período de reposo de la planta (invierno) se 
observa una capa de células cambiales, mientras que 
durante el período de actividad (primavera) se observan 
unos cuantos estratos. Se considera que, en realidad, 
hay una sola capa de células iniciales, y que las otras 
capas observadas en el período de actividad correspon- 
den a células derivadas que aún no se han diferenciado. 
Esa única capa de células cambiales iniciales desarrolla 
una actividad bifacial, de modo que, al dividirse, cada 
célula cambial origina dos células (Fig. 17.12): 


— Una célula hija que mantiene la posición de la célu- 
la madre y sigue actuando como célula cambial. 

— Otra célula hija que, según quede hacia el interior 
o el exterior del cambium, se diferencia en: 


Componentes del xilema (si la célula queda ha- 
cia el interior de la inicial). Comprenden: a) com- 
ponentes vasculares (elementos de tráqueas y 
traqueidas); b) parénquima axial y radiomedu- 
lar; y c) fibras del xilema. 

Componentes del floema (si queda hacia el ex- 
terior de la inicial). Comprenden: a) componen- 
tes vasculares (elementos de tubos cribosos y 
células cribosas); b) parénquima axial y radio- 
medular; y c) fibras del floema. 


Es posible que la célula derivada de la inicial cam- 
bial, y que origina las células del xilema o del floema, 
no lo haga directamente sino que se divida (una o más 
veces) dando lugar a células hijas que sean las que real- 
mente se diferencien en los componentes vasculares. 

De esta manera, el xilema secundario se va forman- 
do hacia el interior del tallo o raíz y el floema hacia el 
exterior (Fig. 17.13). Al acumularse xilema en el interior 
de la planta con el crecimiento secundario, la circunfe- 
rencia del cambium adquiere cada vez mayor radio y, 
por consiguiente, tiene mayor número de células. Este 
incremento se debe a divisiones radiales (cambium es- 
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Cambium 


Elemento de una tráquea 
en diferenciación 

Figura 17.12. Esquema del de- 

sarrollo celular del xilema y floe- 

ma a partir del cambium vascular. 


Elemento de tubo criboso 


Célula precursora 
de elemento de 
tubo criboso y de 
célula aneja 


Célula aneja 


Elemento diferenciado de una tráquea 


tratificado) o divisiones transversales y oblicuas (cam- 
bium no estratificado). Todas las divisiones van seguidas 
de un aumento de tamaño de las dos células hijas resul- 
tantes, hasta que igualan el de la célula cambial madre. 


Características de las células iniciales 
del cambium 


A diferencia de las células iniciales de los meristemos 
apicales, no todas las células iniciales cambiales tienen 
forma isodiamétrica, y pueden ser considerablemente 
alargadas. Generalmente son células muy vacuoladas y, 
a menudo, contienen amiloplastos desarrollados. El as- 
pecto de las células cambia del invierno a la primavera, 
esto es, de la quiescencia a la actividad meristemática. 
En las células cambiales de Pinus al llegar la primavera 
se producen las siguientes transformaciones: los pro- 
plastidios acumulan almidón; las múltiples vacuolas pe- 
queñas presentes durante el invierno se fusionan en una 


S 


Epidermis Colénquima 


ssi 


Parénquima cortical 


vascular 


Xilema 


Parénquima medular Cambium interfascicular 


Figura 17.13. Detalle de parte de un tallo como la mar- 
cada por un recuadro en la Figura 17.11 que muestra dos 
haces vasculares con cambium vascular, unidos por cam- 
bium interfascicular. ) 


de gran tamaño; los microtúbulos se hacen más eviden- 
tes, y en cambio disminuyen los haces de microfilamen- 
tos; el retículo endoplasmático liso es reemplazado en 
buena parte por retículo endoplasmático rugoso; y la ac- 
tividad enzimática peroxidasa también aumenta. En la 
angiosperma Fraxinus americana se han descrito cam- 
bios similares en las vacuolas y en el retículo endoplas- 
mático de las células cambiales. 


Tipos de células cambiales 


Según el grado de alargamiento celular, en el cambium 
vascular se observan dos tipos de células iniciales cam- 
biales (Fig. 17.14): 


1. Células iniciales fusiformes. Son células grandes, 
muy alargadas en el sentido del eje del tallo y con 
extremos afilados. Su longitud varía entre 140 a 
460 um en las dicotiledóneas y desde 700 a 4500 um 
en las gimnospermas. En la sección transversal 
del tallo aparecen rectangulares, siendo más lar- 
gas las caras paralelas a la superficie del tallo y 
más cortas las radiales. Las paredes radiales son 
más gruesas que las periclinales. En realidad, son 
células piramidales cuyo número de caras parece 
variar desde 8 hasta 32. Originan todas las células 
del sistema vascular secundario dispuestas en el 
sentido del eje del tallo o raíz. Las células origina- 
das no sólo son las estrictamente vasculares (trá- 
queas y traqueidas del xilema, y tubos cribosos y 
células cribosas del floema), sino también las fi- 
bras esclerenquimáticas y el parénquima axial que 
acompañan a los componentes vasculares. 

2. Células iniciales radiales. Son más pequeñas que 
las fusiformes y menos alargadas, casi isodiamétri- 
cas. Son menos numerosas que las fusiformes y se 
disponen diseminadas entre éstas, formando placas 
de un espesor variable que interrumpen la continui- 
dad de las células cambiales fusiformes. Originan el 
parénquima radial del sistema vascular que, junto 
con el parénquima axial, acompaña a los elementos 
vasculares del xilema y floema secundarios. En las 
angiospermas las placas de células radiales tienen 
muchas filas de células y dan lugar a radios medu- 
lares gruesos (multiseriados), mientras que en las 
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A Cambium estratificado B 


gimnospermas estas placas son de una sola célula 
de espesor y originan radios medulares uniseriados 
(Fig. 17.15). Hay dos tipos de células radiales: 


— Células verticales. Son algo alargadas en el 
sentido vertical y se encuentran en los extre- 
mos de cada grupo de células meristemáticas 
radiales. Originan las células verticales del pa- 
rénquima radiomedular. 

— Células procumbentes. Son completamente iso- 
diamétricas y ocupan el resto del grupo de célu- 
las meristemáticas radiales. Originan las células 
procumbentes del parénquima radiomedular. 


Tipos de cambium vascular según la disposición 
de sus células 


Atendiendo a la distribución de sus células, se distin- 
guen dos tipos de cambium vascular (véase Fig. 17.14): 


1. Cambium estratificado. Las células cambiales fu- 
siformes son poco alargadas y de un tamaño si- 
milar. Suelen disponerse en filas horizontales, en 
las que todas las células se sitúan al mismo nivel, 
de modo que los límites superior e inferior de ca- 
da fila de células forman líneas paralelas entre sí. 
El cambium estratificado verdadero sólo se en- 
cuentra en algunas dicotiledóneas como Hoheria, 
Robinia, Scleroxylon y Aeschynomene. 

2. Cambium no estratificado. Las células cambiales 
fusiformes son de longitud más variable que en el 
cambium estratificado, y se disponen de forma 
desordenada. Este cambium es el tipo primitivo y 
el más común. 


CAMBIUM INTERFASCICULAR 


En algunas plantas, el sistema vascular y consecuente- 
mente el cambium no forman un cilindro continuo sino 
varios cordones equidistantes que recorren el tallo o 
raíz de arriba abajo (cambium fascicular). En estas plan- 


Cambium no estratificado 


Figura 17.14. Esquema de los 
dos tipos de células iniciales radia- 
les del cambium vascular: vertica- 
les y procumbentes y que originan 
el parénquima radial. A: Radio uni- 
seriado con células verticales situa- 
das en los extremos. B: Radio mul- 
tiseriado integrado exclusivamente 
por células procumbentes. 


tas, si el crecimiento secundario estuviera limitado al 
cambium fascicular no habría crecimiento en las zonas 
que carecen de cordones vasculares, lo cual no ocurre. 
Para el desarrollo de tejidos entre esos haces existen 


"E les 
Células 
verticales 


Células 
procumbentes 


Sección radial 


Sección tangencial 
A Haz de células radiales uniseriado y heterocelular 


Células procumbentes 


Sección tangencial Sección radial 


B Haz de células radiales multiseriado y homocelular 


Figura 17.15. Secciones tangenciales de tallos realizadas 
a lo largo del cambium que muestran sus dos tipos de célu- 
las iniciales: fusiformes y radiales. Según se dispongan to- 
das las células fusiformes a la misma altura o no, el cam- 
bium se denomina estratificado (A) o no estratificado (B). 
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también células cambiales, que forman el cambium in- 
terfascicular. Este describe un circulo (tridimensional- 
mente un cilindro) que une los cordones de cambium 
fascicular (véanse Fig. 17.11 y 17.13). Las divisiones de 
estas células pueden originar: 


1. Parénquima que rellena los huecos entre los ha- 
ces vasculares. De esta manera se mantiene la es- 
tructura de varios haces vasculares separados por 
parénquima. 

2. Xilema y floema. En estas plantas, con el creci- 
miento secundario termina por formarse un anillo 
vascular continuo, de modo que el cambium deja 
de ser interfascicular. 


FELOGENO 


El felógeno es otro meristemo secundario. Su función 
consiste en producir el súber. capas de células que mue- 
ren y forman una cubierta protectora del sistema vascular 
y de los tejidos internos de la planta (véase Fig. 19.21). 
Este meristemo proviene de la desdiferenciación de cé- 
lulas parenquimáticas, colénquima e incluso epidermis. 
Está formado por un único tipo de células algo alarga- 
das, menores que las cambiales fusiformes y con cloro- 
plastos bien desarrollados. El felógeno se puede dispo- 
ner formando: 


1. Un cilindro continuo (un anillo en el corte trans- 
versal y una superficie continua en el corte tan- 
gencial). Puede formarse a diferentes profundida- 
des del tallo o raíz. 

2. Placas discontinuas, como las de las células cam- 
biales radiales, aunque no todas en el mismo pla- 
no paralelo a la superficie, sino a diferentes nive- 
les de profundidad. 


FITOHORMONAS 


Muchas sustancias orgánicas e inorgánicas influyen en 
el crecimiento normal de la planta, pero hay algunas 
moléculas que actúan como moléculas señal y se deno- 
minan reguladores del crecimiento vegetal o también 
hormonas vegetales o fitohormonas. Estas sustancias, 
que son sintetizadas por la mayoría de las células de la 
planta, son moléculas pequeñas que atraviesan fácil- 
mente la pared celular y pueden actuar localmente o ser 
transportadas hasta las células diana situadas a cierta 
distancia. Se conocen, al menos, seis tipos: 


1. Auxinas. Estimulan la división de las células meris- 
temáticas y el crecimiento posterior de las células 
derivadas, permitiendo su elongación y el aumento 
de la pared celular. Su producción y transporte es 
regulado por la luz, la temperatura y la humedad, 
además de por otras fitohormonas. 


2. Giberelinas. Estimulan la proliferación y crecimien- 
to de los meristemos intercalares del tallo, indu- 
ciendo su alargamiento. 

3. Citoquininas. Estimulan la proliferación, el creci- 
miento y la diferenciación celular incluso de algu- 
nas células no meristemáticas, ejerciendo un efec- 
to en el aumento de porte y peso de los órganos 
de la planta. 

4. Brasinoesteroides. Son derivados de esteroides, 
que regulan el crecimiento de la planta actuando 
de forma sinérgica con las tres fitohormonas an- 
teriores. Inducen resistencia al frío, a las enferme- 
dades, a las heridas y al estrés salino. 

5. Ácido abscísico. Regula el período de reposo de la 
planta, inhibiendo el crecimiento. Promueve la caída 
de las hojas y de los frutos. 

6. Etileno. Es un gas que favorece la maduración de 
los frutos. 


En general, se considera que las cuatro primeras fi- 
tohormonas son factores promotores, y las dos últimas, 
inhibidores. Sin embargo, cada regulador tiene múlti- 
ples efectos que, a su vez, están modelados por otros 
reguladores, por señales ambientales y por el estado 
nutricional. La auxina, que se desplaza por la planta a 
una velocidad de 1 cm/hora, estimula la formación de la 
raíz pero, en conjunción con la giberelina, estimula la 
elongación del tallo. La auxina, junto con la citoquinina, 
suprime el crecimiento lateral del brote. La auxina junto 
con el etileno estimula el crecimiento lateral de la raíz. 

Cada tipo celular está preparado para responder a se- 
ñales particulares mediante vías específicas; además, la 
respuesta a una señal varía según el estado de madura- 
ción de ese tipo celular. Así, el etileno madura el fruto, pe- 
ro éste no responde al etileno hasta etapas avanzadas del 
desarrollo. La giberelina del embrión de cebada inicia la li- 
beración de enzimas, como la amilasa a, que degradan el 
almidón del endosperma a glucosa, pero esto sólo ocurre 
cuando se inicia la germinación. Las fitohormonas, junto 
con el fitocromo y la temperatura, intervienen en los esta- 
dos de actividad (crecimiento) e inactividad de las plantas. 

Existen otras sustancias que, sin poderse considerar 
fitohormonas en sentido estricto, realizan funciones pa- 
recidas: 


1. Poliaminas. Modulan el crecimiento. 

2. Oligosacáridos denominados evocadores, que se 
desprenden de la pared celular y estimulan a la cé- 
lula para que sintetice fitoalexinas (que actúan co- 
mo antibióticos para los hongos) y glucosidasa B, 
que hidroliza la pared fúngica. 


PIGMENTOS FOTORRECEPTORES 


La luz, además de ser esencial para la fotosíntesis, ejer- 
ce otros efectos sobre las plantas, como el fototropismo 
(el crecimiento se orienta hacia la luz), las fotonastias 
(cambios en la forma de la planta durante el crecimien- 
to, debido a variaciones locales en la presión osmótica 
de algunos grupos celulares), la fotomorfogénesis (cre- 
cimiento, diferenciación y morfogénesis de las plantas 
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causado por la luz y no ligado a ciclos estacionales) y el 
fotoperiodismo (crecimiento y desarrollo sujetos a un 
ciclo periódico estacional). 

El estímulo luminoso actúa a través de pigmentos fo- 
torreceptores. En el fototropismo los pigmentos son fla- 
vinas y carotenoides, que actúan en la región de la luz 
azul, principalmente la riboflavina y el caroteno B, aun- 
que también parecen implicados la fototropina y, en al- 
guna medida, el criptocromo. En la fotomorfogénesis y 
el fotoperiodismo (y posiblemente en las nastias), el 
pigmento fotorreceptor es el fitocromo, que se encuen- 
tra en algas, helechos y en todas las plantas superiores 
(en todos los órganos, incluida la raíz) (véase página 
339). El resultado final es el estímulo de una serie de 


actividades de las plantas entre las que se incluyen la 
germinación de las semillas, la inducción floral, la sínte- 
sis de pigmentos clorofílicos, antocianínicos y flavóni- 
cos, el crecimiento de las hojas, la regulación del movi- 
miento intracelular de los cloroplastos, el desarrollo de 
los cloroplastos y peroxisomas, y el control de muchas 
enzimas metabólicas. Junto a estos efectos positivos, 
existen otros que podríamos llamar negativos pero que 
van encaminados a la coordinación del crecimiento: 
inhibición del alargamiento del tallo, limitación del de- 
sarrollo de las hojas según con la disponibilidad de luz 
(menor desarrollo en plantas con escasa iluminación) y 
disminución del transporte desde los cotiledones al res- 
to de la plántula. 


PARÉNQUIMA 


Las células procedentes de la división de las células me- 
ristemáticas pasan a diferenciarse en células propias de 
tejidos adultos. Estas células difieren de unos tejidos a 
otros; incluso dentro de un mismo tejido existen varios 
tipos celulares. Sin embargo, puede decirse que en ge- 
neral todas las células diferenciadas tienen algunos ras- 
gos comunes que las distinguen de las meristemáticas. 
Las principales características son: 


1. Alargamiento de las células. 

2. Desespiralización de la cromatina, que se hace 
más laxa. 

3. Fusión de las pequeñas vacuolas en una gran va- 
cuola que rechaza el núcleo y citoplasma a la peri- 
feria celular. 

4. Engrosamiento de la pared celular primaria y, en al- 
gunos tipos celulares, formación de la secundaria. 

5. Aparición de espacios intercelulares amplios, que 
pueden desarrollarse de dos formas: 


— Lisigena: por lisis de células presentes. Así se 
forman las bolsas de secreción. También se 
observa en el parénquima de plantas acuáti- 
cas y de raíces de monocotiledóneas. 

— Esquizógena: por separación de las células exis- 
tentes debido a que, al crecer las células, se 
desajustan sus caras y se reabsorbe la lámina 
media. Tiene lugar, por ejemplo, en la forma- 
ción de conductos resiníferos. 


El parénquima es un tejido poco diferenciado y puede 
ser considerado como precursor de los demás tejidos 


de las cormofitas, ya que los vegetales más primitivos 
constan básicamente de un único tejido que es equiva- 
lente al parénquima. 

Etimológicamente parénquima significa tejido que es- 
tá en medio, es decir, tejido de relleno, que ocupa los es- 
pacios entre otros tejidos más diferenciados. Pero esa 
definición no expresa bien su importancia. El parénqui- 
ma no sólo constituye la parte más voluminosa de los ór- 
ganos esenciales de las cormofitas; además, a los tejidos 
parenquimáticos quedan confiadas las principales fun- 
ciones orgánicas: fotosíntesis, elaboración y almacena- 
miento de sustancias, secreción, excreción, etcétera. 

De acuerdo con la variedad de sus funciones, las célu- 
las parenquimáticas se presentan con formas variables, 
preferentemente prismáticas, aunque en muchos casos 
poseen múltiples caras que les confieren un aspecto re- 
dondeado (Fig. 17.16). Si se cultiva una célula parenqui- 
mática aislada, su forma es esférica; si se cultivan dos cé- 
lulas adosadas, las paredes en contacto son planas. En 
las plantas, unas células se alargan más que otras depen- 
diendo de las tensiones a las que se vean sometidas y de 
los contactos entre ellas (Fig. 17.16). En general, se consi- 
dera que la célula parenquimática ideal es un tetracaide- 
caedro (un poliedro regular de 14 caras, ocho de las cua- 
les son hexágonos regulares y las otras seis, cuadrados). 
Los espacios intercelulares son también variables y se 
desarrollan de forma lisigena o esquizógena. La pared 
celular consiste en lámina media, pared primaria y, en 
algunos casos, pared secundaria poco desarrollada 
(Fig. 17.17). Existen excepciones, como algunos parén- 
quimas de reserva en los que las paredes celulares son 
gruesas, y el parénquima del xilema secundario, que 
puede llegar a formar lignina en su pared. 

La estructura de la pared celular observada con el 
microscopio electrónico es también variable. En las pa- 
redes dispuestas paralelamente al eje de la planta, las 
microfibrillas de celulosa se orientan casi transversal- 
mente en el tallo (órgano adaptado a incurvarse) y heli- 
coidalmente en las raíces (adaptadas a tirar). En las pa- 


Figura 17.16. Representación tridimensional de las dife- 
rentes configuraciones de células parenquimáticas en culti- 
vo. A: Célula de 14 caras iguales. B: Célula con 14 caras de 
las que una cara es heptagonal, 4 hexagonales, 5 pentago- 
nales y 4 cuadriláteras. C: Célula de 10 caras. D: Célula de 
9 caras. E: Célula de 16 caras. F: Célula de 20 caras. 


Figura 17.17. Células parenquimáticas de la médula del 
tallo de Teucrizom fruticans con punteaduras, que se obser- 
van en sección transversal (flecha) y tangencial (cabeza de 
flecha). X800. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) 
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redes dispuestas transversalmente al eje de la planta, 
tanto en el tallo como en la raíz, las microfibrillas se en- 
trecruzan en ángulo recto, o bien adquieren una dispo- 
sición esferoidal, dando una configuración de cruz de 
Malta bajo luz polarizada. 

En las células parenquimáticas es característica la 
gran vacuola central, que contiene el jugo vacuolar y 
materiales de reserva (Figs. 17.18 y 17.19). En la lengúe- 
ta citoplásmica periférica que rodea la vacuola se en- 
cuentran el núcleo y los orgánulos. La vacuola se man- 
tiene muy turgente al hincharse de agua, debido al gran 
contenido de solutos. Si se pierde el agua sobreviene la 
flacidez. Las características particulares de estas células 
dependen del tipo de parénquima. 


Al ser el parénquima un tejido muy extendido en los or- 
ganismos vegetales, tanto en el desarrollo primario como 
en el secundario, puede presentar diferentes orígenes: 


1. En el desarrollo primario de la planta. El parénqui- 
ma de la corteza y de la médula se originan a partir 
del denominado meristemo fundamental, mientras 
que el asociado al sistema vascular primario se for- 
ma a partir del procambium. 

2. En el desarrollo secundario. El parénquima forma- 
do junto con los componentes vasculares se origi- 
na del cambium, mientras que el parénquima de 
la corteza y el de la médula se originan: a) de divi- 
siones en las mismas células parenquimáticas; b) 
del cambium interfascicular (si está presente); o c) 
del felógeno que, además de súber, origina tam- 
bién un parénquima denominado felodermis. 


En general, al tratarse de células poco diferenciadas, 
las células parenquimáticas conservan su capacidad de 
división incluso cuando son maduras, sobre todo en la 
reparación de heridas y en respuesta a alteraciones del 
medio. En cultivos celulares se ha conseguido formar 
plantas enteras a partir de células parenquimáticas. 


PARÉNQUIMA ASIMILADOR O CLOROFÍLICO 


Realiza la fijación del carbono mediante la fotosíntesis, 
por lo que se localiza debajo de la epidermis de la hoja, 
donde puede penetrar bien la luz. Sus células presentan 
la morfología descrita como característica de la célula pa- 
renquimática, y están provistas de abundantes cloroplas- 
tos, cuyo número y forma varían de unas especies a otras 
y, que en ciertos momentos pueden contener almidón. 
Este parénquima está muy desarrollado en las hojas, 
donde puede adquirir dos formas (Figs. 17.18.A-17.18.C): 


1. Parénquima en empalizada. Está constituido por 
células prismáticas (de unas 14 caras), alargadas 
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Figura 17.18. A-C: Secciones transversales de hoja de adelfa (Nerium oleander) (A), olivo (Oleus europaeus) (B) y Evonimus 
japonica (C) teñidas con fucsina ácida-verde yodo que muestran el parénquima en empalizada (PE) y el parénquima lagunar 
(PL). Estrella negra: epidermis adaxial. Estrella blanca: epidermis abaxial. A y C X350. B X200. D: Parénquima de reserva con 
amiloplastos (flecha) en tubérculo de patata. Fucsina ácida-verde yodo. X500. 


Figura 17.19. Microfotografía electrónica del parénquima en empalizada de una hoja de Stellaria holostea que muestra numero- 
sos cloroplastos con algunos gránulos de almidón (A). N: núcleo. M: mitocondria. RE: retículo endoplasmático. V: vacuola celular. 
D: dictiosoma. La flecha señala un plasmodesmo de unión entre ambas células. X4400. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) 
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y con espacios intercelulares relativamente pe- 
queños, pero mayores que los existentes entre las 
células meristemáticas (Fig. 17.19). 

2. Parénquima lagunar. Está formado por células más 
redondeadas y con espacios intercelulares muy 
amplios, dejando grandes cámaras o lagunas entre 
sí. Estas células, en conjunto, adquieren una forma 
lobulada. El origen de los espacios intercelulares 
puede ser esquizógeno o lisigeno. 


Existe también parénquima clorofílico en otros órga- 
nos no foliares de la planta, como en los tallos verdes, o 
en órganos accidentalmente expuestos a la luz, como 
los tubérculos que salen a la superficie. 


PARÉNQUIMA DE RESERVA 


Esta función la ejercen parénquimas muy diversos situa- 
dos en varios órganos de la planta: cotiledones, médula 
del tallo y parénquimas de tubérculos y rizomas. Las célu- 
las tienen paredes sutiles y presentan pequeños espacios 
intercelulares, aunque puede ocurrir que se almacenen 
sustancias en la pared celular primaria, como celulosa, lo 
que se traduce en un gran aumento del grosor (semillas 
del café, liliáceas, palmáceas) (Fig. 17.18.D). 

Su característica más destacada es la vacuola central, 
en la que se acumulan materiales de reserva en forma só- 
lida, líquida, o disueltos en el jugo vacuolar, aunque las 
sustancias de reserva pueden encontrarse también en el 
hialoplasma y en los plastidios. El núcleo es poco visible 
y queda rechazado a la periferia celular. 

Los productos almacenados son muy diversos. El 
más frecuente y abundante es el almidón, que se en- 
cuentra en los amiloplastos de la mayoría de las células 
parenquimáticas, entre ellas las del sistema vascular, ta- 
llo, raíz, fruto y semillas. En las hojas, el almidón es 
abundante en las dicotiledóneas. En las vacuolas de al- 
gunas células parenquimáticas se acumulan proteínas 
(como los granos de aleurona de las semillas), inulina 
(en Dahlia) o azúcares disueltos (abundantes en las hojas 
de las monocotiledóneas). Más raramente se encuentran 
células parenquimáticas que acumulan taninos y otros 
derivados del fenol (en vacuolas e hialoplasma y hasta 
en la pared celular) o sustancias minerales cristalizadas 
(generalmente en las vacuolas). En el hialoplasma de al- 
gunas células pueden acumularse grasas y aceites que 
forman esferosomas. 


PARÉNQUIMA AERÍFERO 


Las plantas acuáticas y las que crecen en lugares en- 
charcados presentan grandes huecos entre cordones 
celulares anastomosados de células parenquimáticas 
(Figs. 17.20 y 17.21.A). Estos espacios permiten que el 
aire y los gases circulen por el interior de la planta, cuyo 
problema es la falta de aireación. En ciertos casos, las 
células adquieren forma estrellada para aumentar los 
espacios aeríferos. 

En el pecíolo de las ninfeáceas, algunas células pa- 
renquimáticas se transforman en células semejantes a 


Epidermis 


Haz vascular 


Figura 17.20. Esquema del parénquima aerífero en hoja 
de una planta acuática. Las células tienen un contorno 
irregular y dejan entre ellas amplios espacios intercelula- 
res llenos de aire. 


astroesclereidas (véase página 786), contribuyendo al 
sostén de este tejido blando. Estas células se denomi- 
nan idioblastos, término que designa en general a cual- 
quier célula diferente de las que la rodean. 


PARÉNQUIMA ACUÍFERO 


Algunas plantas de climas secos (plantas xerófitas) po- 
seen un parénquima almacenador de agua. Estas célu- 
las son de gran tamaño, muestran paredes sutiles, care- 
cen de cloroplastos y poseen una gran vacuola rodeada 
de una estrecha banda de citoplasma. La vacuola con- 
tiene mucílagos que embeben el agua, reteniéndola pa- 
ra soportar la sequía. Las plantas de Oxalis, que deben 
resistir períodos muy secos, poseen tubérculos repletos 
de agua (Figs. 17.21.B y 17.22). 


OTROSTIPOS DE PARÉNQUIMA 


Existen células parenquimáticas formando parte de otros 
tejidos, tales como los parénquimas liberiano y leñoso. 
Este parénquima vascular desempeña un importante 
papel en el intercambio de sustancias con los compo- 
nentes vasculares del xilema y el floema. 

Otras células parenquimáticas forman zonas con indi- 
vidualidad propia, como las células subepidérmicas, cor- 
ticales y otras, que también pueden desempeñar funcio- 
nes secundarias como asimiladores o reservantes. 

Un tipo de células parenquimáticas que merece una 
consideración especial es el de las células de transferen- 
cia, que se ocupan de la rápida transferencia de abun- 
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Figura 17.21. A: Parénquima aerífero del pecíolo de nenúfar. Las células forman tabiques entrecruzados (estrella) que dejan 
amplios espacios intercelulares (ei) por los que circula aire. Cortesía de B. Román. X100. B: Hoja suculenta de Aloe, que mues- 
tra células vacuoladas que almacenan agua. X125. Fucsina ácida-verde yodo. 


dante material a distancias cortas, como en el embrión 
en desarrollo, dentro de una glándula, hacia dentro o 
hacia fuera de los tubos del floema y, más raramente, 
hacia los vasos del xilema. Células de este tipo son fre- 
cuentes en contacto con tubos cribosos tanto en la vaina 
del haz de las venas pequeñas de las hojas como en los 
tricomas glandulares (véanse páginas 810 y 844). En 
contacto con tráqueas o traqueidas se han observado en 
el periciclo de raíces de gramíneas (Fig. 17.23). Morfoló- 
gicamente, las células de transferencia se caracterizan 
porque la pared de una o varias de sus caras presenta 
profundos repliegues y su citoplasma es rico en orgánu- 
los. La membrana plasmática queda adosada a los re- 
pliegues laberínticos de la pared celular, por lo que la 
superficie celular alcanza un enorme desarrollo; esto 
permite que la membrana plasmática disponga de un 
gran número de unidades de bombeo. Como estas célu- 
las transfieren moléculas e iones a una célula adyacente, 
los repliegues laberínticos aparecen principalmente en 
las paredes de contacto entre ambas células. Algunas 
células de transferencia también recogen sustancias de 
los espacios intercelulares, por lo que, en estos casos, el 
número de caras con repliegues es aún mayor. 


Parénquima 
acuífero 


Sh 
oy Cuticula 


oe" 
. SY 
Parénquima en SS Epidermis 
empalizada LEO? 


Figura 17.22. Representación de la hoja suculenta de 
Salsola kali que muestra un parénquima acuífero constitui- 
do por grandes células almacenadoras de agua. 
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Figura 17.23. Células de transferencia en la raíz de leguminosa. A: Sección transversal de la raíz. E: endodermis que muestra 
las bandas de Caspary (cabezas de flecha). F: floema. T: células de transferencia del periciclo con repliegues de la pared celular 
(círculo). X: xilema. X450. B: Microfotografía electrónica de células de transferencia con abundantes mitocondrias (M) y de- 
sarrollados repliegues de la pared celular acompañados por la membrana plasmática (MP). Estas células se disponen alrededor 
de vasos del xilema (V) en los que se aprecian los engrosamientos de pared secundaria sobre la pared primaria (flechas). Don- 
de no hay engrosamientos, la pared primaria queda reducida a finas fibrillas (círculo). X10 000. (Tomado de de Gunning BES, 
Steer M: Ultrastructure and the Biology of Plant Cells. London, Edward Arnold, 1975.) 
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TEJIDOS MECÁNICOS O DE SOSTÉN 


El tejido joven, no diferenciado aún, mantiene su propia 
forma gracias a la turgencia celular. Muchos organismos 
inferiores que no experimentan transformaciones morfo- 
lógicas en sus tejidos, como los hongos y las algas, de- 
ben su resistencia mecánica exclusivamente a esta tur- 
gencia. En las plantas superiores, esta fase queda limitada 
a los albores de la vida de la plántula porque, inmediata- 
mente después, las células de algunos tejidos engruesan, 
endurecen su pared celular y confieren una notable resis- 
tencia mecánica a todo el organismo. Los principales teji- 
dos mecánicos son el colénquima y el esclerénquima. 
Ambos se agrupan bajo el término estereoma. 


CARACTERÍSTICAS DE SUS CÉLULAS 


El término colénquima viene de colla (soldadura) y 
enchyma (sustancia). Es un tejido de sostén que se ha- 


lla preferentemente en los órganos en vías de creci- 
miento (pecíolos jóvenes, tallo, hojas, frutos, etc.) o en 
órganos maduros de plantas herbáceas (Fig. 17.24). En 
condiciones normales falta en la raíz. En algunas mono- 
“cotiledóneas que presentan un desarrollo precoz del es- 
clerénquima, 


El colénquima está constituido por células vivas con 


cloroplastos (menos abundantes que en el parénquima 
clorofilico). Las células son alargadas, ¡a guisa de fibras, 
pero En 
cualquier caso, lo característico es que las paredes, que 
permanecen celulósicas, se engruesen en toda su superfi- 


cie o sólo en algunas zonas (Fig. 17.24). El engrosamiento 
‘se produce en la pared primaria, pues estas células care- 


La lámina media es bien visible. 
Tanto las paredes engrosadas como las que permanecen 
delgadas presentan campos de poros primarios. 

La pared colenquimática consta de celulosa, una 
mayor proporción de pectatos que la pared primaria 
normal y, sobre todo, abundante agua (hasta el 60% del 
peso). Con el microscopio electrónico se observan de 
7 a 20 capas, alternando capas claras con capas oscuras 
(Fig. 17.25). Las capas claras son ricas en celulosa y po- 
bres en pectatos, y sus microfibrillas de celulosa se orien- 
tan transversalmente. Las capas oscuras son pobres en 
celulosa y ricas en pectatos y sus microfibrillas se dispo- 
nen longitudinalmente. Esta ordenación de las microfibri- 
llas guarda relación con el cambio en la orientación de 
los microtúbulos celulares (paralelos a las microfibrillas) 
durante la formación de la pared. En realidad, en las ca- 
pas con microfibrillas orientadas transversalmente esta 
orientación es completamente transversal sólo en las ca- 
pas más internas (esto es, en las más jóvenes), y algo 
longitudinal en las capas más externas. La interpretación 
de este hecho es que, al ir creciendo las células, las capas 


más antiguas se expanden longitudinalmente, con lo que 
sus microfibrillas, que al principio estaban dispuestas 
transversalmente, tienden a disponerse longitudinalmen- 
te. Es decir, las microfibrillas transversales forman una 
espiral, como un muelle, que se alarga al crecer la célula. 

Algunos autores han considerado que el depósito de 
capas alternantes sólo se produce en las zonas engrosa- 
das de la pared. Sin embargo, parece que a pesar del en- 
grosamiento desigual de las paredes, existe continuidad 
en las capas depositadas alrededor de toda la pared. 

El colénquima puede esclerificarse en tallos y pecíolos 
maduros, como en la alfalfa. Esto sucede mediante un 
proceso de laminación centripeta: las capas más inter- 
nas se impregnan de lignina, y se van depositando nue- 
vas láminas lignificadas. 


ORIGEN Y DIFERENCIACIÓN 


Para 
algunos autores, el colénquima asociado a los tejidos 
vasculares se origina conjuntamente con éstos a partir 


del procambium. El colénquima que se desarrolla des- 


Este 


desarrollo es fácil de seguir: las células se alargan gra- 


El engrosamiento desigual de la pared celular se ini- 
cia antes de que termine el alargamiento de las células. 


Antes de que se 
inicie el engrosamiento de la pared, se produce una di- 
solución parcial de ésta por enzimas líticas. Este proce- 
so está favorecido por auxinas, que activan ATPasas de 
la membrana plasmática, las cuales bombean ¡ones H* 
al exterior; de esta manera se acidifica el medio, lo que 
permite que actúen esas enzimas. Sobre los huecos de- 
jados en la pared celular se depositan nuevos compo- 
nentes de ésta; como la pared celular es extensible, el 
resultado final es una pared de mayor tamaño. 

Se han estudiado experimentalmente los efectos de 
diferentes agentes exógenos sobre la formación del co- 
lénquima. En las plantas sometidas a fuerte tracción me- 
cánica o a agitación se desarrolla un colénquima con pa- 
redes más gruesas que las que se observan en ausencia 
de dicha tracción. La exposición a la luz de las raíces pro- 
voca la aparición de colénquima. Estos tratamientos que 
favorecen el desarrollo del colénquima no influyen en el 
tipo de colénquima formado. 


DISTRIBUCIÓN 


En el tallo, el colénquima puede desarrollarse en una 
posición inmediatamente subyacente a la epidermis o 
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Integrative Biology. University of Texas.) 


Figura 17.24. A: Colénquima anular subepidérmico (C) en el pecíolo del lirio. E: epidermis. Fucsina ácida-verde yodo. X250. 
B: Colénquima angular (C) en la corteza de tallo de saúco (Sambucus). E: epidermis. X250. (Tomado de Krommenhoek W, Se- 
bus J, van Esch GJ: Atlas de Histología Vegetal. Madrid; Marbán, 1986.) C: Colénquima (C) similar al de la figura anterior ob- 
servado con luz polarizada. E: epidermis. X500. D: Dos capas de colénquima laminar (C) bajo la epidermis (E) del tallo de Cos- 
mos. Más en profundidad se observan células aisladas de colénquima angular (flechas). X250. (Micrografía de Mauseth, 


r 


más en profundidad, bajo algunas capas de parénqui- 
ma cortical (Fig. 17.26). En el primer caso, las paredes 
periclinales (paralelas a la superficie del órgano) inter- 
nas de la epidermis aparecen también engrosadas, 
igual que lo están las del colénquima en contacto. 


Sin embargo, en el tallo de muchas 
plantas herbáceas (labiadas, ranunculáceas y compues- 


tas) el colénquima sólo se encuentra en las zonas sobre- 
salientes del contorno del tallo, formando aristas o filetes 
a lo largo de éste. Muchas de estas plantas, como Men- 
tha, deben en gran parte a este colénquima su resistencia 
frente a la compresión y la flexión del tallo (Fig. 17.26). 
En muchas plantas, las células parenquimáticas en 
contacto con los haces vasculares (por fuera o por den- 
tro de dichos haces) engruesan notablemente su pared 
celular formando casquetes de protección. Si el engro- 
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Figura 17.25. Pared celular del colénquima. El engrosa- 
miento de la pared celular se debe al depósito de nuevas 
capas de pared primaria, en las que alternan las capas ricas 
en celulosa y pobres en pectatos, con capas que contienen 
abundantes pectatos y menos celulosa. J 


samiento es sólo de la pared primaria, estas células se 
asimilan al colénquima; si se forma pared secundaria 
lignificada, la vaina se parece al esclerénquima. 


TIPOS DE COLÉNQUIMA 


El colénquima se clasifica según el modo en que au- 
mentan de grosor las paredes celulares. El engrosa- 
miento comienza siempre en los ángulos y se extiende 
en grados muy diversos al resto de la pared. Se distin- 
guen los siguientes tipos: 


1. Colénquima anular. El engrosamiento de la pared, 
aunque preferentemente se produzca en los en- 
cuentros de tres o más células, determina que su 
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contorno interno (luz celular) resulte circular (Fig. 
17.27.A y véase 17.24.A). Se observa en umbelíferas. 

2. Colénquima angular. El engrosamiento es muy 
marcado en los ángulos, con lo que resulta una 
luz celular poligonal (veánse Figs. 17.24.B, 17.24.C 
y 17.27.B). En estos casos los espacios intercelula- 
res faltan casi por completo y, por tanto, la resis- 
tencia es mayor, debido al esfuerzo continuo de 
los tres o cuatro engrosamientos concurrentes, 
que constituyen como columnas ensambladas. Se 
observa en los tallos de Solanum tuberosum y 
Atropa belladona, y en las hojas de Vitis, Begonia, 
Cannabis, Coleus, Cucurbita, Ficus, Morus y Beta. 

3. Colénquima lagunar. El engrosamiento tiene lu- 
gar principalmente alrededor de los espacios in- 
tercelulares, en aquellas paredes celulares que 
delimitan esos espacios (Fig. 17.27.C). Se presen- 
ta en tallos de Althaea, Asclepias, Malva y Salva, 
en el pecíolo de Petasites y en las raíces aéreas de 
Monstera. 

4. Colénquima laminar. El engrosamiento de la pared 
no se produce en todas las caras, sino sólo en las 
dispuestas en una dirección determinada, esto es, 
en las paredes periclinales pero no en las radiales, 
dando el aspecto de láminas de colénquima (Fig. 
17.27.D y véase 17.24.D). Este tipo de colénquima 
se dispone inmediatamente por debajo de la epi- 
dermis. Se encuentra en los tallos de Artemisa 
afra, Eupatorium, Sambucus nigra, Rhamnus, Sau- 
co y en el pecíolo de Cochlearia armoracea. 


FUNCIÓN 


Por las características de su pared celular, el colénquima 
presenta una notable resistencia a la tracción, lo que ase- 
gura a la planta una buena resistencia mecánica; sin em- 
bargo, si la tracción es fuerte, las paredes celulares ceden 
estirándose. Esta plasticidad se debe a que las paredes no 
tienen lignina y una parte de ellas permanece delgada. 
Por ello, este tejido extensible se amolda al crecimiento 
del órgano en que se encuentra. Se ha observado que de- 
terminadas células colenquimáticas comienzan a estirar- 
se, conservando su nuevo tamaño, cuando se someten a 
tensiones 1.5-2 kg por mme, y que llegan a soportar sin 
romperse hasta 10-12 kg por mm?. Esta extensibilidad di- 
ferencia al colénquima del esclerénquima, cuyas fibras 


Figura 17.26. Distribución del 
colénquima subepidérmico en di- 
ferentes plantas. 
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Figura 17.27. Representación esquemática de los tipos de 
colénquima. 
y 


no son extensibles sino elásticas. Con el paso del tiem- 
po, en las partes de la planta que ya no se van a alargar 
más el colénquima se endurece, pudiendo lignificarse, y 
pierde extensibilidad. 

En algunas plantas, las paredes celulares del colén- 
quima almacenan compuestos antibacterianos, que son 
un tipo de lectinas (aglutininas), que inmovilizan a las 
bacterias que penetran en la pared celular. Sin embar- 
go, así como muchos componentes de la pared celular 
vegetal son resistentes a los ataques enzimáticos, las 
pectinas son fácilmente digeribles por hongos que las 
usan como nutrientes. 


CARACTERÍSTICAS GENERALES 


El término esclerénquima procede de escleros, que sig- 
nifica duro. Este tejido está constituido por células que, 
junto a la pared primaria celulósica, desarrollan una pa- 
red secundaria muy engrosada y endurecida por el de- 


pósito de lignina, (proceso conocido como lignificación), 
por lo que ofrecen una resistencia todavía mayor que el 
colénquima. 

La lignina es una sustancia plástica de naturaleza he- 
terogénea, formada por la polimerización de los radicales 
libres de varios alcoholes aromáticos, principalmente cu- 
marilo, coniferilo y sinapilo, cuya presencia y proporción 
varían de unas especies a otras. El precursor de estos al- 
coholes es el ácido cinámico, que es sintetizado en el ci- 
toplasma por conversión de la fenilalanina. En las gim- 
nospermas, la lignina contiene sobre todo coniferilo, 
mientras que en las dicotiledóneas el alcohol más abun- 
dante es el sinapilo. En la lignina puede haber también 
ácidos aromáticos. Los alcoholes atraviesan la membra- 
na plasmática y penetran en la pared celular, donde se 
deshidrogenan para producir radicales libres monomé- 
ricos; éstos polimerizan formando una red tridimensio- 
nal que se entrecruza con las microfibrillas de celulosa, 
a las que se unen con enlaces covalentes. La lignina 
modifica la pared de tres maneras: 1) proporcionando 
una mayor rigidez y resistencia; 2) regulando la hidrata- 
ción de la celulosa, favoreciendo así la elasticidad; y 3) 
formando una cubierta protectora frente a los ataques 
de agentes físicos, químicos y biológicos. 

El esclerénquima es el tejido de sostén de órganos 
adultos que ya han dejado de crecer, y su desarrollo es- 
tá controlado por fitohormonas. 

El esclerénquima se divide en dos grandes grupos: 
células del esclerénquima (también denominadas escle- 
reidas o células pétreas) y fibras del esclerénquima. 


ESCLEREIDAS 
Características de sus células 


Las esclereidas derivan de células meristemáticas o pa- 
renquimáticas en las que comienza a depositarse pared 
secundaria; posteriormente se deposita lignina en esa 
pared. La lignificación comienza en los ángulos de la cé- 
lula, sobre la lámina media y la pared primaria. La pa- 
red secundaria se lignifica más tarde y contiene menor 
proporción de lignina, que incluso puede faltar en la 
subcapa S3. Una vez depositada, la lignina es estable y 
no está sometida a recambio. Estas células se engrue- 
san armónicamente, conservando su forma primitiva, 
isodiamétrica, pero queda una luz celular muy pequeña 
en la que se aloja un citoplasma muy reducido. En las 
células jóvenes, permanecen el núcleo y el citoplasma 
mientras la pared celular se engruesa. Aunque suele 
admitirse que más tarde se reabsorbe todo el contenido 
celular y que las esclereidas desempeñan sólo funcio- 
nes mecánicas, es relativamente frecuente encontrar 
esclereidas bien diferenciadas con citoplasma vivo, por 
ejemplo, en semillas de leguminosas. Las punteaduras 
son muy frecuentes y comunican con otras punteaduras 
de células adyacentes, que también suelen ser esclerei- 
das. Estas punteaduras se forman porque en determina- 
das zonas se impide el depósito de pared secundaria, 
permaneciendo la pared primaria atravesada por plas- 
modesmos. Como la pared secundaria es sumamente 
gruesa, las punteaduras consisten en largos canales que 


atraviesan la pared celular. Con el crecimiento de la pa- 
red los canales suelen desarrollarse con una trayectoria 
irregular y los canales próximos se anastomosan, dando 
lugar a punteaduras ramificadas (Figs. 17.28.A y 17.29). 


Distribución 
Las esclereidas se encuentran en la corteza y la médula 


de tallos y raíces, así como en el mesófilo de las hojas, 
en frutos y en la cubierta de semillas. 


Origen 


Las esclereidas tienen un origen diverso: 


1. Las esclereidas de la corteza o médula pueden 
formarse a partir del parénquima, del meristemo 
fundamental o incluso del felógeno. 

2. Las que se encuentran entre los componentes del 
sistema vascular se originan junto con éstos del 
procambium o del cambium vascular. 

3. Las de la cubierta de semillas son de origen proto- 
dérmico. 


Figura 17.28. Esclereidas. A: Grupo de braquiesclereidas (flech 
B: Macroesclereidas (estrella) y osteoesclereidas (flecha) en la cub 


JD, Plant Anatomy, Menlo Park (Ca), Benjamin Cummings, 1988.) 


en pecíolo de nenúfar. X500. D: Tricoesclereidas (flechas) en hoja de olivo. X175. (Las figuras C y D se han tomado de Mauseth 
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esquemática de los tipos de es- 
clereidas. 
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Figura 17.29. Representación H y rá | ; 
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Clasificación 


Las esclereidas se clasifican de acuerdo con su forma 
en (Figs. 17.28 y 17.29): 


1. Braquiesclereidas. Tienen forma isodiamétrica. Po- 
seen numerosas punteaduras ramificadas que co- 
munican unas esclereidas con otras (Fig. 17.28.A). 
Se observan en pequeños grupos dispersos por el 
parénquima, el floema de tallos y la pulpa de frutos 
como la pera y el membrillo. 

2. Macroesclereidas. Tienen forma de cuña o bastón. 
Forman una o dos capas bajo la epidermis de los 
órganos de la planta, adaptándose unas a otras 
gracias a su forma. Se encuentran sobre todo en 
la testa de semillas (Fig. 17.28.B) y en la cubierta 
externa de frutos carnosos. 

3. Astroesclereidas. Las células tienen forma estre- 
llada y una luz celular muy reducida (Fig. 17.28.C). 
Se encuentran dispersas, sobre todo en los pecío- 
los y el limbo de hojas de lorantáceas, meniantá- 
ceas y miristicáceas. 

4. Osteoesclereidas. Tienen forma de hueso largo y 
una luz celular algo más voluminosa que la de las 
otras esclereidas. Aparecen dispersas en cubier- 
tas de semillas (Fig. 17.28.B). 

5. Tricoesclereidas. Son alargadas y finas, como pe- 
los epidérmicos, y a veces están ramificadas en 
sus extremos. Se hallan en raíces, tallos, hojas y 
frutos, asociadas a diferentes tejidos, donde for- 
man casquetes o grupos. Son características de la 
hoja de olivo y de Monstera (Fig. 17.28.D). 


FIBRAS 
Características de sus células 


Las fibras se desarrollan a partir de las células meriste- 
máticas pero no crecen manteniendo una forma isodia- 
métrica, sino con más empuje en una dirección, y se 
vuelven alargadas, generalmente fusiformes y puntia- 
gudas. Su elongación es lenta y llega a durar meses. La 
luz celular es muy reducida (Figs. 17.30-17.32). Inicial- 
mente contienen citoplasma, pero éste termina por per- 
derse, aunque a medida que se ha profundizado en el 


estudio de las fibras se han encontrado citoplasmas vi- 
vos en muchas de ellas. La presencia de citoplasma se 
considera un proceso evolutivo relacionado con la dis- 
minución de parénquima axial en el xilema. 

Las fibras muestran punteaduras menos desarrolla- 
das que en las células pétreas. En las fibras las puntea- 
duras son más anchas y de apertura más alargada, y su 
canal está menos ramificado que en las esclereidas. 

La longitud de las fibras es muy diversa: desde 1 mm, 
como en Tilia, hasta 350 mm como en Stipa, o incluso 
hasta 550 mm como en Boehmeria nivea (ramio). Se 
unen formando haces, a veces muy largos, que constitu- 
yen materias textiles como el yute, el cáñamo y el lino. 


Distribución 


Se encuentran en todos los órganos de la planta. En los 
tallos y raíces de las dicotiledóneas las fibras pueden 
formar cordones o placas (Tilia y Fraxinus), o incluso un 
cilindro completo (Aristolochia) en la profundidad de la 
corteza, adosado al floema o a cierta distancia de él 
(Fig. 17.30.A). En los tallos y raíces de muchas monoco- 
tiledóneas, como en las gramíneas, hay fibras bajo la 
epidermis que forman casquetes protectores a modo de 
costillas. En las hojas, principalmente en las monocoti- 
ledóneas, las fibras forman una vaina alrededor de los 
haces vasculares (Fig. 17.30.B) y también se disponen 
entre éstos y la epidermis. 


Clasificación 


Las fibras esclerenquimáticas se clasifican según su lo- 
calización en: 


Fibras extraxilemáticas 


Como indica su nombre, son las fibras situadas fuera del 
xilema. Se encuentran, por tanto, en el floema o como 
haces dispersos por el parénquima (Figs. 17.30.A, 17.30.B 
y 17.31). Son alargadas, fusiformes y con punteaduras la- 
terales. La pared celular, más gruesa que la de las fibras 
del xilema, muestra una alternancia de capas: unas ricas 
en lignina y otras, en celulosa. Debido a esta organiza- 
ción, la observación de los cortes transversales de estas 
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Figura 17.30. Fibras esclerenquimáticas. A: Fibras esclerenquimáticas corticales (Fi) en el tallo de Aristolochia. X125. (Toma- 
do de Krommenhoek W, Sebus J, van Esch GJ: Atlas de Histología Vegetal. Madrid; Marbán, 1986.) B: Fibras corticales (Fi) for- 
mando casquetes protectores de un haz vascular (estrella) en hoja de palmera. X250. Fucsina ácida-verde yodo. C: Fibrotra- 
queidas en el xilema de tallo de Zygogynum. X750. D: Fibras libriformes en la misma planta. X250. (Las figuras C y D se han 
tomado de Mauseth, Integrative Biology, University of Texas.) 
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Figura 17.31. Representación esquemática de fibras es- 
clerenquimáticas extraxilemáticas. A: Sección transversal 
de un grupo de fibras. B: Esquema de una fibra aislada. 


A 


fibras en el microscopio de luz polarizada muestra una 
alternancia de capas, con y sin actividad óptica, que re- 
cuerda la de los sistemas de Havers óseos. 

Estudiando el desarrollo de las fibras extraxilemáti- 
cas en Boehmeria, se ha visto que en realidad no exis- 
ten paredes terminales en sentido estricto, sino unas 
paredes laterales que se agudizan en los extremos sin 
llegar a cerrar completamente el extremo terminal, lo 
que facilita su flexibilidad. El crecimiento de las fibras 
se produce en ambos extremos, pero no en las regiones 
centrales (en contacto con las fibras adyacentes). Las 
capas concéntricas de pared formadas son más cortas 
cuanto más internamente se localizan: en los extremos 
hay sólo pared primaria; internamente a ésta, la subca- 
pa S, de la pared secundaria es más larga que la Sp, y 
ésta más larga que la S3. Terminada la elongación de la 
fibra, las subcapas S, y S; pueden crecer para igualar la 
Sı, aunque a menudo el crecimiento cesa sin que las 
tres capas se hayan igualado. Los orgánulos que predo- 
minan durante el crecimiento de las fibras son los dic- 
tiosomas y el retículo endoplasmático. El núcleo es alar- 
gado y hay también pequeñas vacuolas. En la membrana 
plasmática se han contabilizado hasta 191 rosetas de ce- 
lulosa sintetasa por m7. 

Según su localización, las fibras extraxilemáticas se 
dividen en: 


1. Fibras del floema o liberianas. Se encuentran en el 
floema y se originan a partir del cambium vascular 
junto con los elementos vasculares del floema y 
células parenquimáticas. 

2. Fibras corticales. Se encuentran en la corteza del ta- 
llo y la raíz. En las hojas suelen estar bajo la epider- 
mis. Las espinas de las cactáceas y plantas suculen- 
tas están compuestas de estas fibras. Se originan a 
partir del parénquima, del meristemo fundamental 
o del felógeno (Fig. 17.30.A). 

3. Fibras perivasculares. Se hallan en la periferia del 
cilindro vascular, donde forman un cilindro que 
rodea todo el haz vascular o casquetes externos e 
internos. Se diferencian a partir del procambium y 
cambium, junto con los otros componentes del 
sistema vascular (Fig. 17.30.B). 


Fibras del xilema (xilemáticas) 


Se encuentran en el xilema. Pueden ser de tres tipos 
(Figs. 17.30.C, 17.32 y véase Fig. 18.9): 


1. Fibrotraqueidas. Estas fibras constituyen una tran- 
sición entre las traqueidas y las fibras típicas. Su 
estructura es parecida a la de las traqueidas. Se di- 
ferencian por algunas características: aumento de 
espesor de la pared, disminución de la longitud y 
reducción del tamaño de las punteaduras areola- 
das. Se ha sugerido que evolutivamente provie- 
nen de traqueidas. Los engrosamientos suelen ser 
punteados y nunca son de tipo anillado o helicado 
(Fig. 17.30.C). 

2. Fibras libriformes. Se denominan así porque son 
semejantes a las fibras extraxilemáticas liberia- 
nas. Con respecto a las fibrotraqueidas, las fibras 
libriformes son más largas, y su pared celular es 
más gruesa, está menos lignificada y posee sólo 
punteaduras simples (Fig. 17.30.D). 

3. Fibras septadas. Se caracterizan por presentar ta- 
biques o septos transversales que emergen de una 
pared sin alcanzar la opuesta, terminando en un 
reborde ensanchado. Estos septos tienen sólo pa- 
red primaria y quedan atravesados por plasmo- 
desmos. Provienen de una serie de mitosis sucesi- 


Fibra septada 


Fibrotraqueida Fibra libriforme 


Figura 17.32. Representación esquemática de los tipos de 
fibras del xilema. 
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vas, que se producen tras el alargamiento de la fi- 
bra y que dan lugar a la formación de paredes divi- 
sorias incompletas. Las fibras septadas son células 
vivas con núcleo y citoplasma. Pueden contener 
también sustancias de reserva como almidón, acei- 
te o resinas (Fig. 17.32). 


FUNCIÓN DEL ESCLERÉNQUIMA 


El esclerénquima tiene gran importancia en la forma- 
ción de los órganos axiales de la planta. Se debe tener 
en cuenta que hay tallos muy delgados que son muy 
largos y, además, sostienen el peso de muchas ramas, 
hojas y frutos. La caña de trigo tiene 3-5 mm de diáme- 
tro en su base, mientras que su longitud es de 1500- 
1700 mm, con la espiga en alto y el peso de granos y 
hojas. La relación sección de la base del tallo/altura de 
la planta varía de 1:200 a 1:400, mientras que en cons- 
trucciones humanas no pasa de 1:10. Esta resistencia se 
debe a las fibras esclerenquimáticas, que son muy elás- 
ticas y a la vez, poco deformables, lo que permite que 


se soporten considerables flexiones sin perjuicio. La 
elasticidad aumenta con la deshidratación. 

La extensibilidad del colénquima se complementa 
con la flexibilidad del esclerénquima. Cuando un órga- 
no ha alcanzado su forma madura, la plasticidad del co- 
lénquima no es una ventaja, y resulta mucho más prác- 
tica la elasticidad del esclerénquima. En cambio, si en 
un órgano joven hubiese fundamentalmente esclerén- 
quima, la tendencia del órgano a recobrar su forma pri- 
mitiva dificultaría su crecimiento. 

En algunos casos el esclerénquima sirve también pa- 
ra proporcionar una capa protectora resistente a los 
desgarres producidos por el paso de animales o por la 
acción del viento y, sobre todo, resistente a los ataques 
de depredadores, dado que el esclerénquima no puede 
ser digerido. Tan sólo las termitas pueden hacerlo, gra- 
cias a los actinomicetos de su tubo digestivo. 

En algunas plantas de climas áridos, la capa más in- 
terna de la pared de las fibras es capaz de absorber y al- 
macenar agua para resistir la sequía. 

Las fibras tienen un importante valor comercial y se 
usan para la fabricación de telas, hilos, cuerdas, cepi- 
llos, estopa, alpargatas, etcétera. 


BIBLIOGRAFÍA RECOMENDADA 


GENERAL: HISTOLOGÍA Y ORGANOGRAFÍA 
VEGETAL 


Álvarez Nogal R. Apuntes de Citología e Histología de las Plan- 
tas. León, Universidad de León, 1998. 

Álvarez Nogal R. Atlas de Histología y organografía de las 
plantas. León, Universidad de León, 2002. 

Arora DK (Ed). Advances in Plant Morphology and Anatomy. 
Print House, 1998. 

Beck CB. An Introduction to Plant Structure and Development. 
Cambridge, Cambridge University Press, 2005. 

Bowers BG, Nicholson JA. Color Atlas of Plant Structure. Lon- 
don, Manson, 1996. 

Bowers BGA. Color Atlas of Plant Structure Ames. lowa, lowa 
State University, 2000. 

Cortés F. Cuadernos de Histología Vegetal. Madrid, Marbán, 1985. 

Dickinson WC. Integrative Plant Anatomy. New York, Acade- 
mic Press, 2000. 

Esau K. Anatomía Vegetal. 3° ed. Barcelona, Omega, 1985. 

Evert RF, Eichhorn SE. Esau’s Plant Anatomy: Meristems, Cells, 
and Tissues of the Plant Body: their Structure, Function, 
and Development. 3° ed. Hoboker NJ, Wiley, 2006. 

Fahn A. Anatomia Vegetal. 3° ed. Madrid, Piramide, 1985. 

Fahn A. Plant Anatomy. 4" ed. Oxford, Pergamon Press, 1990. 

Krommenhoek W, Sebus J, van Esch GJ. Atlas de Histologia 
Vegetal. Madrid, Marban, 1986. 

Roland JC, Vian B. Atlas de Biologie Végétale. 1. Organisation 
des Plantes Sans Fleurs. 6° ed. Paris, Dunod, 2001. 

Roland JC, Roland F. Atlas de Biologie Végétale. 2. Organisa- 
tion des Plantes a Fleurs. 8° ed. Paris, Dunod, 2001. 

Romberger JA. Plant Structure: Function and Development - A 
Treatise on Anatomy and Vegetative Development, with 
Special Reference to Woody Plants. New York, Springer 
Verlag, 1993. 


MERISTEMOS 


Barton MK. Cell type specification and self renewal in the ve- 
getative shoot apical meristem. Curr Op Plant Biol, 1998; 1: 
37-42. 

Bowman JL, Eshed Y. Formation and maintenance of the shoot 
apical meristem. Trends Plant Sci, 2000; 5: 110-115. 

Byrne ME. Shoot development - genetic interactions in the me- 
ristem. Biochem Soc Trans, 2005; 33: 1499-1501. 

Chaffey N. Cambium: old challenges - new opportunities. Tre- 
es Struct Funct , 1999; 13: 138-151. 

Fletcher JC, Meyerowitz EM, Cell signaling within the shoot 
meristem. Curr Op Plant Biol, 2000; 3: 23-30. 

Fletcher JC. Shoot and floral meristem maintenance in arabi- 
dopsis. Ann Rev Plant Biol, 2002; 53: 45-66. 

Grbic V. Comparative analysis of axillary and floral meristem 
development. Can J Bot, 2005; 83: 343-349. 

Helariutta Y, Bhalerao R. Between xylem and phloem: The ge- 
netic control of cambial activity in plants. Plant Biol, 2003; 
5: 465-472. 

Ivanov VB. Meristem as a self-renewing system: Maintenance 
and cessation of cell proliferation - (A review). Russ J Plant 
Physiol, 2004; 51: 834-847. 

Jiang K, Feldman LJ. Regulation of root apical meristem deve- 
lopment. Ann Rev Cell Devel Biol, 2005; 21: 485-509. 

Lachaud S, Catesson AM, Bonnemain JL. Structure and func- 
tions of the vascular cambium. C R Acad Sci, 1999; Ill 322: 
633-650. 

Lenhard M, Laux T. Shoot meristem formation and maintenan- 
ce. Curr Op Plant Biol, 1999; 2: 44-50. 

Olsson O, Little CHA. Molecular control of the development 
and function of the vascular cambium. Mol Biol Woody 
Plants, 2000; 64: 155-180. 


790 HISTOLOGÍA Y ORGANOGRAFÍA MICROSCÓPICA VEGETAL 


Rajput KS, Rao KS, Patil UG. Stem anatomy of Dolichos lablab 
Linn (Fabaceae): Origin of cambium and reverse orientation 
of vascular bundles. Flora, 2006; 201: 65-73. 

Rensing KH, Samuels AL. Cellular changes associated with rest 
and quiescence in winter-dormant vascular cambium of Pi- 
nus contorta. Trees Struct Funct, 2004; 18: 373-380. 

Sticklen MB, Oraby HF. Invited review: Shoot apical meristem: 
a sustainable explant for genetic transformation of cereal 
crops. In Vitro Cell Devel Biol Plant, 2005; 41: 187-200. 

Takada S, Tasaka M. Embryonic shoot apical meristem forma- 
tion in higher plants. J Plant Res, 2002; 115: 411-417. 

Tooke F, Battey N. Models of shoot apical meristem function. 
New Phytol, 2003; 159: 37-52. 

Vijayraghavan U, Prasad K, Meyerowitz E. Specification and 
maintenance of the floral meristem: interactions between 
positively-acting promoters of flowering and negative re- 
gulators. Cur Sci, 2005; 89: 1835-1843. 


PARÉNQUIMA 


Bouranis DL, Chorianopoulou SN, Kollias C, Maniou P, Proto- 
notarios VE, Siyiannis VF, Hawkesford MJ. Dynamics of ae- 
renchyma distribution in the cortex of sulfate-deprived ad- 
ventitious roots of maize. Annals Bot, 2006; 97: 695-704. 

Butterbach-Bahl K, Papen H, Rennenberg H. Scanning electron 
microscopy analysis of the aerenchyma in two rice culti- 
vars. Phyton Ann Rei Bot, 2000; 40: 43-55. 

Drew MC, He CJ, Morgan PW. Programmed cell death and ae- 
renchyma formation in roots. Trends Plant Sci, 2000; 5: 123-127. 

Evans DE. Aerenchyma formation. New Phytol, 2004; 161: 35-49. 

Gritsch CS, Murphy RJ. Ultrastructure of fibre and parenchyma 
cell walls during early stages of culm development in Den- 
drocalamus asper. Annals Bot, 2005; 95: 619-629. 

Nobel PS. Parenchyma-chlorenchyma water movement during 
drought for the hemiepiphytic cactus Hylocereus undatus. 
Annals Bot, 2006; 97: 469-474. 

Schussler EE, Longstreth DJ. Aerenchyma develops by cell 
lysis in roots and cell separation in leaf petioles in Sagitta- 
ria lancifolia (Alismataceae). Am J Bot, 1996; 83: 1266-1273. 

Seago JL, Marsh LC, Stevens KJ, Soukup A, Votrubova O, Ens- 
tone DE. A re-examination of the root cortex in wetland flo- 
wering plants with respect to aerenchyma. Annals Bot, 
2005; 96: 565-579. 

Thimm JC, Burritt DJ, Sims IM, Newman RH, Ducker WA, Mel- 
ton LD. Celery (Apium graveolens) parenchyma cell walls: 
cell walls with minimal xyloglucan. Physiol Plantar, 2002; 
116: 164-171. 


Thomas AL, Guerreiro SMC, Sodek L. Aerenchyma formation 
and recovery from hypoxia of the flooded root system of 
nodulated soybean. Annals Bot, 2005; 96: 1191-1198. 

van der Weele CM, Canny MJ, McCully ME. Water in aerenchy- 
ma spaces in roots. A fast diffusion path for solutes. Plant 
Soil, 1996; 184: 131-141. 

Voznesenskaya EV, Chuong SDX, Koteyeva NK, Edwards GE, 
Franceschi VR. Functional compartmentation of C-4 pho- 
tosynthesis in the triple-layered chlorenchyma of Aristida 
(Poaceae). Funct Plant Biol, 2005; 32: 67-77. 


COLENQUIMA 


Fenwick KM, Jarvis MC, Apperley DC. Estimation of polymer 
rigidity in cell walls of growing and nongrowing celery co- 
llenchyma by solid-state nuclear magnetic resonance in vi- 
vo. Plant Physiol, 1997; 115: 587-592. 

Goncalves EG, Paiva EAS, Coelho MAN. A preliminary survey 
of petiolar collenchyma in the Araceae. Annals Missouri 
Botan Garden, 2004; 91: 473-484. 

Paiva EAS, Machado SR. Collenchyma in Panicum maximum 
(Poaceae): localisation and possible role. Aust J Bot, 2003; 
51: 69-73. 

Wardrop AB. The structure of the cell wall in lignified co- 
llenchyma of Eryngium sp (Umbelliferae). Aust J Bot, 1969; 
17: 229-240. 


ESCLERENQUIMA 


Angeles G, Owens SA, Ewers FW. Fluorescence shell: a novel 
view of sclereid morphology with the confocal laser scan- 
ning microscope. Microsc Res Tech, 2004; 63: 282-288. 

Kuijt J, Lye D. A preliminary survey of foliar sclerenchyma in 
neotropical Loranthaceae. Blumea, 2005; 50: 323-355. 

Chesson A, Provan GJ, Russell W, Scobbie L, Chabbert B, 
Monties B. Characterisation of lignin from parenchyma and 
sclerenchyma cell walls of the maize internode. J Sci Food 
Agric, 1997; 73: 10-16. 

Gokul H, Thejavathi DH, Joshi S. Differentiation of sclerenchy- 
ma fibres in the stem cultures of Cissampelos pareira L 
(Menispermaceae). Curr Sci, 1996; 70: 263-264. 

Lev Yadun S. Induction of sclereid differentiation in the pith of Ara- 
bidopsis thaliana (L.) Heynh. J Exp Bot, 1994; 45: 1845-1849. 

LevYadun S. Fibres and fibre-sclereids in wild-type Arabidop- 
sis thaliana. Ann Bot, 1997; 80: 125-129. 

Wilson JW. Regeneration of sclerenchyma in wounded dicoty- 
ledon stems. Ann Bot, 1983; 52: 295-301. 


Capítulo 18: TEJIDOS VASCULARES: XILEMA Y FLOEMA 


EL SISTEMA VASCULAR DE LAS PLANTAS 
XILEMA O LEÑO 
CARACTERÍSTICAS GENERALES DEL XILEMA 
COMPONENTES DEL XILEMA 
TRÁQUEAS 
Características generales 
Diferenciación 


TRAQUEIDAS 
PARÉNQUIMA DEL XILEMA 
Características celulares 
Tílides 
Clasificación 
FIBRAS DEL XILEMA 
DESARROLLO ONTOGENÉTICO DEL XILEMA 


EVOLUCIÓN DEL XILEMA 
FLOEMA O LÍBER 
CARACTERÍSTICAS GENERALES 
COMPONENTES 
TUBOS CRIBOSOS 
Características generales 
Diferenciación 
Formación de la calosa 
CÉLULAS CRIBOSAS 
CÉLULAS ANEXAS O ACOMPAÑANTES 
CÉLULAS ALBUMINÍFERAS 
PARÉNQUIMA DEL FLOEMA 
FIBRAS DEL FLOEMA 
DESARROLLO ONTOGENÉTICO DEL FLOEMA 
EVOLUCIÓN DEL FLOEMA 
HACES CONDUCTORES LIBEROLEÑOSOS 
BIBLIOGRAFÍA RECOMENDADA 


TEJIDOS VASCULARES: 
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EL SISTEMA VASCULAR DE LAS PLANTAS 


Los tejidos conductores o vasculares son característicos 
de las plantas superiores y constituyen un sistema distri- 
buido a lo largo de toda la planta, desde las raíces hasta 
la última venilla de la nervadura foliar, a través del cual 
discurre el agua (con todas las sustancias disueltas en 
ella) como por una red de canales. Los tejidos vasculares 
tienen importancia taxonómica, pues las plantas que los 
poseen son las denominadas plantas vasculares: pteri- 


dofitas (helechos) y espermatofitas (gimnospermas y an- 
giospermas). El tejido conducto comprende: 


1. El xilema. Transporta el agua y sustancias en ella 
disueltas desde la raíz a toda la planta. 

2. El floema. Reparte los nutrientes orgánicos, espe- 
cialmente los azúcares producidos por la fotosín- 
tesis, por toda la planta. 


XILEMA O LEÑO 


El transporte de savia (esto es, el agua y las sales mine- 
rales y compuestos orgánicos disueltos en ella) se reali- 
za, desde la raíz y a través de toda la planta, por medio 
del xilema, también denominado leño. El término xile- 
ma deriva de xilos (madera) y se debe a que constituye 
la parte dura de la planta, utilizada comercialmente co- 
mo madera. También se ha utilizado el término hadro- 
ma, que significa duro y grueso, porque el xilema tam- 
bién sirve de soporte a la planta. El xilema se aprecia 
macroscópicamente mejor que el floema. 

El agua del suelo penetra por ósmosis, atravesando 
las células de la raíz hasta el sistema conductor del xile- 
ma; es arrastrada a través de tubos capilares que reco- 
rren toda la planta y puede pasar también a las células 
adyacentes. El transporte es unidireccional, hacia las su- 
perficies de evaporación. La presión osmótica que deter- 
mina la entrada de agua en el xilema no es suficiente pa- 
ra que el agua alcance las partes más altas de la planta 
cuando éstas tienen ya cierto porte; esto se consigue 
gracias a la succión generada por la evaporación. 

Los solutos que entran y circulan por el xilema son 
bombeados activamente por células especializadas de 
la raíz en los lugares de carga de los solutos, desde el 


apoplasto hacia interior de los tubos del xilema. El tér- 
mino apoplasto designa todos los espacios extracelula- 
res, incluida la pared celular, mientras que el término 
simplasto designa los protoplasmas, esto es, citoplas- 
mas y membranas plasmáticas del vegetal, relaciona- 
dos a través de miríadas de plasmodesmos. 

La entrada del agua y nutrientes hasta el xilema se 
produce necesariamente a través del citoplasma de las 
células de la endodermis (capa celular que rodea el siste- 
ma vascular), pues los espacios apoplásticos entre estas 
células están sellados por bandas de Caspary (véase pá- 
gina 833), que son funcionalmente análogas a las uniones 
íntimas (tight junctions) de los epitelios animales. Este se- 
llado impide también el retorno del agua al apoplasto. 

Los principales elementos conductores del xilema son 
células alargadas, en forma de tubo, con las paredes lig- 
nificadas y sin contenido citoplásmico (por consiguiente, 
muertas). Las paredes están engrosadas, y en ellas se 
forman relieves de forma variable que les confieren soli- 
dez y resistencia a la presión e impiden que se obstruyan 
los tubos como consecuencia de las presiones negativas 
y de las flexiones de los órganos respectivos. Sin los re- 
fuerzos lignificados los tubos se colapsarían. 

En las zonas altas de la planta existen células con 
proteínas transportadoras de membrana específicas, las 
cuales bombean los solutos desde los tubos hacia las 
células de los tejidos fotosintéticos. 
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Durante el crecimiento primario a partir del procam- 
bium se forma el xilema primario: primero el protoxile- 
ma y más tarde el metaxilema. Posteriormente, durante 
el crecimiento secundario, a partir del cambium vascu- 
lar y, en su caso, del interfascicular, se forma el xilema 
secundario. El xilema comprende los siguientes compo- 
nentes: 


1. Elementos vasculares: 


— Tráqueas (vasos). Son el resultado de la super- 
posición de numerosas células cilíndricas, uni- 
das entre sí a través de sus paredes terminales, 
que quedan perforadas con objeto de que las 
células queden comunicadas formando verda- 
deros canales, aptos para el transporte de líqui- 
dos. Estas células se denominan elementos de 
la tráquea. 

— Traqueidas. Son similares a los elementos de 
las tráqueas, pero se superponen sin perfora- 
ciones de las paredes celulares terminales, por 
lo que cada célula mantiene su individualidad. 


2. Elementos no vasculares: 


— Parénquima axial y radiomedular. 
— Fibras esclerenquimáticas (fibras del xilema). 


CARACTERÍSTICAS GENERALES 


Las tráqueas se encuentran en angiospermas (monoco- 
tiledóneas y dicotiledóneas), excepto en el orden rana- 
les, que es muy primitivo. También están presentes en 
unas pocas gimnospermas (guetales) y en pteridofitas. 
En las plantas vasculares carentes de tráqueas, el xi- 
lema está representado únicamente por traqueidas. Co- 
mo vasos conductores que son, deben cumplir dos fun- 
ciones: 


1. Facilitar la entrada y salida del agua en los vasos. 
Para ello, gran parte de la superficie de su pared 
está agujereada y contiene también zonas de pa- 
red primaria delgada e incluso parcialmente des- 
truida. 

2. Evitar el colapso del vaso por las diferencias de 
presión al vaciarse. Para ello, la pared del vaso pre- 
senta refuerzos lignificados que impiden su aplas- 
tamiento. 


El movimiento ascendente del agua en los vasos 
(impulsado por la succión creada por las diferencias de 
presión) se ve limitado por la adhesión del agua a las 
paredes del vaso. La importancia de esta adhesión se 
reduce en la medida en que aumenta el diámetro del 
vaso, puesto que también aumenta relativamente el vo- 
lumen de agua que se mueve libremente, esto es, el 
agua que no hace contacto con las paredes. La medida 
de la capacidad de movimiento del agua por un vaso se 


denomina conductancia, y es directamente proporcio- 
nal a la cuarta potencia del radio del vaso; de esta ma- 
nera, un vaso es mejor conductor cuanto mayor sea su 
calibre. Sin embargo, los vasos de gran calibre tienen el 
inconveniente de que, al ser menor la fuerza de adhe- 
sión del agua a la pared, en ellos pueden formarse ém- 
bolos (burbujas de aire) con mayor facilidad, émbolos 
que se expanden a lo largo del vaso hasta que encuen- 
tran una pared terminal que impide su avance. En ese 
sentido, el émbolo alcanza mayor expansión en las trá- 
queas (que son vasos muy largos, aunque anchos) que 
en las traqueidas, que son más cortas. 

Además de la misión conductora, las tráqueas y tra- 
queidas engrosadas cumplen una función de sostén de 
la planta que ya ha alcanzado un buen grosor. Las trá- 
queas pueden alcanzar hasta 5 m de longitud y 0.7 mm 
de espesor en algunas plantas trepadoras (lianas), pero 
generalmente no llegan a 1 m de longitud, siendo lo 
más frecuente que midan 10 cm de longitud y 0.1 mm 
de espesor. 


DIFERENCIACIÓN 


Siguiendo la diferenciación de una tráquea o vaso a 
partir de la célula meristemática del procambium o del 
cambium vascular se observa que ésta se alarga en un 
principio y el citoplasma se condensa junto a la pared, 
justo donde hay plasmodesmos, con lo que la célula se 
vacuoliza. Varias células alargadas quedan superpues- 
tas para formar posteriormente un tubo. Los microtúbu- 
los se sitúan inicialmente paralelos a la pared, sin nin- 
guna distribución preferente por zonas. El complejo de 
Golgi está muy desarrollado y comprende múltiples dic- 
tiosomas que se disponen en las proximidades de las 
paredes celulares (Fig. 18.1.A). 

En la pared celular se inicia una primera fase de en- 
grosamiento por depósito de pared primaria celulósica. 
Estos engrosamientos no ocupan toda la pared y for- 
man relieves o dibujos muy diversos que, al alargarse 
la célula, quedan espaciados. Los engrosamientos se 
disponen enfrentados en células xilemáticas contiguas 
(Fig. 18.1.B). En una segunda fase se produce un engro- 
samiento por depósito de pared secundaria lignificada, 
que sólo tiene lugar en las zonas donde existe el engro- 
samiento de pared primaria (Figs. 18.1.C y 18.2.A). 

Durante el desarrollo de la pared celular los múlti- 
ples dictiosomas emiten numerosas vesículas que son 
conducidas por haces de microtúbulos hacia la pared. 
En las zonas de engrosamiento estos haces se disponen 
casi transversalmente al eje principal de la célula. En 
realidad, tienen un trayecto en espiral, rodeando de arriba 
abajo la banda de citoplasma que envuelve la vacuola. 
Si las células en diferenciación se tratan con colchicina, 
se siguen produciendo engrosamientos, pero éstos se 
distribuyen muy irregularmente. En las zonas de la pa- 
red donde no se forman engrosamientos no hay micro- 
túbulos, sino una cisterna de retículo endoplasmático 
rugoso que, posiblemente, sirva para proteger la pared, 
evitando el depósito de celulosa y lignina, con lo que la 
pared permanece delgada. La función de los engrosa- 
mientos de lignina consiste en proporcionar resistencia 
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Figura 18.1. Desarrollo de un elemento de una tráquea. 
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a la pared del vaso para que, al disminuir la presión en 
el interior de éste, no quede colapsado. Donde no se 
produce el engrosamiento lignificado, queda sólo pared 
primaria, pero con el tiempo, la matriz de ésta es digeri- 
da y termina por desaparecer, quedando de ella tan sólo 
finas fibrillas de celulosa. La lámina media se hincha 
(Figs. 18.1.D, 18.2.B y 18.2.C). 

En las paredes transversales también se producen 
engrosamientos lignificados como en las laterales. Sin 
embargo, en cada zona de la pared transversal donde 
no se forman estos engrosamientos, se produce inicial- 
mente un depósito muy grueso de pared primaria, con 


escasa celulosa; pero éste no se lignifica, y será degra- 
dado por enzimas líticas liberadas cuando la célula 
muera, dando lugar a una perforación (Fig. 18.1.D). Es- 
tas enzimas son las mismas que atacan la pared prima- 
ria en las paredes laterales donde no se producen en- 
grosamientos. La perforación se diferencia claramente 
de la punteadura, pues implica la reabsorción de la pa- 
red y de la lámina media. Durante la formación de las 
perforaciones, junto a las paredes transversales se ob- 
servan numerosas vesículas, que parecen proceder de 
la membrana plasmática y contienen material de las pa- 
redes celulares que están siendo eliminadas. 


Figura 18.2. A: Elemento de una tráquea en diferenciación en la raíz de Azolla. N: núcleo. D: dictiosomas. La célula contiene 
todavía abundante citoplasma, aunque ya se observan los engrosamientos de la pared (flechas). X10 900. B: Sección longitudi- 
nal de un vaso totalmente diferenciado. X5700. C: Sección transversal del xilema que muestra vasos diferenciados (V) entre cé- 
lulas parenquimáticas (P). X2100. Las flechas de las figuras B y C señalan la pared primaria que aparece como finas fibrillas en- 
tre los engrosamientos secundarios lignificados. (Tomado de Gunning BES, Steer M. Ultrastructure and the Biology of Plant 
Cells. London, Edward Arnold, 1975.) 
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Figura 18.3. Elementos de tráqueas que muestran diferentes tipos de placas terminales 


La pared celular transversal con sus perforaciones 
forma una placa perforada. Si hay una única perfora- 
ción (el tabique transversal desaparece por completo, 
quedando únicamente los rebordes lignificados que for- 
man un doble anillo), se origina una placa perforada 
simple (Figs. 18.3.A y 18.3.B). Las placas con varias per- 
foraciones, separadas unas de otras por pared lignifica- 
da, se denominan placas perforadas compuestas, y se- 
gún se dispongan las perforaciones se clasifican en: 
escaleriformes (con perforaciones ovales superpuestas 
a modo de escalera) (Figs. 18.3.B y 18.3.C), reticuladas 
(las barras lignificadas entre las perforaciones forman un 
retículo) (Fig. 18.3.C) y foraminadas (con perforaciones 
redondas) (Fig. 18.3.D). Las placas perforadas simples 
son generalmente horizontales y tienen la ventaja de su 
mínima resistencia al paso del agua, y la desventaja de 
que permiten fácilmente la extensión del émbolo. Las pla- 
cas perforadas compuestas ofrecen mayor resistencia 
(que compensan en parte al disponerse oblicuamente pa- 
ra aumentar la superficie de paso de agua), pero impiden 
más fácilmente el paso del émbolo. 

En las tráqueas todo el citoplasma desaparece (el 
núcleo lo hizo hace tiempo), quedando sólo las paredes 
celulares. Los restos de citoplasma muerto pueden for- 
mar una capa interna (capa verrugosa). 


TIPOS 


En el protoxilema los engrosamientos no ocupan la ma- 
yor parte de la extensión de la pared. La pared primaria 
sólo se digiere parcialmente, por lo que se mantiene; no 


obstante, es muy delgada, muestra campos de poros 
primarios y puede ser fácilmente penetrada por el agua. 
Esta configuración de los engrosamientos, si bien no es 
la más adecuada para evitar el colapso, permite la ex- 
tensión de la pared después de la muerte de la célula; 
por ello, ontogenéticamente estas tráqueas simples son 
las primeras en aparecer. Según con la disposición de los 
engrosamientos, se distinguen cuatro tipos (Figs. 18.4, 
18.5.A y 18.6.A): 


= 


. Anilladas. Presentan engrosamientos en anillo. 

. Helicadas. Tienen engrosamientos en hélice. 

3. Doble-helicadas. Presentan engrosamientos en 
doble hélice. 

4. Anulo-helicadas. Tienen anillos y una hélice. 


N 


En el metaxilema, que comienza a diferenciarse mien- 
tras el órgano (tallo, raíz) se está alargando, al crecer los 
vasos en longitud las hélices se estiran, el engrosamien- 
to continúa y los espacios entre las hélices se van recu- 
briendo, dando lugar a tráqueas con engrosamientos 
más complejos. El metaxilema termina de diferenciarse 
después del cese del alargamiento. Los tipos de tráqueas 
que aparecen son (Figs. 18.4, 18.5.A y 18.6.A): 


1. Escaleriformes. Los engrosamientos secundarios 
de la pared lateral están mucho más extendidos 
que en los vasos anillados y helicados, y cubren, 
al menos, la mitad de la pared primaria. Los en- 
grosamientos son alargados y se disponen como 
los peldaños de una escalera, dejando huecos en 
forma oval que corresponden a las zonas no en- 
grosadas. 
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Figura 18.4. Diferentes tipos de tráqueas según los en- 
grosamientos lignificados de las paredes laterales. 


2. Reticuladas. Los engrosamientos de pared secun- 
daria alcanzan aún mayor extensión, formando una 
red irregular que deja pequeños espacios de pa- 
red primaria no recubierta por engrosamientos y 
a través de la cual se produce el intercambio. 

3. Punteadas. Este tipo de vaso es el que posee mayor 
resistencia al colapso, pero también el que presenta 
menor superficie de intercambio. El engrosamiento 
cubre aún más superficie que en los tipos anterio- 
res y sólo quedan descubiertas pequeñas zonas, de 
forma redondeada u ovalada, por las que las trá- 
queas comunican con las células adyacentes. Estas 
zonas son punteaduras simples o areoladas. Si las 
punteaduras se disponen en hileras verticales son 
tráqueas de punteadura opuesta. Si se disponen en 
hileras en diagonal son de punteadura alterna. 


Las punteaduras areoladas ofrecen ventajas sobre 
las no areoladas porque la aréola, además de propor- 
cionar una mayor resistencia, posibilita que la apertura 
externa (que es la zona de mayor fricción y movimiento 
más lento del agua) sea ancha y la interna, estrecha. Las 
punteaduras areoladas con toro presentan dos ventajas 
adicionales: 1) la pared primaria protegida por la aréola 
está parcialmente digerida, permitiendo fácilmente el 
paso de agua con la mínima fricción; y 2) cuando un vaso 
deja de conducir agua, entra en él el agua de los vasos 
adyacentes que pierden su caudal normal o, al menos, 
disminuyen el volumen transportado; si las punteaduras 
areoladas tienen toro, el agua de los vasos llenos no pue- 
den entrar en los vacíos, pues la presión hidrostática ha- 
ce que el toro se desplace hacia la zona estrecha de la 
aréola, actuando como una válvula que impide el paso 
del agua. El toro también evita que, si se produce un 
émbolo, éste se extienda a los vasos adyacentes por 
ruptura de la débil pared primaria parcialmente digeri- 
da. En unas 30 familias de plantas, algunas punteaduras 
presentan complicados relieves en las aréolas que impi- 
den el paso del émbolo (punteaduras ornamentadas) 
(véase página 329). 


Las traqueidas se encuentran en el xilema de todas las 
plantas, pero constituyen el único elemento conductor 
del xilema en las plantas que carecen de tráqueas, esto 
es, en las criptógamas vasculares, en las gimnosper- 
mas y en el primitivo orden ranales. Las traqueidas son 
menos numerosas que las tráqueas en todos los demás 
órdenes de angiospermas. 

Las traqueidas tienen una estructura y función simi- 
lares a las de las tráqueas, pero presentan las siguien- 
tes diferencias morfológicas (Figs. 18.5.B, 18.6.B y 18.7): 


1. Cada traqueida es más estrecha y más larga que 
un elemento de tráquea, aunque éstos, al super- 
ponerse, forman tubos más gruesos y largos que 
las traqueidas. 

2. Al superponerse las traqueidas, más que un cilin- 
dro, forman rutas de recorrido irregular. Estos cam- 
bios de dirección del fluido transportado se deben 
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Figura 18.5. A: Sección longitudinal del xilema de calabaza (Cucurbita pepo) que muestra vasos anillados (a), helicados (h), 
punteados (p) y reticulados (r). PA: parénquima axial. Fucsina ácida-verde yodo. X300. B: Sección longitudinal del xilema de 


abeto que muestra traqueidas con punteaduras areoladas con toro (flecha) vistas frontalmente. Fucsina ácida-verde yodo. X450. 
(Cortesía de B. Román.) 


a i 


Figura 18.6. A: Elementos de vasos obtenidos por disociación del xilema de Vitis. PA: parénquima axial. A: vaso anillado. 
P: vasos punteados. R: vaso reticular. X700. B: Punteaduras areoladas con toro (flecha) en traqueida de pino. X1500. (Las figu- 
ras son cortesía de R. Valera y D. Tolivia. Departamento de Morfología y Biología Celular. Universidad de Oviedo.) 
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a que sus extremos, por los que quedan en contac- 
to, son muy oblicuos. 

3. Las paredes terminales entre traqueidas, además 
de ser oblicuas, no están perforadas sino llenas 
de punteaduras que, en las coníferas, son areola- 
das. Estas punteaduras permiten intercambios se- 
gún las condiciones de presión. 

4. Las paredes laterales de las traqueidas presentan 
los mismos engrosamientos que las tráqueas, ex- 
cepto los del tipo reticulado. 


Estas características de las traqueidas pueden com- 
pararse funcionalmente con las de las tráqueas. La es- 
trechez supone una peor conducción del agua que en 


las tráqueas, que son más anchas, pero la presencia de 
paredes punteadas, en vez de láminas perforadas, re- 
presenta un mayor obstáculo a la extensión de émbo- 
los. Por otra parte, estas paredes punteadas tienen la 
desventaja de que la resistencia al paso del agua de una 
traqueida a otra es mayor que la del paso del agua a tra- 
vés de las perforaciones que unen los sucesivos ele- 
mentos de una tráquea. Por ello, cada traqueida posee 
mayor longitud que cada elemento de una tráquea, ya 
que así se reduce el número de paredes que el agua de- 
be atravesar. En primavera, cuando se necesitan nuevas 
traqueidas para conducir el agua, se forman traqueidas 
de mayor diámetro que las que se forman en verano. 
Estas últimas tienen mayor importancia estructural. 


Punteadura areolada con toro 


Luz de la traqueida 


Parénquima radial 


Traqueida seccionada tangencialmente 
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Figura 18.7. Esquema de 
traqueidas con punteaduras 
areoladas con toro vistas en 
sección longitudinal y trans- 
versal. 


CARACTERÍSTICAS CELULARES 


Entre los elementos del xilema (primario o secundario) 
hay células parenquimáticas que realizan activos inter- 
cambios con los elementos vasculares con los que co- 
munican. Si el elemento vascular presenta punteaduras 
(simples o areoladas) en las paredes laterales, éstas se 
corresponden con campos de poros primarios en la célula 
parenquimática (Fig. 18.7 y véanse Figs. 18.2.C y 18.5.A). 

Las células parenquimáticas del xilema proporcio- 
nan a éste solutos, como aminoácidos, hormonas o sa- 
les minerales, etc. Estas células tienen abundante retí- 
culo endoplasmático rugoso y sintetizan proteínas a 
partir de aminoácidos que toman del xilema. Otras célu- 
las parenquimáticas almacenan sustancias como almi- 
dón y grasa. No suele haber cloroplastos. 


TÍLIDES 


Cuando las tráqueas y traqueidas dejan de ser activas, las 
células parenquimáticas vecinas, que continúan crecien- 
do, ejercen fuertes presiones sobre ellas, llegan a introdu- 
cirse parcialmente en su interior y las obstruyen. Estas 
proyecciones de las células parenquimáticas que pene- 
tran en el elemento traqueal a través de las comunicacio- 
nes entre ambos tipos celulares se denominan tílides (Fig. 
18.8). Las tílides bloquean la luz del vaso impidiendo que 
ésta sirva de túnel para el desplazamiento de hongos. Se 
piensa que el estímulo para el desarrollo de la tílide puede 
ser la formación de émbolos en los vasos, bien por la 
edad o debido a alguna lesión, pues también se forman 
para obstruir los vasos cuando éstos sufren una herida. 

Los restos de citoplasma muerto de los elementos 
vasculares, al finalizar su diferenciación, se adosan in- 
ternamente a la pared celular formando la capa verru- 
gosa. Ésta constituye una capa protectora de aspecto fi- 
brilar y contiene polisacáridos y pectinas. Al formarse la 
tílide, el citoplasma de la célula parenquimática empuja 


Cavidad de 
una tráquea 


Capa verrugosa 


Figura 18.8. Esquema de una tílide. 
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la capa verrugosa y penetra, rodeado por ella, en la ca- 
vidad del vaso. La penetración a través de la punteadu- 
ra se realiza tras la digestión enzimática de la delgada 
pared primaria atravesada por plasmodesmos que ocu- 
pa la punteadura. Para que la célula parenquimática 
pueda penetrar por la punteadura es necesario que ésta 
tenga, al menos, 10 um de diámetro. En los vasos cuyas 
punteaduras tienen un diámetro inferior a éste, la obs- 
trucción se produce porque las células parenquimáticas 
vierten en ellos una secreción gomosa que llena su luz. 

Las tílides se observan muy bien en las partes más 
profundas del leño de muchas plantas. Las células forma- 
doras de tílides pueden vaciarse totalmente o transfor- 
marse en elementos reservantes acumuladores de almi- 
dón. En algunas plantas se produce la reabsorción de las 
tílides y el vaso vuelve a funcionar, pero no es lo corriente. 


CLASIFICACIÓN 


En el xilema primario, las células parenquimáticas son 
alargadas en el sentido del eje longitudinal del órgano. 
En el xilema secundario se encuentran dos tipos de pa- 
rénquima (Fig. 18.9): 


1. Parénquima axial. Al igual que las tráqueas, tra- 
queidas y fibras, el parénquima axial deriva de célu- 
las iniciales fusiformes del cambium vascular. Estas 
células parenquimáticas se disponen paralelamen- 
te a las tráqueas y traqueidas, es decir, a lo largo del 
tallo. Pueden ser tan largas como las iniciales fusi- 
formes de las que derivan, pero frecuentemente la 
célula derivada realiza varias divisiones transversa- 
les antes de diferenciarse en parénquima, originan- 
do células parenquimáticas más cortas (Fig. 18.9 y 
véanse Figs. 18.5.A y 18.6.A). 

2. Parénquima radiomedular. Deriva de las células 
iniciales radiales del cambium vascular (Figs. 18.9 
y 18.10). Hay dos tipos celulares que se correspon- 
den con los dos tipos de células iniciales radiales 
(Fig. 18.9): células procumbentes (isodiamétricas, 
orientadas radialmente) y células verticales (con el 
eje mayor orientado verticalmente). 


Las fibras del xilema proceden de las mismas células 
meristemáticas que los elementos vasculares, esto es, 
del procambium o de las células iniciales fusiformes del 
cambium vascular. Son elementos de sostén de los teji- 
dos vasculares que se asemejan a las traqueidas, pero 
son más largas y de paredes más gruesas (Fig. 18.9 y 
véase Fig. 17.32). Entre las tráqueas y las fibras acom- 
pañantes hay sólo escasas punteaduras de pequeño ta- 
maño. Algunos autores consideran que las fibras han 
evolucionado a partir de las traqueidas, y emplean el 
término elementos traqueales imperforados para desig- 
narlas. Como en el caso de las traqueidas, las fibras se 
han ido acortando progresivamente con la evolución. 
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El xilema primario se origina a partir del procambium al 
inicio de la diferenciación del tallo, la raíz y las hojas. El 
xilema primario se inicia con la formación del protoxile- 
ma, que consiste en tráqueas y traqueidas con engrosa- 
mientos anillados, helicoidales y ánulo-helicadas. El pro- 
toxilema presenta pocas tráqueas y mucho parénquima. 
En el crecimiento primario, el desarrollo del xilema se 
completa con la formación del metaxilema. Éste presen- 
ta mayor número de tráqueas, que son más gruesas que 
las del protoxilema y, además, están más lignificadas, 
mostrando engrosamientos helicoidales, reticulares o 
punteados. 

El protoxilema de los tallos y las hojas madura antes 
del alargamiento del órgano, mientras que en las raíces 
lo hace después. Debido a esto, al producirse la elonga- 
ción del brote en los tallos, el protoxilema queda someti- 
do a fuertes tensiones y suele destruirse. El metaxilema 
inicia su formación antes del alargamiento y completa su 
maduración al terminar la elongación; por ello, no se 
destruye. 


En los tallos y raíces que tienen crecimiento secunda- 
rio, el xilema crece por formación del xilema secundario 
a partir del cambium vascular (Figs. 18.9 y 18.10). El me- 
taxilema experimenta una reducción de su función con- 
ductora, e incluso deja de ser funcional, aun cuando sus 
elementos vasculares se mantengan morfológicamente 
inalterados. En las plantas que crecen durante muchos 
años, a medida que se va formando nuevo xilema anual- 
mente, al xilema de años anteriores le ocurre lo mismo 
que al metaxilema; esto es, su función queda disminuida 
o anulada. En general, si el clima es benigno las tráqueas 
y traqueidas son funcionales entre cinco y diez años, y su 
pérdida de función es progresiva; es decir, cada año se 
incrementa el número de vasos que han perdido su fun- 
ción al producirse émbolos. Durante el otoño y el invier- 
no, el citoplasma de la célula parenquimática penetra en 
el interior de los vasos que han dejado de ser funcionales 
a través de las comunicaciones entre ambos tipos celula- 
res, dando lugar a las tílides (véase Fig. 18.8). 

Así como el xilema primario apenas ensancha la plan- 
ta, el xilema secundario va creciendo formando radios. 
Esta disposición radial no sólo afecta a los elementos 
vasculares (tráqueas y traqueidas), sino también al pa- 
rénquima axial que acompaña a los elementos vascula- 
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Leño de primavera (traqueidas) 


Figura 18.10. Esquema del leño 
secundario del tallo de una gim- 
nosperma. Hay escaso parénqui- 
ma axial y los radios son uniseria- 
dos. 
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res y, sobre todo, al radiomedular, que también forma ra- 
dios que separan los radios constituidos por los elemen- 
tos vasculares. En las gimnospermas el xilema es mas 
simple y homogéneo, pues carece de traqueas y contie- 
ne poco parénquima; sobre todo escasea el axial, y los 
radios medulares son uniseriados (Fig. 18.10). 

El xilema secundario será estratificado o no según 
proceda de un cambium estratificado o no estratificado 
(véase Fig. 17.14). No obstante, con el paso del tiempo, 
puede ocurrir que un xilema estratificado se convierta 
en no estratificado debido al alargamiento de los ele- 
mentos del sistema axial, que suelen ser más largos 
que las células iniciales fusiformes de las que proceden. 

Las diferencias en el volumen de los elementos vas- 
culares formados en primavera (mas gruesos) y en oto- 
ño (más finos) determinan la imagen de anillos de creci- 
miento anuales que se estudiarán al tratar de la raíz y el 
tallo (Figs. 18.9 y 18.10 y véase Fig. 18.19.B). 


En la evolución de los componentes vasculares las tra- 
queidas se consideran más primitivas que las tráqueas. 


En las monocotiledóneas, sin el crecimiento secundario 
típico del xilema, se supone que las tráqueas aparecie- 
ron primero en el último metaxilema, después en el 
metaxilema temprano y, finalmente, en el protoxilema. 
Parece ser que las tráqueas aparecieron primero en las 
raíces y luego se desarrollaron en los tallos y las hojas. 
En las dicotiledóneas con crecimiento secundario, las 
tráqueas aparecieron primero en el xilema secundario y 
después en el metaxilema. Al principio las tráqueas es- 
tarían sólo en las plantas leñosas, y después se des- 
arrollaron en las herbáceas, donde han alcanzado un al- 
to grado de evolución. 

Dentro de las tráqueas, el desarrollo filogenético de las 
paredes laterales sería, de menor a mayor lignificación: 1) 
anulares; 2) helicadas; 3) escaleriformes; 4) reticulares; 5) 
punteadas con punteaduras opuestas; y 6) punteadas con 
punteaduras alternas. 

Este desarrollo precede al de las placas perforadas 
en las paredes terminales. La filogenia de estas pla- 
cas podría ser la siguiente: las perforadas simples 
(una sola abertura) serían las más evolucionadas; y, 
dentro de las compuestas, cabría nombrar por orden 
de evolución las reticuladas, las escaleriformes y las 
foraminadas. 
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FLOEMA O LÍBER 


El término floema deriva de phleoes, que significa cor- 
teza tierna, nombre que proviene de su posición en la 
planta. El floema también recibe las denominaciones de 
leptoma, que significa débil, líber o tejido criboso. Así 
como el xilema transporta agua y sales minerales desde 


las raíces a las hojas, el floema transporta productos de 
la fotosíntesis (azúcares y materias orgánicas elabora- 
das) en múltiples direcciones a través de la planta, des- 
de su sitio de producción (fuentes) hasta los lugares 
donde esos productos son consumidos o almacenados 
(sumideros). El floema puede transportar entre 50 y 300 mg 
de materia (en peso seco) por mL, de la que un 90% es 


sacarosa. También transporta otros azúcares (rafinosa y 


Las fuentes de estos productos son las células 
fotosintéticas de la hoja, y los sumideros constituyen el 
resto de la planta, que debe nutrirse del fluido transpor- 


tado por el floema. El floema interviene de alguna ma- 
nera en el control del desarrollo de la planta: en deter- 


En las fuentes, la sacarosa y demás materiales produ- 


cidos pasan (vía simplasto) de célula a célula del mesófi- 
lo de la hoja (a través de los plasmodesmos que interco- 


nectan dichas células) hasta alcanzar el floema. Allisalen) 


anexas o acompañantes, parenquimáticas y de transfe- 


rencia) y de ahí pasan al interior del tubo criboso. El in- 


A veces el transporte supone largas distancias, que 
son cubiertas a velocidades de 10 a 100 cm/h, muy por 
encima de la velocidad de difusión; esto indica que por 
1 cm? de tubo criboso pasan cada hora de 0.5 a 5 g de 
materia (en peso seco). Un elemento criboso se vacía 
entre 3 y 1000 veces por segundo. 


Durante el crecimiento primario, a partir del procambium, 
se forma el floema primario (primero el protofloema y, 
más tarde, el metafloema). Posteriormente, durante el 
crecimiento secundario, a partir del cambium vascular se 
forma el floema secundario. Estructuralmente, el floema 
consta de los siguientes componentes: 


1. Elementos vasculares (Fig. 18.11): 

— Tubos cribosos. Resultan de la superposición 
de células cilíndricas denominadas elementos 
de los tubos cribosos. Estas células se unen 
entre sí por sus paredes terminales que, a dife- 
rencia de las tráqueas, no están perforadas en 
sentido estricto, sino atravesadas por gruesos 
plasmodesmos (cribas o poros), formando pla- 
cas cribosas. 

— Células cribosas. Son similares a los elementos 
de los tubos cribosos, pero se superponen sin 
que las paredes celulares terminales formen 
verdaderas placas cribosas, sino tan sólo áreas 
cribosas, atravesadas por numerosos plasmo- 
desmos normales. 


2. Elementos no vasculares: 
— Células anexas o acompañantes. Acompañan 
a los tubos cribosos (Figs. 18.11.A y 18.12). 
— Células albuminiferas. Acompañan a las célu- 
las cribosas (Fig. 18.11.A). 
— Parénquima axial y radiomedular. 
— Fibras esclerenquimáticas (fibras del floema). 


CARACTERÍSTICAS GENERALES 


Los tubos cribosos están constituidos por elementos de 
tubos cribosos superpuestos formando largos tubos. En 
las paredes laterales existen depresiones de la pared pri- 
maria que ocupan extensas zonas conocidas como áreas 
cribosas (Fig. 18.11). Las áreas cribosas están atravesa- 
das por numerosos plasmodesmos, constituyendo así 
campos de poros primarios. No son punteaduras, pues 
no hay pared secundaria (Fig. 18.12). Estas áreas comu- 
nican tubos cribosos entre sí o con células anexas adya- 
centes. 

Las paredes terminales suelen ser algo inclinadas, pe- 
ro también pueden ser completamente transversales. En 
ellas hay placas cribosas (Figs. 18.11 y 18.13), las cuales 
se diferencian de las áreas cribosas en que los plasmo- 
desmos que las atraviesan son mucho más gruesos (de 1 
a 10 um de diámetro) que los plasmodesmos normales, 
incluso más que los de las áreas cribosas (unos 40 nm), y 
se denominan poros cribosos (Fig. 8.13). Los tabiques 
terminales, cuando son muy oblicuos, pueden contener 
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Area cribosa 
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Figura 18.11. A: Esquema de 

elementos de tubos cribosos con 

sus células anexas y de una célu- 

la cribosa con células albumini- 

feras. B: Esquema de placas cri- 

bosas en las paredes terminales 
(transversales-oblicuas) y de áreas 

cribosas en las paredes longitudi- B 
nales de los elementos de un tu- 

bo criboso. 


varias placas cribosas separadas entre sí por pared pri- 
maria no deprimida, resultando una placa cribosa com- 
puesta (Fig. 18.13.B). 

Cada elemento de tubo criboso mide de 50 a 150 um 
de largo y unos 40 um de ancho. 


cribosas en las paredes terminales (en vez de perfora- 
ciones como en las tráqueas) determina que el diáme- 


Co- 
mo se siguen produciendo intercambios entre los ele- 
mentos anterior y posterior al elemento taponado y las 
células adyacentes, el transporte no queda alterado por- 


que haya quedado taponado un elemento de un tubo 
criboso. 


Placa cribosa simple Placa cribosa compuesta 


Plasmodesmo 
Poro 


Areas cribosas 


DIFERENCIACIÓN 


En los elementos cribosos jóvenes las células tienen to- 
dos sus orgánulos, incluso vacuolas rodeadas por el to- 
noplasto. Hay muchos ribosomas libres. Los plastidios 
son de dos tipos (Fig. 18.14.A). El tipo más abundante 
(plastidios S) lo forman leucoplastos que contienen es- 
casas laminillas y almidón, que puede ser hidrolizado y 
pasar a través de las cribas o poros. El segundo tipo de 
plastidio (plastidios P) contiene proteínas en forma de 
cristales o fibrillas enrolladas circularmente; puede con- 
tener también almidón. La ultraestructura de ambos ti- 
pos de plastidios varía entre especies, y se le ha atribui- 
do un valor taxonómico. Cada plastidio está rodeado de 
una cisterna de retículo endoplasmático que es liso por 
el lado que mira al plastidio y rugoso por el opuesto. En 
los poros de las placas cribosas, también se dispone a 
cada lado una cisterna de retículo endoplasmático del 
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Figura 18.12. Micrografía electrónica de una sección transversal de un tubo criboso (estrella) y de una célula anexa (asteris- 
co) en ovario de Muscari. Entre ambos tipos celulares se establecen plasmodesmos (PD) con calosa (C). MP: membrana plas- 
mática. P: plastidio. X2500. (Tomado de Gunning BES, Steer M: Ultrastructure and the Biology of Plant Cells. London, Edward 


Arnold, 1975.) 
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Figura 18.13. Microfotografías electrónicas de placas cribosas de tallo de Coleus. A: Los elementos de tubos cribosos conti- 
guos quedan comunicados mediante poros (P) rodeados de calosa (C) que se deposita por fuera de la membrana plasmática, 
entre ésta y la pared celular. Se ven algunas cisternas apiladas de retículo endoplasmático (RE). X25 000. B: Los depósitos de 
calosa (C) han aumentado y el diámetro de los poros queda sumamente reducido. X18 000. C: Sección transversal de una placa 


cribosa como la mostrada en la figura B. X25 000. (Tomado de Gunning BES, Steer M. Ultrastructure and the Biology of Plant 
Cells. London, Edward Arnold, 1975.) 
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tipo mixto: liso en el lado que mira al poro y con riboso- 
mas en el lado opuesto (Fig. 18.14.A). 


(Fig. 18.14.B), 


Lo más frecuente es que los cuerpos proteináceos apa- 
rezcan primero como haces de túbulos de 20 nm de diá- 
metro dispuestos helicoidalmente. No se trata de verda- 
deros microtúbulos formados por tubulina, sino de 
unas proteínas características denominadas proteínas P}. 
Después, estas proteínas se reorganizan formando ha- 
ces de gruesos filamentos, de más de 15 nm de diáme- 
tro, con estriación transversal, que son conocidos como 
proteínas P.. Estas proteínas van a las vacuolas o se ado- 
san a las placas y áreas cribosas. Primero forman grupos 


compactos y después se dispersan. Se piensa que cuan- 
proteináceos coalescen y, junto con la calosa (de la que 
se tratará a continuación), forman un tapón que impide 


que escape el contenido celular. 

Durante la formación de los cuerpos proteináceos se 
trónico. Esta cubierta difiere de la clatrina y de la que 
muestran las vesículas COP (véase pág. 60). Las vesicu- 
las espinosas forman grupos y se piensa que transpor- 


tan la proteína desde el retículo endoplasmático rugoso 
hasta los cuerpos proteináceos (Fig. 18.14.B). 


tocondrias inician su degeneración con la pérdida de las 
crestas, y terminan desapareciendo. El retículo endo- 
plasmático rugoso pierde los ribosomas y queda redu- 
cido a grupos de cisternas paralelas que se adosan a la 
membrana plasmática (Fig. 18.14.C). En el mictoplasma 
permanecen los plastidios. Hay también ribosomas li- 
bres, gotitas de grasa y sacarosa disuelta. Suelen verse 
fragmentos de citoplasma (constituidos por algunas de 
las sustancias mencionadas, cuerpos proteináceos y al- 
guna cisterna de retículo endoplasmático) atravesando 
los gruesos poros de las cribas, dando lugar a los fila- 
mentos de conexión (Fig. 18.14.D). 


FORMACIÓN DE LA CALOSA 


Durante la época de reposo de la planta (invierno), los 
tubos cribosos se llenan de soluciones acuosas, pobres 
en proteínas, y las placas se obturan porque en ellas se 
deposita una sustancia particular, la calosa que, a guisa 
de tapón, interrumpe las comunicaciones entre los ele- 
mentos de los tubos cribosos (Figs. 18.13 y 18.14). 

La calosa consiste principalmente en un polisacárido 
del tipo glucano, constituido por glucosas unidas por 
enlaces B-1-3. También se puede formar en respuesta a 
cambios químicos, a efectos mecánicos y a algunas agre- 
siones como el ataque de insectos. La evolución de los 
depósitos de calosa es la siguiente: 


1. Alrededor de cada poro de la placa cribosa se depo- 
sita un cilindro de calosa. El depósito no se realiza 
en el interior del plasmodesmo (que es un espacio 
intracelular común a ambas células adyacentes), si- 
no fuera del citoplasma, entre la membrana plas- 
mática y la pared celular. La membrana plasmática 
queda resaltada por la calosa acumulada debajo 
(Figs. 18.13.A, 18.15.A y 18.15.B). 

2. A continuación, la calosa se va extendiendo sobre 
la pared primaria deprimida y la va rellenando. Los 
cilindros iniciales de calosa permanecen, resaltan- 
do sobre la depresión de la pared que se va cu- 
briendo de calosa (Figs. 18.13.B, 18.13.C y 18.15.C). 

3. La calosa rellena por completo la depresión, que 
se convierte en una sobreelevación. Los cilindros 
de calosa ya no resaltan. Los plasmodesmos que- 
dan completamente ocluidos y el paso se interrum- 
pe (Figs. 18.15.D y 18.15.F). 


Durante el período de vegetación activa (primavera) 
hay enzimas que disuelven la calosa, de manera que el 
tubo funciona de nuevo. Pero en la mayoría de las dico- 
tiledóneas arbóreas, este hecho no suele repetirse más 
de dos veces en la vida de la planta. Después, el tubo 
pierde sus facultades y el único floema funcional es el 
producido en los años más recientes. Sin embargo, en 
monocotiledóneas de larga vida hay tubos cribosos que 
duran incluso cientos de años. 


Algunos autores distinguen entre elementos de los tu- 
bos cribosos y las células cribosas. Éstas son células 
largas y delgadas, con extremos puntiagudos o paredes 
terminales muy oblicuas (véase Fig. 18.11.A). Se super- 
ponen como los elementos de los tubos cribosos, pero 
las paredes terminales no presentan placas cribosas si- 
no áreas cribosas como las laterales. En las angiosper- 
mas coexisten con los elementos de los tubos cribosos. 
En las gimnospermas y criptógamas vasculares hay cé- 
lulas cribosas, pero no elementos de los tubos cribosos. 


Las células anexas o acompañantes se encuentran sólo 
en las angiospermas. Están adosadas a los tubos cribo- 
sos, y ambos tipos celulares se originan de la misma cé- 
lula, que procede de divisiones periclinales del procam- 
bium o del cambium (véanse Figs. 18.11.A, 18.12 y 18.14). 
Sin embargo, también se ha visto que la célula herma- 
na de la que se diferencia en elemento de tubo criboso 
puede dividirse repetidamente, y algunas de las células 
resultantes se diferencian en células anexas y otras en 
parenquimáticas. A veces las células anexas forman otras 
anexas por divisiones transversales. 

Las células anexas son más estrechas y poseen nú- 
cleos proporcionalmente mayores que los elementos 
de los tubos cribosos en desarrollo (véase Fig. 18.11.A). 
El citoplasma es rico en orgánulos, y destaca la presen- 
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Figura 18.14. Desarrollo de un elemento de un tubo criboso. A: Una cisterna de retículo endoplasmático rodea los plastidios 
y se adosa a las cribas que unen los elementos de tubos cribosos o, en las células anexas, a los plasmodesmos por donde pasa 
la calosa. Este retículo es liso del lado del plastidio o de la pared celular y rugoso del lado opuesto. Los plastidios del elemento 
del tubo criboso son de dos tipos: 1) ovoides con gránulos esféricos de almidón; y 2) esféricos con proteínas en forma de cris- 
tales o de finas fibrillas. Estos últimos pueden contener o no gránulos de almidón también esféricos. B: El retículo endoplasmá- 
tico rugoso se dispone en pilas de cisternas de las que se emiten vesículas con cubierta espinosa. En su proximidad se forman 
los cuerpos proteináceos de dos tipos (P, y P2). C: La calosa se acumula en las cribas, el núcleo desaparece y el citoplasma se 
disgrega. D: Los tubos cribosos quedan casi vacíos de citoplasma y unidos por filamentos de conexión con abundantes cuerpos 
proteináceos y calosa. 
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Figura 18.15. Esquema que muestra el desarrollo progresivo de una placa cribosa desde que la calosa rellena los poros de las 
cribas hasta que oblitera completamente la placa. Para poder apreciar el proceso, se ha eliminado en todas las figuras la mem- 


brana plasmática de la célula superior. 


cia de abundantes mitocondrias y ribosomas (véase 
Fig. 18.12). Estas células carecen de almidón y están 
unidas a los tubos cribosos por numerosos plasmodes- 
mos, ramificados del lado de la célula anexa pero no del 
tubo criboso. Por estos plasmodesmos pasan azúcares 
en una y otra dirección, y alrededor de ellos puede ha- 
ber también calosa, producida por el tubo criboso. La 
calosa se acumula del lado de la célula anexa, forman- 
do depósitos cilíndricos de calosa entre la pared celular 
y la membrana plasmática. Frente a estos plasmodes- 
mos se encuentra una cisterna de retículo endoplasma- 
tico, que es rugoso del lado de la célula anexa y liso del 
lado opuesto (véase Fig. 18.14). La unión entre el tubo 
criboso y las células anexas es tal que, cuando se mace- 
ra el tejido (tratamiento con ácidos para disolver la lá- 
mina media y permitir la separación entre las células), 
las células anexas permanecen unidas al tubo criboso. 

El hecho de que los elementos de los tubos cribosos 
pierdan el núcleo lleva a pensar que las células anexas 
controlan el metabolismo de los tubos. Utilizando isóto- 
pos radiactivos que pasan a formar parte de las sustan- 
cias transportadas por el floema, se ha visto que las cé- 
lulas anexas son las principales responsables de la 
carga y descarga de los tubos cribosos. 

Cuando predomina el intercambio entre líber y célu- 
las anexas sobre el transporte a través de la planta, las 
células anexas son más grandes que los tubos cribosos. 


Cuando ocurre al revés, son más pequeñas. Puede ha- 
ber hasta cinco células anexas alrededor de cada ele- 
mento de un tubo criboso, o no haber ninguna. 

En las venillas terminales de muchas hojas de an- 
giospermas, donde se produce la carga de productos de 
la fotosíntesis en el floema, se observan células anexas 
con las características de las células de transferencia 
(véase página 778). Estas células presentan repliegues 
laberínticos de la pared celular en todas las caras, aun- 
que estos replieges están menos desarrollados en las 
caras que establecen contacto con el tubo criboso y en 
las que hay numerosos plasmodesmos. Estas células 
reciben la denominación de células intermediarias ti- 
po A porque, junto a ellas, existen otras células, también 
de transferencia pero no anexas sino parenquimáticas, 
que se denominan células intermediarias tipo B, las 
cuales presentan también repliegues laberínticos en to- 
das las paredes, aunque, a diferencia de las anteriores, 
los repliegues son más prominentes en las paredes en 
contacto con el tubo criboso. Ambos tipos de células in- 
termediarias recogen los materiales del espacio extra- 
celular, con el que establecen contacto a través de sus 
paredes laberínticas, y los introducen en los tubos cri- 
bosos a través de los plasmodesmos (células interme- 
diarias tipo A) o por los repliegues de la membrana 
plasmática (células intermediarias tipo B). Esta similitud 
entre las células anexas y las células parenquimáticas 


adyacentes, unida al hecho antes mencionado de que 
estas células parenquimáticas pueden descender de la 
misma célula madre que el elemento de tubo criboso, 
lleva a pensar que no hay grandes diferencias estructu- 
rales y funcionales entre las células anexas y las células 
parenquimáticas que rodean los tubos cribosos. 


Las células cribosas no están acompañadas por células 
anexas sino por células albuminiferas, cuyas característi- 
cas celulares son muy similares a las de las células ane- 
xas y sus relaciones con las células cribosas son también 
parecidas a las descritas entre las células anexas y los tu- 
bos cribosos. Las células albuminíferas contienen proteí- 
nas, hidratos de carbono y, en general, sustancias de re- 
serva diferentes del almidón (véase Fig. 18.11.A). No 
proceden de las mismas células precursoras que origi- 
nan la célula cribosa, sino de la diferenciación de las cé- 
lulas parenquimáticas adyacentes a las células cribosas. 


En el floema, además de las células anexas o albuminí- 
feras, hay células parenquimáticas que realizan funcio- 
nes de reserva y contienen almidón, grasas, taninos, 
etc. (Fig. 18.16). Al dejar de ser funcional el elemento 
del tubo criboso o célula cribosa con el que se relacio- 
na, las paredes de estas células parenquimáticas se en- 
gruesan y lignifican, y las células mueren. 

Como en el xilema, también en el floema primario las 
células parenquimáticas son alargadas verticalmente. En 
el floema secundario están presentes los dos sistemas de 
células parenquimáticas estudiados en el xilema: parén- 
quima axial y radiomedular. A su vez, el parénquima ra- 
diomedular consta de los dos tipos de células menciona- 
dos en el xilema: a) células procumbentes, dispuestas 
radialmente; y b) células verticales, con su eje mayor dis- 
puesto en el sentido del eje longitudinal del órgano. 


Son las fibras liberianas, más gruesas que las del xile- 
ma (véase Fig. 17.31). En el floema primario se originan 
a partir del procambium y aparecen mientras el órgano 
crece en longitud (Fig. 18.16). Una vez producido el alar- 
gamiento de los tallos y raíces, con formación de floe- 
ma secundario, las nuevas fibras acompañantes se ori- 
ginan del cambium. 


El floema primario se origina durante el desarrollo prima- 
rio de la planta de la misma forma que el xilema primario 
(Figs. 18.16-18.19). Primero aparece el protofloema, que 
contiene los tubos cribosos típicos de las angiospermas, 
aunque carecen de células anexas. En las criptógamas 
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Figura 18.16. Esquema de los diferentes tipos de haces 
vasculares. 


vasculares y en las gimnospermas no hay verdaderos tu- 
bos cribosos sino células cribosas. Estos tubos cribosos y 
células cribosas dejan pronto de ser funcionales y son 
destruidos por las tensiones de la elongación, formándo- 
se entonces el metafloema, que desempeña la función 
conductora (Fig. 18.17). 

El metafloema presenta tubos cribosos y células cri- 
bosas de mayor longitud y grosor que las del protofloe- 
ma (Figs. 18.17.C y 18.19.A). Los tubos cribosos (presen- 
tes sólo en las angiospermas) tienen ya placas cribosas, 
y las áreas cribosas están más desarrolladas que en el 
protofloema. En el metafloema de monocotiledóneas her- 
báceas hay ya células anexas y el parénquima se limita a 
escasas células aisladas. En las dicotiledóneas no siem- 
pre hay células anexas y el parénquima es abundante. 
Generalmente no hay fibras en ningún metafloema. 

En las monocotiledóneas sin crecimiento secundario 
el metafloema es funcional durante toda la vida de la 
planta. En las dicotiledóneas con crecimiento secundario, 
se forma el floema secundario y el metafloema se vuelve 
inactivo. Con el crecimiento de los años posteriores va 
volviéndose inactivo el floema de los años precedentes. 
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Figura 18.17. Tipos de haces vasculares. Fucsina ácida-verde yodo. A: Haz vascular radial de la raíz de Iris. E: endodermis. 
F: floema. Pc: periciclo. Px: protoxilema. Mx: metaxilema. X250. B: Haz vascular colateral cerrado de hoja de olivo (Olea europea). 
FE: fibras esclerenquimáticas. F: floema. X: xilema. X350. C: Haz vascular colateral del tipo abierto de tallo de girasol. FE: fibras 
esclerenquimáticas. Pf: protofloema. Mf: metafloema. CV: cambium vascular. Px: protoxilema. Mx: metaxilema. X500. (Tomado 
one Krommenhoek W, Sebus J, van Esch GJ. Atlas de Histología Vegetal. Madrid, Marbán, 1986.) 


Figura 18.18. Tipos de haces vasculares. A: Haz vascular central bicolateral de hoja de adelfa. El floema (F) se dispone inter- 
na y externamente al xilema (X). B: Haz vascular concéntrico perifloemático en tallo de helecho. (Cortesía de B. Román.) C: Haz 
vascular concéntrico perixilemático en rizoma de Iris. En las tres figuras: X: xilema. F: floema. Fucsina ácida-verde yodo. X550. 
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Figura 18.19. A: Desarrollo secundario del sistema vascular en la sección transversal del tallo de higuera (Ficus). PX: proto- 
xilema. MX: metaxilema. X2: xilema secundario. CV: cambium vascular. F2: floema secundario. MF: metafloema. PF: protoflo- 
ema. FE: fibras esclerenquimáticas. R: parénquima radial. Fucsina ácida-verde yodo. X200. B: Detalle del xilema de la figura an- 
terior que muestra los círculos de crecimiento en el desarrollo secundario. Estrellas: leño de primavera. Asterisco: leño tardío. 
Fucsina ácida-verde yodo. X450. 


En las gimnospermas, el floema secundario presenta 
un desarrollo completo de las células cribosas con sus 
células albuminíferas acompañantes. En las angiosper- 
mas el floema secundario muestra un desarrollo comple- 
to de estos elementos y también de los tubos cribosos 
con sus células acompañantes (Fig. 18.19.A). El parénqui- 
ma también muestra un desarrollo pleno, constituyéndo- 
se los parénquimas axial y radiomedular. Los radios del 
floema se disponen en continuidad con los del xilema, 
formando los radios vasculares. Son más largos los del 
xilema (Fig. 18.19.A). 

Como en el xilema, el líber puede ser de tipo estrati- 
ficado o no estratificado. A diferencia del xilema, los 
crecimientos estacionales no dan lugar a anillos de cre- 
cimiento del floema. 
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Se pueden trazar algunas líneas maestras de lo que se 
considera la evolución en el desarrollo del floema. Las 
principales conclusiones obtenidas son las siguientes: 


1. Las placas cribosas comienzan en las paredes ter- 
minales oblicuas constituyendo placas cribosas 
compuestas. 

2. Estas paredes se tornan más horizontales, y las 
placas cribosas compuestas pasan a ser simples. 

3. Las áreas cribosas se reducen gradualmente en 
las paredes laterales. 

4. En el curso de la evolución, se ha reducido la lon- 
gitud de los elementos de los tubos cribosos. 


HACES CONDUCTORES LIBEROLEÑOSOS 


El xilema y el floema se encuentran unidos de tal manera 
que forman una red de tubos tendida por el vegetal en 
todas direcciones: el sistema liberoleñoso o cribovasal. 

En los cortes transversales de un tallo o raíz con es- 
tructura primaria, se observa que el sistema liberoleño- 
so está situado en el cilindro central, donde forma un 
único cilindro vascular o varios haces, dispuestos para- 
lelamente al eje longitudinal del tallo o de la raíz (véase 
Fig. 17.11). En el centro del órgano quedan células pa- 
renquimáticas que forman la médula. En la raíz, el siste- 
ma liberoleñoso ocupa una posición casi central, y la 
médula es muy escasa. En el tallo, el sistema vascular 
se encuentra más alejado del centro, con lo que la mé- 
dula es más abundante. En las hojas, el sistema vascu- 
lar ocupa una posición central algo desplazada hacia el 
envés, resaltando sobre éste para constituir las venas 
foliares. 

Estos haces discurren en sentido longitudinal, pero 
se conectan entre sí por ramas laterales. Con el micros- 
copio se distinguen por su estrechez y falta de espacios 
intercelulares en los cortes transversales, y por sus gra- 
bados y punteaduras en los longitudinales. 

Según la disposición del líber y el leño, los haces 
vasculares o cordones liberoleñosos reciben diferentes 
nombres: 


1. Haz radial o alterno. Es propio de las raíces. El xi- 
lema se encuentra en el centro y forma radios en 
los que el metaxilema ocupa la posición más cen- 
tral y el protoxilema la más periférica. El floema 
se dispone en los huecos entre los radios de xile- 
ma, con el metafloema en posición más interna 
(Figs. 18.16.A y 18.17.A). 

2. Haz colateral. El xilema se encuentra en posición in- 
terna (con el metaxilema en la posición más perifé- 
rica) y el floema en posición externa al xilema (con 
el metafloema en posición más interna). Este tipo 
de haz se denomina cerrado si no hay cambium 
vascular (Figs. 18.16.B y 18.17.B); así se observa en 


muchas hojas y en los tallos y raíces de monocotile- 
dóneas que carecen de crecimiento secundario típi- 
co. Se denomina abierto si hay cambium vascular 
entre el xilema y floema para posibilitar el creci- 
miento (Figs. 18.16.C y 18.17.C), tal como ocurre en 
los tallos y raíces de dicotiledóneas y gimnosper- 
mas con crecimiento secundario típico. 

3. Haz bicolateral. El xilema se encuentra empareda- 
do entre dos casquetes de floema (Figs. 18.16.D y 
18.18.A). Se observa en solanáceas y cucurbitá- 
ceas, y en las hojas de algunas dicotiledóneas. 

4. Haz concéntrico perifloemático. El floema rodea al 
xilema. Está presente en helechos (Figs. 18.16.E y 
18.18.B). 

5. Haz concéntrico perixilemático. El xilema rodea al 
floema. Se encuentra en los tallos y raíces de al- 
gunas monocotiledóneas y en ciertos rizomas 
(Figs. 18.16.F y 18.18.C). 


El haz puede ir rodeado de una vaina de tejidos me- 
cánicos de sostén (generalmente fibras), sobre todo por 
el lado externo (Figs. 18.17.B y 18.17.C). En la raíces, el 
haz queda limitado externamente por una capa de célu- 
las parenquimáticas, denominada periciclo, que consta 
de células sin espacios intercelulares y, a veces, ricas en 
almidón (Fig. 18.17.A). 

En la estructura secundaria de los tallos y raíces de 
gimnospermas y dicotiledóneas, cuyos haces son del ti- 
po colateral abierto con interposición del cambium vas- 
cular entre el líber y el leño, el crecimiento vascular se 
realiza por divisiones celulares del cambium, que pro- 
duce líber hacia fuera y leño hacia dentro (véase Fig. 
17.12). De este modo se constituye un cuerpo central le- 
ñoso, que además de una función conductora tiene una 
función mecánica, y una zona cortical de líber y de cor- 
teza. Si en vez de un solo haz vascular hay varios, estos 
haces pueden fusionarse con el crecimiento secundario 
para dar lugar igualmente al cuerpo central leñoso y 
cortical floematico (Fig. 18.19 y véase Fig. 17.11). 
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TEJIDOS PROTECTORES 
Y TEJIDOS SECRETORES 


TEJIDOS PROTECTORES PRIMARIOS 


El primer tejido protector o aislante que recubre externa- 
mente la estructura primaria del cuerpo vegetal y forma 
una barrera frente al medio externo es la epidermis, que 
en algunas plantas descansa sobre una hipodermis. En 
muchas raíces, debajo de la epidermis se forma otro teji- 
do primario llamado exodermis, y en casi todas ellas, y 
también en algunos tallos y hojas, el cilindro central vas- 
cular queda protegido por un tejido llamado endodermis. 

Al ir creciendo la planta en longitud, la epidermis se 
forma en las nuevas estructuras primarias que surgen de 
los brotes del tallo, raíz y hojas. En los tallos y raíces que 
aumentan de grosor con el crecimiento secundario tras el 
primer año de vida de la planta, como las células epidér- 
micas no se multiplican, la epidermis se pierde y la planta 
se recubre de un tejido protector secundario: la perider- 
mis. En algunas monocotiledóneas de vida larga, aunque 
sin crecimiento secundario típico, la epidermis es reem- 
plazada por un tejido suberoso, similar al de la perider- 
mis, en los órganos que van envejeciendo. 


CARACTERÍSTICAS GENERALES 


La epidermis es la capa celular más externa de las hojas, 
verticilos florales, frutos, semillas, tallos y raíces (Fig. 
19.1). Falta en la caliptra de la raíz y no está diferenciada 
en los meristemos apicales. Desde el punto de vista mor- 
fológico y fisiológico la epidermis no es un tejido homo- 
géneo: hay muchas variedades y especializaciones, como 
estomas, tricomas y glándulas, pero desde el punto de 
vista de la distribución topográfica y de su ontogenia se 
trata de un tejido homogéneo. La epidermis mejor estu- 
diada es la de las hojas, pues está siempre presente debi- 
do a que las hojas no desarrollan crecimiento secundario. 


FUNCIONES 


Al ser la capa más externa de la planta, en contacto con 
el ambiente, la misión de la epidermis está en relación 


con los intercambios entre éste y el interior de la planta. 
Sus funciones principales son, por tanto, la defensa fren- 
te a los agentes externos físicos (sol, radiaciones, calor) y 
frente a los seres vivientes (herbívoros, microorganis- 
mos), la regulación de la transpiración y del intercambio 
de gases a través de los estomas, la secreción de sustan- 
cias que después son segregadas, etcétera. En la raíz, la 
epidermis protege a los tejidos subyacentes y absorbe 
agua del suelo. 

La epidermis no es del todo impermeable; deja salir 
agua con algunos solutos, en lo que se conoce como 
transpiración cuticular. Como el CO, penetra, a través 
de las células epidérmicas o entre ellas sólo en pequeña 
medida, su transporte se realiza por unas vías especia- 
les proporcionadas por los estomas. En algunas cutícu- 
las hay canales diminutos que permiten la salida de se- 
creciones. 


ORIGEN 


El origen de la epidermis varía según los diferentes gru- 
pos de plantas. 

En las criptógamas vasculares con una única célula 
inicial apical o un grupo de ellas, la epidermis se dife- 
rencia de la capa celular más externa de entre las for- 
madas por las células derivadas de la célula o células 
apicales (véase Fig. 17.7). 

En los casos en que es aplicable la teoría de los tres 
histógenos, la epidermis se diferencia del dermatógeno 
o, en el caso de las raíces de monocotiledóneas, del pe- 
riblema (véase Fig. 17.8). 

En los tallos en los que es aplicable la teoría de la tú- 
nica-corpus, la epidermis se origina a partir de la capa 
más externa de la túnica (véase Fig. 17.9). 

En los tallos a los que se aplica la teoría del grupo 
apical de células iniciales y de células madre, la epider- 
mis se origina a partir de la llamada zona superficial, 
que deriva directamente del grupo de células iniciales 
(véase Fig. 17.10). 

En general, se utiliza el término protodermis para re- 
ferirse a la capa de células meristemáticas derivadas 
que originan la epidermis, cualquiera que sea el modelo 
de brote apical meristemático. 
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Figura 19.1. Esquema tridi- 
mensional de la epidermis. 


EPIDERMIS SIMPLE Y ESTRATIFICADA 


En la mayoría de las plantas la epidermis consta de una 
sola capa de células (Figs. 19.1 y 19.2.A). En diversos ór- 
ganos de algunas plantas, la epidermis es estratificada. 
En este caso todas las capas celulares de la epidermis 
se originan por divisiones periclinales a partir de la 
protodermis. Las epidermis estratificadas son frecuen- 
tes en begoniáceas, quenopodiáceas, moráceas, malvá- 
ceas, piperáceas, pitosporáceas, aráceas y en las raíces 
aéreas de orquídeas epifíticas. En estas últimas se for- 
ma una variedad de epidermis estratificada denomina- 
da velamen, cuya pared celular presenta una lignifica- 
ción parcial. El velamen absorbe agua y minerales que 
luego son absorbidos por la corteza de la raíz. En las ho- 
jas de Ficus elastica, la capa epidérmica más interna sir- 
ve como reservorio de agua (Fig. 19.2.B). 

No hay que confundir las capas internas de la epider- 
mis estratificada con la hipodermis, que es otro tejido 
protector primario que no se origina conjuntamente 
con la epidermis sino con el tejido subyacente (véase 
página 832). 


FORMA Y DISPOSICIÓN DE 
LAS CELULAS EPIDERMICAS 


Las células epidérmicas presentan una amplia variedad 
de formas y tamaños, en estrecha relación con el medio 
externo en que habitualmente vive la especie de que se 
trate. En general, estas células son aplanadas y se en- 
cuentran unidas sin que apenas haya espacios interce- 
lulares (Fig. 19.1). 

En las hojas de las dicotiledóneas, las paredes anticli- 
nales suelen ser sinuosas, como resultado de distintas 
tensiones en la diferenciación de la hoja (Fig. 19.2.C). En 
las hojas de las monocotiledóneas las células son alarga- 
das, casi hexagonales o rectangulares (Fig. 19.2.D). 


En las semillas de las leguminosas las células epi- 
dérmicas se orientan radialmente. En la epidermis de 
algunas hojas y pétalos, la pared en contacto con el ex- 
terior desarrolla protuberancias papilares, muchas ve- 
ces secretoras. 


CITOPLASMA DE LAS CÉLULAS EPIDÉRMICAS 


Las células epidérmicas muestran un abundante de- 
sarrollo de las mitocondrias, del retículo endoplasmático 
y del complejo de Golgi. Los plastidios son poco dife- 
renciados; suele haber amiloplastos, aunque en algu- 
nas plantas que viven en condiciones de poca ilumina- 
ción se han descrito cloroplastos (Fig. 19.3). La mayoría 
de las células epidérmicas poseen una gran vacuola, 
pero en algunas hojas, como las de Eucalyptus, sólo 
hay algunas vacuolas pequeñas. Las vacuolas pueden 
contener taninos, mucilagos y cristales proteicos, y en 
los pétalos de muchas flores también contienen pig- 
mentos antocianínicos. 


PARED CELULAR 


En general, las células epidérmicas sólo tienen una pared 
celular primaria cuyo espesor puede ser muy variable: 
desde paredes delgadas hasta paredes muy gruesas 
(Figs. 19.1, 19.2.A y 19.3). En algunas células epidérmicas 
con paredes gruesas, éstas forman tabiques incompletos 
desde la pared externa hasta casi tocar la pared interna 
(Fig. 19.4.A). La epidermis de las hojas de las coníferas y 
de muchas semillas puede desarrollar una pared muy 
gruesa que incluso puede estar lignificada (véase Fig. 
19.32.D). En la epidermis de gramíneas hay un tipo de cé- 
lulas, denominadas células suberosas, cuya pared está 
impregnada de suberina (una mezcla de lignina, ácidos 
grasos insaturados, celulosa y taninos) (Fig. 19.4.B). 


y 


Figura 19.2. A: Sección transversal de un tallo de clavel. La epidermis (E) posee una pared externa (estrella) mucho más 
gruesa que las paredes anticlinales (flecha), recubierta de cutícula (cabeza de flecha). P: parénquima. X450. Fabil. B: Sección 
transversal de una hoja de Ficus elastica que muestra una epidermis estratificada (E), una de cuyas células contiene un cistoli- 
to (flecha). P: parénquima. X250. C: Sección tangencial de la epidermis de una hoja de dicotiledónea que muestra un contorno 
celular ondulado. E: estoma. X200. D: Sección tangencial de la epidermis de una hoja de monocotiledónea con contorno poli- 
gonal recto. Las cabezas de flecha señalan núcleos. E: estoma. X450. B-D: Fucsina ácida-verde yodo. 


822 HISTOLOGÍA Y ORGANOGRAFÍA MICROSCÓPICA VEGETAL 


(P), cloroplastos con escasos grana (C), abundante retículo endoplasmático (RE) y una reducida vacuola (V). X5000. (Cortesía 
de R. Valera y D. Tolivia.) 


En las paredes radiales y en las periclinales internas 
se observan plasmodesmos y campos de poros prima- 
rios. Las paredes más externas están atravesadas por 
canales cilíndricos o cónicos que comunican la célula 
con el exterior y constituyen una vía de penetración o 
de excreción de sustancias. Estos canales, de mayor 
diámetro que los plasmodesmos ordinarios, se denomi- 
nan ectodesmos. 

En la cara externa de las células epidérmicas, por 
fuera de la pared celulósica, hay una capa de pectina 
que separa la pared celular de la cutícula. Esta capa, 
constituida por pectina muy pura, difiere de la llamada 
capa cuticular, que pertenece a la cutícula (Fig. 19.4.C). 


CUTÍCULA 


En las células epidérmicas, sobre la pared celular en 
contacto con el medio externo existe una capa peculiar 
denominada cutícula (véase Fig. 19.1). Está constituida 
por una sustancia lipídica (la cutina), que se tiñe de rojo 
con el Sudán IV. Esta sustancia proviene de la polimeri- 
zación de ciertos ácidos grasos insaturados, que da lu- 
gar a una mezcla compleja de poliésteres lipídicos de 
alto peso molecular. El tipo de cutina varía de una parte 


a otra de la planta. Según su contenido de ácidos gra- 
sos hay tres tipos de cutina: con 16 átomos de carbono, 
con 18 átomos (ausente en gimnospermas y criptóga- 
mas) o con una mezcla equivalente de ambos tipos. La 
cutina no es descompuesta por los microorganismos y 
ha persistido en los procesos de fosilización, por lo que 
se utiliza para identificar especies fósiles y con criterios 
taxonómicos. 

La cutícula se forma durante el estadio más tempra- 
no del crecimiento de los órganos. Los ácidos grasos de 
la cutina se generan en el citosol y son segregados por 
las células epidérmicas, cuya pared celular externa atra- 
viesan, bien a través de los ectodesmos o bien en forma 
de gotitas que se entremeten entre los componentes de 
la matriz de la pared celular. Durante su migración, los 
ácidos grasos inician un proceso de endurecimiento, 
que comporta su oxidación y polimerización y que con- 
duce a su transformación en cutina. Este proceso se co- 
noce como cutinización. 

La cutícula se encuentra en tallos, hojas y porciones 
maduras de la raíz. Es sumamente fina en las partes de 
la raíz con crecimiento activo, en plantas acuáticas y en 
plantas con intenso intercambio gaseoso. Es impermea- 
ble al agua y, por ello, defiende de la desecación a los 
tejidos internos de la planta. Aunque las plantas necesi- 


CAPÍTULO 


Figura 19.4. A: Epidermis de 
la cápsula de Vaccaria pyrami- 
data con una gruesa pared celu- 
lar que sobresale hacia el inte- 
rior de las células epidérmicas. 
B: Vista frontal de la epidermis 
de una hoja de gramínea que 
muestra células silíceas y sube- 
rosas. C: Esquema de la cutícu- 
la de una hoja de Pyrus commu- 
nis que muestra las diferentes 
capas. D: Epidermis del tallo de 
Saccharum que muestra una ca- 
pa de vírgulas céreas. 


Pared celular 
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tan luz, ésta puede ser demasiado intensa, sobre todo 
debido a los rayos ultravioleta e infrarrojos. La cutícula 
refleja en parte estas radiaciones disminuyendo la en- 
trada de luz en la planta y protegiendo al DNA de muta- 
ciones debidas a estas radiaciones. 

La cutícula tiene un grosor variable; suele ser más 
gruesa en plantas de climas secos. En general, hay una 
relación inversa entre el grosor de la cutícula y el de la 
pared celular externa. En algunas plantas, la protección 
frente al ambiente viene conferida por la cutícula, que 
es muy gruesa, mientras que la pared externa es delga- 
da. En estas cutículas de gran espesor se encuentran lí- 
neas de fractura que recorren la cutícula paralelamente 
a su superficie. En otras plantas puede ocurrir que la 
protección se consiga con un gran engrosamiento de la 
pared externa, quedando reducida la cutícula a una fina 
lámina (Fig. 19.4.A y véase 19.2.A). En ocasiones, la cu- 
tícula se introduce en los espacios entre las paredes ra- 
diales. 

Diversos autores distinguen entre la cutícula propia- 
mente dicha y una capa cuticular que se encuentra de- 
bajo de ella, entre la cutícula y la capa de pectina. Mien- 
tras que la cutícula contiene cutina madura o sus 
precursores, la capa cuticular contiene esos precursores 
mezclados con microfibrillas celulósicas de la pared ce- 
lular y con pectina (Fig. 19.4.C). La capa cuticular consta 
de varias láminas (hasta 20 en hojas de Aloe). Las lámi- 


nas más externas son pobres en celulosa y ricas en cuti- 
na; las más internas (más numerosas) contienen más 
celulosa. 


CERAS 


Sobre la superficie de la cutícula se encuentran a menu- 
do depósitos de cera que constituyen una mezcla com- 
pleja de la interacción de ácidos grasos de cadena muy 
larga (hasta 34 átomos de carbono), alcoholes alifáticos 
y alcanos. Las ceras son producidas por las células epi- 
dérmicas. Para explicar la extrusión de la cera se han 
propuesto los mismos mecanismos que para la cutina: 
a través de los ectodesmos o por difusión a través de la 
cutícula mientras la planta es joven y la cutícula no está 
aún madura. Tal difusión no podría ocurrir una vez en- 
durecida la cutícula. 

La cera da el aspecto lustroso y brillante que presen- 
tan a muchas hojas y frutos, y es muy importante en la 
impermeabilización de la superficie del órgano. Los de- 
pósitos de cera suelen encontrarse fundidos a la super- 
ficie cuticular (cera epicuticular); pueden tener forma de 
gránulos (la pruína de Brassica, Dianthus, Eucalyptus y 
Rhododendron), bastoncillos (Saccharum, Gingko y Pi- 
cea) o placas irregulares (Citrus y Vitis), pero también 
pueden disponerse en láminas continuas (Thuja orien- 
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talis) (Figs. 19.4.C y 19.4.D). Otras ceras no cristalizan y 
forman una capa aceitosa uniforme sobre la cutícula, 
como en caso de Simmondsia. En algunas hojas (Aga- 
ve) hay cera dentro de la cutícula o incluso dentro de la 
capa cuticular (cera intracuticular). 

Las ceras sirven para rechazar el agua, que resbala 
sin mojar, evitando que permanezcan gotas sobre la su- 
perficie. También desempeñan un papel de defensa con- 
tra insectos y otros animales y de filtro contra la radia- 
ción solar, pues pueden reflejar hasta un 25% de la luz 
incidente. Además impiden el paso de sustancias exó- 
genas, como los herbicidas. 


SALES MINERALES Y OTROS DEPÓSITOS DE 
LA PARED CELULAR 


En las células epidérmicas se pueden observar depósitos 
de sales en forma de cristales. Estos depósitos se en- 
cuentran tanto en la superficie de la cutícula como im- 
pregnando a ésta, e incluso en la misma pared celular. 

En muchas plantas (helechos, gramíneas, palmeras, 
moráceas y magnoliáceas), la pared celular se encuen- 
tra intensamente mineralizada por depósitos de sales 
en las que entra a formar parte la sílice (SiO2). Estas sa- 
les se distribuyen homogéneamente entre la celulosa y 
la cutina. 

La mineralización con carbonato cálcico (CO3Ca) es 
más tosca que la silícea y tiene un aspecto granuloso. 
Suele depositarse sobre la superficie y a veces alcanza 
un espesor considerable, como en algunas plantas cal- 
cáreas. En algunas células epidérmicas de las hojas de 
urticáceas y moráceas se observa un depósito peculiar 
de CO;Ca. Se trata de concreciones esféricas calcifica- 
das, agrupadas en forma de racimos llamados cistoli- 
tos. Se encuentran en el interior de una célula epidérmi- 
ca mayor que las circundantes, colgando de la pared 
celular más superficial por un filamento de celulosa, al- 
rededor del cual se deposita la caliza (Fig. 19.2.B). 

Otra mineralización es la que se produce mediante 
oxalato cálcico, que impregna parcialmente la pared ce- 
lular, a veces lignificada, formando a modo de cristali- 
tos incluidos en el espesor de la pared. 

En otras células epidérmicas pueden aparecer otros 
tipos de depósitos, como resinas y aceites (Eucalyptus). 

En algunas plantas (moráceas, malváceas, ramná- 
ceas, etc.) algunos grupos de células epidérmicas de- 
sarrollan paredes mucilaginosas. Este fenómeno es fre- 
cuente en las semillas y en los nectarios en el momento 
de la secreción del néctar. 


CÉLULAS BULIFORMES 


En la epidermis de las hojas de gramíneas y de otras 
monocotiledóneas se encuentran las denominadas cé- 
lulas buliformes, que se caracterizan por la presencia de 
una gran vacuola con un gran contenido de agua. Son 
mucho mayores que las restantes células epidérmicas y 
carecen de cloroplastos. Su pared es delgada y consiste 
sólo en pared primaria recubierta por cutícula en la cara 
superficial. Generalmente, se distribuyen formando ban- 


das paralelas a las venas en las depresiones que for- 
man las zonas intervenosas. En una sección transversal 
de la hoja, aparecen dispuestas en forma de uve: la cé- 
lula central (la más hundida) es la más grande; a ambos 
lados quedan las otras células, que disminuyen progre- 
sivamente de tamaño al alejarse de la central (véase 
Fig. 20.33.D). Las células buliformes de las hojas de al- 
gunas plantas ocupan otras zonas de la superficie aba- 
xial o cubren toda la epidermis adaxial. 

Se piensa que las células buliformes intervienen en 
el enrollamiento y desenrollamiento de las hojas me- 
diante movimientos hidrocásticos, esto es, la apertura 
condicionada por la absorción de agua y el cierre pro- 
movido por la pérdida de agua. Es posible que también 
participen en la apertura de las hojas en desarrollo. 


CÉLULAS SILÍCEAS Y SUBEROSAS 


Las células siliceas son características de las gramíneas. 
Contienen cuerpos silíceos (masas isotrópicas de sílice 
en cuyo centro suele haber gránulos diminutos) que 
presentan forma circular, elíptica, acampanada o en si- 
lla de montar. Estos cuerpos se encuentran rodeados de 
membrana, por lo que se admite que están en el interior 
de una vacuola. Junto a cada célula silicea se dispone 
una célula suberosa cuya pared está impregnada de su- 
berina y en cuya vacuola suele haber sustancias de re- 
serva (Fig. 19.4.B). 


ESTOMAS 


Características generales 


La comunicación de las zonas profundas del tallo y las 
hojas con el ambiente se establece a través de la epider- 
mis mediante aberturas particulares llamadas estomas, 
que permiten la salida de agua de la planta e incremen- 
tan notablemente la entrada de CO, para que la fotosín- 
tesis se realice con niveles eficaces. Los estomas faltan 
en los órganos o plantas que no están en contacto con el 
aire, como ocurre en las raíces y plantas acuáticas; en 
cambio, son muy numerosos en las hojas, donde suelen 
encontrarse en la superficie abaxial (Fig. 19.5 y véanse 
Figs. 19.1, 19.2.C, y 19.2.D). 

En las monocotiledóneas, con hojas paralelinervias, 
los estomas se disponen en hilera, mientras que en las 
dicotiledóneas, con hojas de venación reticulada, los 
estomas se distribuyen en mosaico sin orden aparente. 


Estructura 


Vistos de frente, los estomas consisten en dos células 
estomáticas (también llamadas células oclusivas), de 
forma arriñonada, que se disponen simétricas y acopla- 
das de modo que dejan entre ambas una abertura u os- 
tíolo. Por fuera de estas células se suelen añadir dos o 
más células anexas, que son también células epidérmi- 
cas modificadas (Figs. 19.5.A y 19.5.B). Por debajo del 
estoma se forma una pequeña cavidad: la cámara su- 


Figura 19.5. A-B: Vista frontal de estomas de gramínea (A) y de Iris (B). E: célula estomática. A: célula anexa. A: X1200. 
(cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) B: X450. C: Sección transversal de una hoja de Evonimus japonica que muestra un estoma 
cuyas células oclusivas (flecha) quedan sobrealzadas. S: cámara subestomática. X250. D: Sección transversal de una hoja de 
Iris que muestra un estoma cuyas células estomáticas (flecha) quedan hundidas con respecto a las restantes células epidérmi- 
cas. X250. A-D: Fucsina ácida-verde yodo. 
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bestomática, en comunicación con toda la red de espa- 
cios intercelulares subyacentes (Figs. 19.5.C y 19.5.D). 

Las células estomáticas pueden quedar sobrealza- 
das, al mismo nivel que las restantes células epidérmi- 
cas (Fig. 19.5.C) o hundidas (Fig. 19.5.D). El lumen de 
estas células es muy angosto, casi filiforme en el ostío- 
lo, pero ensanchado debajo. La cutícula se engruesa al- 
rededor del ostíolo y forma una pequeña prominencia 
que puede estar recubierta por ceras (Fig. 19.6). Las cé- 
lulas estomáticas son células vivas. Poseen un gran nú- 
cleo y abundancia de cloroplastos, mitocondrias, retícu- 
lo endoplasmático, dictiosomas y vacuolas (Fig. 19.6). 
La membrana plasmática desarrolla numerosas invagi- 
naciones. Hay plasmodesmos entre ambas células esto- 
máticas, que funcionan como una unidad fisiológica, 
pero no se suelen observar plasmodesmos entre las cé- 
lulas estomáticas y las anexas. Los cloroplastos contie- 
nen numerosos granos de almidón, que intervienen en 
la apertura y cierre del estoma. 


Apertura y cierre de los estomas 
Regulación 


La apertura del estoma se produce al aumentar la pre- 
sión osmótica en el interior de las células estomáticas. 
Este aumento se debe al incremento de la concentración 
iónica, principalmente por la entrada de K* (acompañado 
de CI) en la célula. El proceso se inicia con la hidrólisis 


parcial del almidón a fosfoenol piruvato que, con el CO,, 
origina fosfato y oxalacetato, el cual se convierte en ma- 
lato y protones. Éstos abandonan la célula, proceso que 
requiere gasto de energía (hidrólisis del ATP). Para com- 
pensar la pérdida de protones, entran pasivamente ¡ones 
K* a través de canales iónicos regulados por la concen- 
tración citosólica de Ca” (su disminución favorece la en- 
trada de K*). El aumento de la presión osmótica provoca 
la entrada de agua en las células estomáticas, que se hin- 
chan y cambian de forma, lo que determina la apertura 
del ostíolo. Con la salida de K* disminuye la presión os- 
mótica, la célula pierde agua y las paredes se destensan, 
recuperando su forma y cerrando el ostíolo. 

Los factores que regulan la apertura y el cierre del 
estoma son diversos. La apertura de los estomas está 
favorecida por la luz, a la que los estomas son muy sen- 
sibles, y por la humedad elevada, el gran contenido de 
agua de la planta y la alcalinidad de las células estomá- 
ticas. En cambio, la oscuridad, la aridez y la elevada 
concentración de CO, determinan el cierre de los esto- 
mas. En este proceso interviene el ácido abscísico, cuya 
producción incrementa la salida de Ca” desde el reticu- 
lo endoplasmático al citosol. Este incremento de la con- 
centración citosólica de Ca” cierra la entrada de K* en la 
célula y favorece su bombeo al exterior, con lo que el 
estoma se cierra. Gracias a estos mecanismos la trans- 
piración puede disminuir o aumentar, y el intercambio 
de gases puede producirse durante las horas de asimi- 
lación diurna. Por la noche, los estomas suelen estar ce- 
rrados. 


Figura 19.6. Micrografía electrónica de un estoma de hoja de Stellaria holostea que muestra células estomáticas vacuoladas 
(E) con cloroplastos. A: célula anexa. X2500. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) 
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Figura 19.7. Esquema que muestra el mecanismo de aper- 
tura y cierre de un estoma de conífera con engrosamiento 
principal de la pared que forma el ostíolo. 


Tipos de estomas según el modo 
de apertura y cierre 


Existen muchas variaciones morfológicas entre los es- 
tomas de las distintas plantas y, por tanto, en los meca- 
nismos de apertura y cierre. En función de estos meca- 
nismos se pueden distinguir tres tipos de estomas: 


1. Tipo amarilidáceas y coníferas. El ostíolo es elíptico 
y las paredes celulares que lo rodean están muy en- 
grosadas y son rígidas, mientras que las opuestas 
quedan sutiles y elásticas; éstas son las que princi- 
palmente se deforman al volverse turgente la célu- 
la. Este movimiento también curvará algo la mem- 
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brana rígida, abriéndose el ostíolo (Fig. 19.7). En el 
arqueamiento de las paredes opuestas al ostíolo y 
en la tensión creada sobre las gruesas paredes que 
rodean al ostíolo interviene la orientación radial de 
las microfibrillas de celulosa en las paredes de las 
células estomáticas. 

2. Tipo gramíneas. Las células estomáticas están en- 
grosadas uniformemente, dejando un estrecho 
canalículo central, pero en sus extremos ambas 
células se ensanchan y forman unas ampollas o 
sacos polares. En esos sacos las paredes son del- 
gadas. Al dilatarse los sacos polares, las partes 
engrosadas se separan y los estomas se abren 
(Fig. 19.8 y véase Fig. 19.5.A). 

3. Tipo del género Mnium. Este tipo es muy común 
en musgos y helechos. El modo de apertura es 
muy simple. Las paredes externas están engrosa- 
das excepto en el lado de la abertura, donde son 
delgadas. Al aumentar la turgencia, estas paredes 
delgadas son las más flexibles y se arquean, pro- 
duciendo la apertura del ostíolo (Fig. 19.9). 


Clasificación de los estomas según 
las células anexas 


Dicotiledóneas 


Existen cuatro disposiciones típicas de las células ane- 
xas (Fig. 19.10.): 


Tipo |. Anomocitico. Las células anexas no difieren de 
las restantes células epidérmicas. Es característico de las 
ranunculáceas. 

Tipo Il. Anisocitico. Hay tres células anexas de tama- 
ño desigual. Es característico de las crucíferas. 

Tipo lll. Paracitico. Hay varias células anexas, parale- 
las a las estomáticas. Se encuentra en las rubiáceas. 

Tipo IV. Diacítico. Hay dos células anexas que rodean 
las estomáticas, de modo que ambas células anexas ha- 
cen contacto. La pared en contacto entre ambas células 
anexas y las células estomáticas forma ángulo recto con el 
eje longitudinal del estoma. Es propio de las cariofiláceas. 


Citoplasma 


Pared del estoma 


009 


OO 


Secciones transversales 
a los niveles indicados 
por las lineas 


Figura 19.8. Esquema que mues- 
tra el mecanismo de apertura y 
cierre de un estoma de graminea 
con engrosamiento principal en los 
extremos. 
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Figura 19.9. Esquema que muestra el mecanismo de 
apertura y cierre de un estoma del tipo Mnium con engro- 
samiento principal en la pared opuesta al ostiolo. 


Monocotiledóneas 


Tipo V. Actinocítico. El estoma está rodeado de una co- 
rona de células anexas dispuestas radialmente. Este ti- 
po comprende varios subtipos en función de las varia- 
ciones en esta disposición (Fig. 19.10). 


Anisocítico 


Figura 19.10. Tipos de estomas según las células anexas. 


Variaciones en los estomas en relación 
con el medio ambiente 


Las especies de climas secos se enfrentan con el pro- 
blema de la pérdida de agua por evaporación que, de 
no evitarse, las conduciría a la desecación. Para ello los 
estomas presentan características que entorpecen la 
transpiración. En estas especies hay un número reduci- 
do de estomas que se encuentran hundidos en la epi- 
dermis, rodeados de células anexas grandes y, a veces, 
prolongadas en pelos que confieren protección. La cutí- 
cula se desarrolla mucho con la misma finalidad. En ca- 
sos extremos, los estomas sólo se hallan en el interior 
de criptas recubiertas de pelos, como en la adelfa (Ne- 
rium) (véase Fig. 20.33.B). 

En ambientes húmedos ocurre lo contrario: los esto- 
mas se elevan sobre la epidermis, sostenidos por las 
células anexas que actúan a modo de pedestales. 

En muchas plantas de climas muy húmedos, las ho- 
jas poseen órganos destinados a segregar el agua en 
exceso de un modo casi continuo (gutación). Las hojas 
de Colocasia pueden gotear hasta 100 mL de agua en 
una noche. Son estomas modificados, denominados 
acuíferos o hidatodos pasivos, que se sitúan en grupos 
en el ápice o a lo largo del margen foliar. Las células es- 
tomáticas son más grandes que en los estomas ordina- 
rios y mantienen permanentemente abierto el ostíolo. 
En el espacio subestomático hay unas células diminu- 
tas de tipo parenquimático y sin cloroplastos que, en 
conjunto, forman el epitema. En ellas desembocan trá- 
queas que liberan el agua (Fig. 19.11). Frecuentemente 
el epitema está rodeado por una capa de células (vaina) 
cuya pared posee una banda de Caspary (véase página 
833) que evita la pérdida de agua hacia el exterior de la 
vaina. De los hidatodos secretores se tratará más ade- 
lante (véase página 843). 


Estoma 
Parénquima 


Epidermis 


Figura 19.11. Esquema de estoma acuífero o hidatodo pa- 
sivo. 
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Origen de los estomas 


Según que las células anexas provengan de la misma 
célula protodérmica que origina las estomáticas o de otra 
célula protodérmica diferente, se distinguen dos oríge- 
nes (Fig. 19.12): 


1. Origen mesógeno. Una célula protodérmica se di- 
vide asimétricamente dando lugar a dos células 
de diferente tamaño. La más pequeña se divide y 
origina dos células: una es una célula anexa defi- 
nitiva y la otra se divide para dar lugar a la otra 
anexa y a una célula madre de las estomáticas. A 
continuación, ésta se divide para originar ambas 
células estomáticas. 

2. Origen perígeno. Una célula protodérmica se divi- 
de asimétricamente. De las dos células hijas, la 
más pequeña se divide y forma ambas células es- 
tomáticas. Las células anexas se forman de la di- 
visión asimétrica de células protodérmicas adya- 
centes a las que originan las estomáticas. 


REVESTIMIENTOS PILOSOS OTRICOMAS 


Características generales y función 


Los pelos o tricomas se forman a partir de células del 
estrato epidérmico que se alargan o proliferan. Sus for- 
mas son muy variadas y, a menudo, elegantes y com- 
plejas. Muchos pelos son células muertas, vacías de 
contenido; otros están formados por células vivas. Los 
pelos suelen estar revestidos de cutícula, de la que de- 
penden el brillo y el color. En general, los pelos tienen 
color blanco. Las funciones más habituales de los trico- 
mas son: 


1. Protección frente al exceso de iluminación y eva- 
poración, y ante los cambios de temperatura y la 
desecación consiguiente. En algunas especies del 
desierto los pelos forman ampollas que conser- 
van el agua. 

2. Soporte, como por ejemplo en las plantas trepa- 
doras. 

3. Absorción de agua, al aumentar la superficie de la 
epidermis de la hoja o la raíz (pelos radicales). 

4. Elaboración de secreciones diversas (para la pro- 
tección frente a herbívoros o como perfumes para 
atraer insectos polinizadores, etc.). Son los pelos 
glandulares. 


Clasificación según el número de células 
y la forma 


Los tricomas se clasifican atendiendo al número de cé- 
lulas que los constituyen y a sus formas. 


Pelos unicelulares 


Provienen de una única célula protodérmica que se 
alarga sin sufrir mitosis. Pueden ser: 
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Figura 19.12. Esquemas de dos tipos de desarrollo de los 


estomas: mesógeno y perígeno. 
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1. Papilares. En los pétalos, las células epidérmicas 
quedan algo realzadas en forma de papilas cóni- 
cas a las que se debe el aspecto aterciopelado de 
la superficie (Fig. 19.13.A). 

2. Alargados simples. Son más o menos filiformes 
(Fig. 19.13.B), como los pelos radicales. 
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3. Alargados enrollados. En la cara inferior de los sé- 
palos hay pelos alargados que se enrollan en su 
extremo (véase Fig. 20.33.B). 

4. Ramificados. Se ramifican sin perder su carácter 
unicelular (Fig. 19.13.C). 

5. Estrellados. El contorno adquiere forma de estre- 
lla, como en algunas cruciferas (Fig. 19.13.D). 


Pelos pluricelulares 


1. Alargados simples. Forman una columna de va- 
rias células (Figs. 19.14.A, 19.14.B y 19.15.A), co- 
mo en Digitalis, a veces terminada en maza (Fig. 
19.15.B). Si la célula o células basales están en- 
grosadas, en el tricoma se distingue entre pie y 
pelo propiamente dicho. Puede ocurrir que el pie 
sea pluricelular y el pelo no (Fig. 19.15.C). 

2. Lanosos. Forman varias columnas de células ado- 
sadas, como en el pecíolo de Portuca olesácea 
(Fig. 19.15.D). 

3. Ramificados. Forman ramas, como en Verbascum 
(Figs. 19.14.C y 19.15.E). 

4. Escuamiformes, como el pelo del pétalo de Olea 
europea (fig. 19.15.F). 

5. Estrellados, con pie basal, como en Styrax offici- 
nalis (Fig. 19.15.G). 


Figura 19.13. Tricomas epidérmicos. A: Pelo unicelular 
de tipo papila cónica. B: Pelo unicelular alargado sim- 
ple. C: Pelo unicelular ramificado. D: Pelo unicelular es- 
trellado. 


Figura 19.14. Pelos pluricelulares (flechas). A-B: Pelos simples formados por una columna de un número variable de células 
en una hoja de geranio (Pelargonium zonale) (A) y en otra de Primula (B). C: Pelo ramificado en un tallo de labiada. (Cortesía 
de B. Román.) A: X175; B: X450, C: X325. A y C: Fucsina ácida-verde yodo; B: Fabil. 
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Figura 19.15. A: Pelo pluricelular 
simple. B: Pelo pluricelular simple 
terminado en maza. C: Pelo urtican- 
te, constituido por una base plurice- 
lular y la célula urticante alargada. 
D: Pelo lanoso. E: Pelo pluricelular ra- 
mificado. F: Pelo pluricelular escua- 
miforme seccionado sagitalmente. G: 
Pelo pluricelular estrellado secciona- 
do sagitalmente. 


Prominencias o emergencias 


Los tricomas se originan a partir de la protodermis, pe- 
ro a veces intervienen en su formación tejidos más pro- 
fundos, de modo que se forma una prominencia. 

Hay prominencias simples, en cuya formación sólo 
interviene el estrato subepidérmico, como las espinas y 
verrugas de tallos. Otras prominencias son complejas y 
suelen ser glandulares, almacenan sustancias y estallan 
con el calor, quedando las plantas perfumadas. En los 
tentáculos de las plantas carnívoras, hay prominencias 
complejas que están recorridas por un hacecillo vascu- 
lar; estas prominencias segregan enzimas y digieren los 
productos capturados (véase Fig. 19.29.E). 


Pelos radicales 


Los pelos radicales están especializados en la absorción 
de agua por la planta. Miden unos 80-1500 um de longi- 
tud y 5-17 um de diámetro. Su pared celular es delgada. 
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Suelen ser unicelulares y sólo se ramifican en muy pocas 
plantas. En las raíces adventicias aéreas de Kalanchoe 
fedtschenkoi hay pelos radicales pluricelulares. El núme- 
ro de pelos radicales es muy variable: unos 420/mm? en 
el maíz y alrededor de 2000/mm en el guisante. En una 
raíz de centeno hay unos 14 billones de pelos radicales 
que desarrollan una superficie total de 400 m?. 

La formación de los pelos se inicia en la epidermis 
localizada a continuación de la caliptra, quedando entre 
ésta y la zona pilífera un pequeño espacio desprovisto 
de pelos. Este hecho, unido al dato experimental de 
que, si se suprime la caliptra, los pelos radicales apare- 
cen desde el ápice y no queda ningún tramo desnudo, 
sugiere que la caliptra inhibe la diferenciación de los 
pelos en una cierta distancia. 

La formación del pelo tiene lugar a partir de algunas 
células especiales del estrato epidérmico, denominadas 
tricoblastos, que son de menor tamaño que las restan- 
tes células epidérmicas (Fig. 19.16). Esta diferencia es 
mucho más acusada en las pteridofitas y monocotiledó- 
neas que en las dicotiledóneas. Los tricoblastos proce- 
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Célula epidérmica normal 


Parénquima 


Tricoblasto 


Pelo radical 


Figura 19.16. Desarrollo de los pelos radicales a partir de 
tricoblastos. 


J) 


den de divisiones de algunas células de la protodermis 
con reparto irregular del citoplasma: en la mitosis, el 
plano ecuatorial (donde se sitúan los cromosomas me- 
tafásicos y que marca la posición de la citocinesis) está 
desplazado hacia un polo. Los tricoblastos se disponen 
en hileras en las que, o bien todas las células son trico- 
blastos, o bien éstos alternan con células epidérmicas 
normales. En la zona donde se desarrollan los tricoblas- 
tos, las restantes células epidérmicas todavía tienen ca- 
pacidad para alargarse. 

Los tricoblastos poseen un citoplasma y un núcleo 
más basófilos y nucléolos más prominentes que las res- 
tantes células epidérmicas, a las que se unen por nume- 
rosos plasmodesmos. Hay algunos plastidios y peque- 
ñas vacuolas. El núcleo no se divide, pero aumenta su 
ploidía: el contenido de proteína total, histonas, RNA y 
DNA nuclear es muy superior al de las células vecinas. 

El pelo surge como una pequeña protuberancia ro- 
deada de pared celular en una zona de la superficie ex- 
terna del tricoblasto en la que la pared celular es delga- 
da. Esta pared consta de dos capas: la interna es 
delgada y densa a los electrones, mientras que la exter- 
na es más ancha y menos densa. La protuberancia cre- 
ce y se aleja de la epidermis formando el pelo radical 
(Fig. 19.16). La pared del pelo en desarrollo es continua- 
ción de la capa interna de la pared del tricoblasto, y las 
microfibrillas de celulosa se disponen en el sentido del 
eje longitudinal del pelo. Las pequeñas vacuolas de los 
tricoblastos se fusionan en una gran vacuola que llena 
todo lo que era el citoplasma del tricoblasto y sigue por 
el pelo en crecimiento excepto en los últimos micróme- 


tros, donde se concentran el núcleo y los orgánulos ci- 
toplásmicos. En esta zona hay plastidios, complejos de 
Golgi, retículo endoplasmático rugoso, mitocondrias y 
microtúbulos; estos últimos dispuestos paralelamente 
al eje longitudinal del pelo. Cada plastidio está rodeado 
de una cisterna de retículo endoplasmático rugoso con 
ribosomas en toda su superficie. Del complejo de Golgi 
se desprenden vesículas de aspecto normal y vesículas 
de 85 nm recubiertas por una cubierta gruesa de 20 nm 
de espesor, similar a la de las vesículas recubiertas de 
clatrina. Se supone que las primeras vesículas contie- 
nen hidratos de carbono y las segundas proteínas. El 
contenido de ambos tipos de vesículas va a pasar a la 
pared del pelo, proporcionando los componentes para 
su crecimiento. 

Con el crecimiento de la raíz los pelos quedan al des- 
cubierto e, insinuándose entre las partículas de tierra, 
aumentan mucho la superficie absorbente. Además, de- 
bido a su pequeño diámetro, pueden penetrar en pe- 
queños huecos o poros entre las partículas del suelo y 
relacionarse más directamente con ellas. En terrenos 
secos los pelos pueden hacer que la raíz absorba canti- 
dades fabulosas de agua antes de que ésta escurra. En 
las plantas acuáticas no se forman pelos pues basta la 
superficie epidérmica para la absorción. Sin embargo, 
al introducir raíces acuáticas en tierra húmeda (barro) 
aparecen pelos. Las gramíneas son de las pocas plantas 
capaces de producir pelos en agua sin tierra. Las raíces 
de las orquídeas carecen de pelos. 

Aunque no hay duda de que los pelos radicales son 
responsables de la mayor parte de la absorción de agua 
y nutrientes (como PO,” y K*) por la planta, existen da- 
tos que indican que su función no es tanto directa como 
indirecta, facilitando la absorción de agua por las célu- 
las epidérmicas normales al alterar el medio ambiente 
inmediatamente adyacente (la rizosfera). La respiración 
celular de los pelos radicales proporciona CO,, que es 
necesario para el intercambio de cationes que inducen 
la liberación de ¡ones positivos de las partículas carga- 
das negativamente del suelo (micelas). Los pelos radi- 
cales también segregan algo de mucílago, que cambia 
las propiedades superficiales de las micelas del suelo, 
bien directamente o bien porque facilita el crecimiento 
de microorganismos que alteran estas propiedades. 

Los pelos son efímeros; sólo permanecen activos 
unos pocos días. Cuando mueren y se desprenden, las 
paredes de las células epidérmicas se suberifican o lig- 
nifican completamente. Aunque en algunas plantas los 
pelos radicales subsisten de manera permanente, las 
paredes de estos pelos se engruesan y parecen perder 
su capacidad absorbente. 


En diversos órganos de algunas plantas se observan 
una o varias capas de células situadas inmediatamente 
debajo de la epidermis, aparentando una epidermis es- 
tratificada. Esta estructura se denomina hipodermis y, a 
diferencia de las epidermis estratificadas, sus células no 
provienen de la protodermis, sino de la diferenciación 
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de las células situadas en la zona más externa del pa- 
rénquima cortical. En los órganos ya desarrollados de 
algunas plantas es muy difícil distinguir entre hipoder- 
mis y epidermis estratificada si no se sabe cómo se ha 
producido el desarrollo de la planta. 

La hipodermis es más común que la epidermis estrati- 
ficada. A menudo desempeña un papel mecánico y está 
constituida por células colenquimáticas o esclerenquimá- 
ticas (véase Fig. 19.32.D), pero puede estar formada por 
células parenquimáticas que difieren de las del parénqui- 
ma subyacente. La superficie irregular verrugosa de los 
tallos de Uebelmannia y de las semillas de Maurandya se 
debe a la elongación de las células hipodérmicas. 


La endodermis es otro tejido protector presente en las 
raíces, y también en algunos tallos y hojas, rodeando los 
haces vasculares. Se diferencia pronto en las en criptóga- 
mas vasculares y más tardíamente en las fanerógamas. 

La endodermis más característica se encuentra en 
las raíces, donde forma la capa más interna de la corte- 
za. Es una única capa de células de aspecto epidérmico 
pero con grandes vacuolas. La pared celular se caracte- 
riza por presentar un engrosamiento parcial, por depó- 
sito de lignina y suberina en las paredes perpendicula- 
res a la superficie de la raíz (tanto en las paredes radiales 
como en las transversales), en las que forma una banda 
central paralela a esta superficie, denominada estría O 
banda de Caspary. En los cortes transversales al eje de 
la raíz sólo se observará un punto suberificado en el 
centro de cada pared radial; en los cortes tangenciales a 
las paredes transversales, la estría de Caspary se verá 
como una línea a lo largo de la pared celular (Figs. 19.17 
y 19.18.A). 

Con el microscopio electrónico, la estría de Caspary 
se aprecia como un material de apariencia densa y ho- 
mogénea. La lámina media ha desaparecido y no se ob- 
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Figura 19.17. Esquema tridimensional de la disposición 
de la endodermis. 


J 


servan plasmodesmos, en contraste con el resto de la 
pared celular. Las ondulaciones de la pared celular de- 
saparecen en la estría de Caspary, que es completamen- 
te lisa (Fig. 19.18.B). La membrana plasmática, laxa- 
mente yuxtapuesta a la pared celular en otras regiones, 
se adhiere estrechamente a la estría (Fig. 19.18.C). De 
hecho, permanece adherida si se rompe la célula endo- 
dérmica. 

La función de la estría es impedir el paso del agua y 
los iones hacia el cilindro central por los espacios apo- 
plásticos (espacios extracelulares, incluidas las paredes 
celulares), de modo que el paso obligado de estas sus- 
tancias para entrar en el xilema sea a través del cito- 
plasma de las células endodérmicas. De esta forma, la 
planta ejerce una selección de los iones: permite la en- 
trada de PO,” y K*, que pasan a través del citoplasma 
de las células endodérmicas, pero no de Ca” que, como 
pasa por los espacios extracelulares, quedaría detenido 
por la banda de Caspary. Además, estas células trans- 
fieren esos ¡ones al xilema mediante un sistema de 
transporte activo, lo que hace que aumente la presión 
osmótica del agua en el xilema, facilitando su ascen- 
sión. La estría de Caspary impide también el retorno del 
agua al apoplasto. 

Durante el desarrollo primario de la raíz, las células 
endodérmicas conservan la capacidad para crecer, co- 
mo ocurre durante la iniciación endógena de las raíces 
laterales a partir del periciclo, la cual puede ir acompa- 
ñada de la división y el alargamiento de las células en- 
dodérmicas vecinas. Durante las primeras etapas del 
crecimiento secundario de algunas raíces, las células 
endodérmicas siguen dividiéndose radialmente. No 
obstante, en las gimnospermas y dicotiledóneas con 
crecimiento secundario, la endodermis se pierde con el 
desarrollo del sistema vascular y formación de la peri- 
dermis, desprendiéndose junto con la corteza. En las 
monocotiledóneas de vida larga pero sin crecimiento 
secundario típico (con crecimiento secundario difuso), 
la endodermis permanece y se modifica. En la parte in- 
terna de la pared primaria de las células endodérmicas 
se deposita una lámina casi continua de suberina (inclu- 
so sobre la banda de Caspary) y, posteriormente, en el 
interior de la suberina se deposita una capa de celulosa, 
que también puede llegar a lignificarse. Estos depósitos 
son abundantes en las paredes radiales y en la pared 
periclinal interna, y ecasos en la pared periclinal externa 
(véase Fig. 20.12.C). 

Esta lignosuberificación de las células endodérmicas 
proporciona resistencia al cilindro central en la planta 
que ha adquirido ya cierto grosor, pero presenta el in- 
conveniente de que aísla al cilindro central de la entra- 
da de agua e ¡ones. Para que la endodermis mantenga 
su función primitiva, los depósitos de celulosa y suberi- 
na no se producen o son escasos en las células endo- 
dérmicas que se encuentran frente a los cordones del 
Xilema. Estas células que mantienen una estructura que 
consiste sólo en pared primaria y banda de Caspary re- 
ciben el nombre de células de paso, ya que permiten la 
comunicación entre la corteza y el cilindro central. 

Similar a la endodermis es la exodermis, que se forma 
inmediatamente bajo la epidermis durante el desarrollo 
primario de la raíz (véase página 868). 
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Figura 19.18. A: Cilindro central de la raíz de Azolla que muestra la endodermis (E). F: floema. P: periciclo. Pa: parénquima. 
MX: metaxilema. PX: protoxilema. Cabeza de flecha: banda de Caspary. X1300. B: Micrografía electrónica que muestra en deta- 
lle el recuadro de la figura anterior. Se observa la endodermis (flechas) y la lámina media (LM). E: Células endodérmicas (va- 
cuolas). X12 000. C: Detalle del recuadro de la figura anterior, visto a mayor aumento. Las membranas plasmáticas (MP) de las 
células contiguas quedan firmemente adheridas a la pared celular donde hay banda de Caspary. X96 000. (Tomado de Gunning 
BES, Steer M. Ultrastructure and the Biology of Plant Cells. London, Edward Arnold, 1975.) 
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TEJIDOS PROTECTORES SECUNDARIOS 


La epidermis no tiene la facultad de multiplicar sus ele- 
mentos de tal manera que pueda seguir al tallo en su cre- 
cimiento en espesor. Por ello, sólo se encuentra como re- 
vestimiento de los tallos jóvenes y, en general, de todas 
aquellas partes de la planta que no tienen un crecimiento 
secundario muy intenso. En las que tienen este creci- 
miento, la epidermis se desgarra. Para reemplazarla se 
produce un tejido aislante, en estratos más profundos, 
llamado súber, felema o corcho, debido a la actividad de 
un meristemo secundario denominado felógeno. El feló- 
geno se forma tanto en la raíz como en el tallo de gim- 
nospermas y dicotiledóneas con crecimiento secundario 
(plantas leñosas), y puede situarse a diferentes niveles: 
desde inmediatamente por debajo de la epidermis hasta 
en el interior del floema (Figs. 19.19 y 19.20). 

El felógeno proviene de la desdiferenciación de célu- 
las de los tejidos donde se forma (epidermis, parénqui- 
ma o colénquima). En las raíces, el primer felógeno se 
forma en el periciclo, excepto en las raíces de reserva, 
donde adquiere posición subepidérmica. 

El felógeno consiste en células prismáticas, alargadas 
en el sentido del eje longitudinal del tallo o de la raíz, al- 
go vacuolizadas y con pared muy fina (Fig. 19.19.A). En 
los cortes transversales, estas células presentan forma 
rectangular, con las paredes periclinales más alargadas 
que las radiales. 

Si el felógeno procede de la epidermis no se divide; 
simplemente sus paredes se suberifican y se forma una 
sola capa de súber. Si procede del parénquima o del co- 
lénquima, sufre una división periclinal y, de las dos cé- 
lulas resultantes, la más externa se suberifica y la más 
interna sigue siendo felógeno y vuelve a dividirse, repi- 
tiéndose varias veces el proceso para originar varios es- 
tratos de súber (véase Fig. 19.21). 

El súber puede limitarse a una única capa o a unos 
pocos estratos, pero puede llegar a constituir un núme- 
ro muy elevado de estratos con un espesor total de va- 
rios centímetros, como en el alcornoque. 

El felógeno se agota anualmente en la producción de 
súber. Como el tejido que queda en el exterior del felóge- 
no está aislado del sistema vascular, su destino es morir 
y desprenderse. Al año siguiente se forma una nueva ca- 
pa de felógeno más en profundidad, al año siguiente otra 
y así sucesivamente durante la vida de la planta. El pri- 
mer año el felógeno suele formarse bajo la epidermis; 
después se forma más profundamente en la corteza, y 
más adelante en el floema más antiguo, que ya no es 
funcional. En este último es donde se va a repetir la for- 
mación del felógeno en años sucesivos, lo que no impide 
que se forme una nueva capa de floema activo cada año 
de modo que el felógeno nuevo quede situado en la capa 
más antigua (la más periférica) del floema. 

El felógeno puede formar un cilindro continuo que 
da la vuelta por completo al tallo y la nueva capa que se 
forma cada año a más profundidad es similar. Así ocu- 
rre en la vid. Otras veces el felógeno no mantiene una 


continuidad y forma varias placas, bandas o parches 
irregulares que, en su conjunto, vienen a constituir un 
cilindro discontinuo. Los bordes de esas placas estable- 
cen contacto entre sí o se superponen a modo de esca- 
mas. En algunas plantas hay varias capas de felógeno, 
que no dan totalmente la vuelta al tallo y forman placas 
discontinuas a diferentes niveles, funcionando simultá- 
nea e independientemente. De esta manera van que- 
dando aisladas zonas de la planta, ocupadas por tejidos 
como el parénquima, el colénquima o el floema secun- 
dario (Figs. 19.19.B y 19.20). 

En los casos excepcionales en los que el felógeno 
permanece durante varios años (Ceratonia, Anabasis, 
Fagus, Haloxylon y Pachycormus, por ejemplo), como 
la planta va creciendo en diámetro, de vez en cuando 
hay alguna división anticlinal radial del felógeno para 
compensar el aumento de grosor del órgano. 


El súber o corcho está constituido por uno o varios es- 
tratos de células prismáticas de pequeño tamaño, uni- 
das sin dejar espacios intercelulares. El eje longitudinal 
de estas células se dispone en el sentido del eje longitu- 
dinal del tallo; de los dos ejes transversales de estas cé- 
lulas, el menor es el del plano radial y el mayor el del 
periclinal (Figs. 19.19.A y 19.21). Las células suberosas 
tienen una pared celular no muy gruesa, atravesada por 
algunos plasmodesmos, en la que se ha depositado una 
sustancia llamada suberina (o también súber, como las 
células), que contiene alrededor de un 35% de ácidos 
grasos no saturados y del 20 al 30% de lignina, mientras 
que el resto consiste en celulosa y taninos. 

La suberificación se produce del modo siguiente: a la 
pared primaria, que permanece celulósica, se añade in- 
ternamente una capa de súber, que consiste en una se- 
rie de finas láminas en las que alternan láminas de sú- 
ber con láminas de una sustancia que tradicionalmente 
se ha considerado entre las ceras, pero que parece con- 
sistir en lípidos solubles no polares, responsables de la 
impermeabilidad de la célula. Más internamente se de- 
posita una capa de celulosa (Fig. 19.22), que en algunas 
especies se lignifica completamente. Suberificada la pa- 
red, la célula muere y en el interior queda aire y un ma- 
terial amorfo de color pardo. 

A veces la suberificación no es continua y las células 
mantienen cierta permeabilidad. En otros casos, las pa- 
redes celulares se engruesan considerablemente y for- 
man las denominadas costras suberosas. Cuando la su- 
berificación va acompañada de una lignificación notable, 
se forma el súber pétreo. Algunas células suberosas se 
cargan de productos metabólicos como taninos, resinas 
o inclusiones cristalinas. Entre las células suberosas sue- 
le haber algunas sin suberificar, a las que se denomina 
células feloides. 

La función del estrato suberoso estriba en las propie- 
dades físicas especiales de la pared suberificada, y no 


Figura 19.19. A: Desarrollo del súber en el tallo de hiedra (Hedera) que muestra el felógeno (Fe), el súber (S) y la felodermis 
(Fd). X250. (Tomado de Krommenhoek W, Sebus J, Van Esch GJ. Atlas de Histología Vegetal. Madrid, Marbán, 1986.) B: For- 


mación del súber en diversos estratos (estrellas) en el tallo de ciprés (Cupressus). X350. C: Tejido protector equivalente al súber 
(estrella) en el tallo de una monocotiledónea (Dracaena). X350. Fucsina ácida-verde yodo. 
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Figura 19.20. Esquema que muestra la formación de sú- 
ber en diferentes niveles de la corteza. 
_) 


en alguna actividad biológica propia. Es impermeable a 
los líquidos y gases, aunque los ácidos grasos insatura- 
dos lo hacen hidrófilo y le confieren cierta permeabili- 
dad; a ello se debe que aminore la transpiración y el in- 
tercambio de gases de la planta. El estrato suberoso es 
un nivelador óptimo de los excesos térmicos. Mediante 
la formación de barreras suberosas, la planta se opone 
a la penetración de los parásitos animales y, sobre todo, 
de los hongos, ya que el súber es muy resistente y poco 
vulnerable a las enzimas segregadas por aquéllos. La 
suberificación es también la reacción del tejido vegetal 
a la lesión y constituye un tejido de cicatrización y de re- 
paración contra toda suerte de ataques. 


En algunas plantas, algunas de las divisiones celulares 
del felógeno no originan súber sino que, de las dos cé- 
lulas hijas resultantes, la más externa sigue siendo feló- 
geno y la más interna se diferencia en felodermis (véan- 
se Figs. 19.19.A y 19.21). En estas plantas se forman 
muchas más capas de súber que de felodermis. Mien- 
tras que anualmente se forman 20 capas de súber, sólo 
se originan de una a tres capas de felodermis. 

Las células felodérmicas son parenquimáticas y sólo 
se distinguen del parénquima cortical por su continui- 
dad con el felógeno y porque se disponen como las de 
este meristemo: alargadas verticalmente y con las pare- 
des radiales más estrechas que las periclinales. En algu- 
nas plantas, las células felodérmicas contienen cloro- 
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Figura 19.21. Esquema que muestra la formación de es- 
tratos de súber y de felodermis por el felógeno. 
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plastos y contribuyen transitoriamente a la capacidad 
fotosintética de la planta. 


El conjunto de capas celulares producidas por el felóge- 
no se conoce como peridermis. Así pues, la peridermis 
comprende: 1) varias capas de súber, 2) una capa de fe- 
lógeno, y 3) varias capas de felodermis. 

El término ritidoma hace referencia al tejido muerto 
que, en muchas plantas, se desprende anualmente. Se 
aplica a todos los tejidos que se encuentran por fuera 
del felógeno y que mueren debido a que la capa de sú- 
ber formada los aísla del xilema, que siempre queda 
por debajo del felógeno. La cantidad y tipo de tejidos 
que integran el ritidoma dependen del nivel en el que se 
localiza el felógeno. Cuando éste se encuentra situado 
muy profundamente (en el floema), incluso el floema 
que queda por encima del felógeno muere y se des- 
prende. 

El concepto de ritidoma no es, por tanto, equivalente 
al de peridermis. El ritidoma incluye el súber y el felóge- 
no, pero no la felodermis, que queda más interna y no 
se desprende. Además, el ritidoma comprende todos 
los tejidos que quedan por fuera de la peridermis y que 
no forman parte de ésta. 
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Figura 19.22. Representación esquemática de la pared 
de una célula suberificada. 
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El término ritidoma es también conceptualmente di- 
ferente del término corteza, aunque en algunos casos 
pueden coincidir. La corteza comprende todos los teji- 
dos que quedan por fuera del cambium vascular y se di- 
vide en corteza externa (incluye todos los tejidos que 
quedan por fuera del floema) y corteza interna (corres- 
ponde al floema). Cuando el felógeno se forma justo 
por encima del floema, el término ritidoma equivale al 
de corteza externa. 

El ritidoma se desprende cada año y, al iniciarse un 
nuevo crecimiento, se vuelve a formar el felógeno que 
da lugar a los tejidos mencionados. Si el ritidoma no se 
desprende de forma espontánea sino que se arranca, se 
induce la formación de una nueva peridermis debajo. 

Según tenga lugar su desprendimiento, el ritidoma 
se designa de diferentes formas (Fig. 19.23): 


1. Laminar continuo. El felógeno forma una cilindro 
continuo alrededor del tallo y el ritidoma se des- 
prende formando anillos alrededor de todo el ár- 
bol. Se observa en cupresáceas. 

2. Laminar en tiras. El felógeno también forma un ci- 
lindro continuo, pero el ritidoma forma láminas 
que se desprenden como tiras de arriba a abajo. 
Es característico de la vid. 

3. Escamoso. El felógeno no forma un círculo alre- 
dedor del centro de la planta, sino que describe 
curvas que se superponen entre sí. En este caso el 
ritidoma se desprende en forma de escamas. Se 
observa en el pino. 

4. En placas. En algunos árboles como Platanus orien- 
talis, el felógeno se dispone también formando 
curvas, pero éstas no establecen contacto entre sí, 
por lo que el ritidoma desprendido forma grandes 
placas no superpuestas. 


En ocasiones puede ocurrir que el ritidoma no se des- 
prenda cada año sino que permanezca, y que anualmen- 
te se formen nuevas capas de corteza situadas cada vez a 
mayor profundidad (véase Fig. 19.19.B). Así sucede en el 
alcornoque, el roble y en otros árboles en los que el feló- 
geno puede rehacerse varias veces en estratos cada vez 
más profundos, de manera que la corteza resulta forma- 
da por capas de súber que alternan con otras de esclerei- 
das y de parénquima (véase Fig. 19.20). En la corteza se 
depositan taninos que hacen a los tejidos muy resisten- 
tes a los ataques de parásitos y a la putrefacción. Pasado 
cierto tiempo comienzan a desprenderse porciones de ri- 
tidoma más o menos anchas. 


En las monocotiledóneas con tallos de larga vida y con 
un crecimiento secundario en sentido impropio (secun- 
dario difuso), no hay felógeno sino células parenquimáti- 
cas corticales que adquieren la capacidad de división y 
que se encuentran formando una banda más o menos 
continua alrededor del tallo. Las células resultantes se di- 
viden de nuevo y así sucesivamente, progresando hacia 
el exterior y el interior. Todas las células producidas, o al 
menos las de las capas más externas, se suberifican, con 
lo que el resultado final es muy similar al descrito en las 
dicotiledóneas y gimnospermas (véase Fig. 19.19.C). 

En algunas monocotiledóneas, no todas las células 
producidas en esa serie de divisiones celulares corticales 
forman súber, por lo que se observan células suberifica- 
das y parenquimáticas normales entremezcladas. Lo 
más llamativo de este tipo de súber es que las células su- 
berificadas forman grupos constituidos por células muy 
pequeñas, de modo que el conjunto de las células de ca- 
da grupo (de dos a ocho células, generalmente) equivale 
al de una célula parenquimática no suberificada. Esto in- 
dica que, tras la proliferación cortical, las células destina- 
das a suberificarse realizan una rápida serie de divisio- 
nes tangenciales, sin dar tiempo a que las células hijas 
crezcan antes de suberificarse. 


Con la formación del súber, los tejidos internos de la 
planta quedarían aislados del exterior si no fuera por- 
que se producen interrupciones en el súber que sirven 
para que los tejidos puedan comunicarse con el exterior 
y se verifique el intercambio gaseoso. Las estructuras 
formadas en estas interrupciones se denominan /lentice- 
las, y están presentes en la superficie del tronco o en las 
ramas del tallo y en la raíz. 

Las lenticelas son aberturas o poros de forma lenti- 
cular bajo los cuales se disponen acumulaciones desor- 
denadas de células de aspecto parenquimático (tejido 
de relleno), con amplios espacios intercelulares que 
permiten el paso del aire y los gases y la expulsión de 
vapor de agua, y con paredes celulares recubiertas por 
ceras que participan en la regulación de la pérdida de 
agua. Estas células se abren paso entre los tejidos (rom- 
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piendo la continuidad de los estratos peridérmicos) y se 
comunican con las partes más internas del tallo o de la 
raíz (Fig. 19.24). Así, son zonas blandas en los tejidos 
duros. Cuando estas células mueren, sus restos salen 
por el poro de la lenticela. 

Las primeras lenticelas se forman debajo de estomas 
y muchas de ellas se aprecian a simple vista. Aparecen 
con las primeras producciones peridérmicas en la prima- 
vera. El meristemo que las forma es el felógeno, que en 
ciertos puntos de su recorrido produce hacia fuera una 
serie de células sin suberificar, que van empujando hacia 
fuera las células muertas situadas sobre ellas, hasta que 
alcanzan la epidermis y la desgarran justo en los puntos 
donde preexistiera un tejido esponjoso adecuado, es de- 
cir, un estoma. Hay tres tipos histológicos de lenticelas: 


1. Las lenticelas se forman como se ha descrito. Al 
finalizar el otoño o al comienzo del invierno el fe- 


lógeno produce un estrato de súber normal que 
cierra las lenticelas. Este estrato se rompe en la 
primavera siguiente, reanudándose la actividad 
de la lenticela. 

2. Otras lenticelas no están formadas por células pa- 
renquimáticas sino por células suberificadas que, 
en la primavera, dejan amplios espacios entre sí. 
Al terminar el otoño se producen nuevas células 
suberificadas que cierran esos espacios. 

3. El tercer tipo de lenticela consiste en una mezcla 
de células suberificadas y células que no lo están. 
Al llegar el otoño sólo hay células suberificadas. 


El número de lenticelas varía en las diversas espe- 
cies y con la edad. Las plantas leñosas poseen mayor 
número de lenticelas que las herbáceas. En las monoco- 
tiledóneas las lenticelas son escasas. 


Figura 19.24. Lenticela (estrella) en un tallo de saúco (Sambucus). S: suber; fe: felógeno; C: colénquima; P: tejido parenqui- 
mático de la lenticela. X200. Fucsina ácida-verde yodo. (Tomado de Krommenhoek W, Sebus J, Van Esch GJ. Atlas de Histología 


Vegetal. Madrid, Marbán 1986.) 
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Las heridas de las plantas cicatrizan pronto debido a la 
actuación de tejidos meristemáticos. Se observan dos 
casos típicos que se describen a continuación: 


1. Si la lesión alcanza sólo a los estratos corticales 
externos o, como mucho, al líber secundario, se 
forma una capa de súber un poco por debajo del 
estrato felogénico normal. El nuevo súber produ- 
cido rellena la herida, que cicatriza. 

2. Sila herida es más profunda y pone el leño al des- 
cubierto, el cambium de las porciones ilesas pro- 


Cicatrización y regeneración 


Figura 19.25. Esquema que 
muestra la regeneración de los 
tejidos del tallo tras la esci- 
sión de una cuña que alcanza 
hasta el leño. 


duce una serie de tejidos engrosados junto a la 
herida, que forman a modo de gruesos labios a su 
alrededor. Así, en el punto en que fue cortada una 
rama es frecuente observar cómo la herida está 
rodeada de un pequeño resalte cortical. Poco a 
poco estas producciones se extienden sobre el le- 
ño que quedó al descubierto. Con el avance del 
tejido de reparación, la herida llega a cubrirse y 
las porciones opuestas de la corteza se juntan. Las 
zonas cambiales empalman e igualan la corteza. A 
partir de ese momento se forman regularmente 
los estratos leñosos y corticales y no quedan hue- 
llas de la herida (Fig. 19.25). 


TEJIDOS SECRETORES 


En general, las glándulas o tejidos secretores aparecen 
con una de estas dos finalidades: 


1. Excreción. La glándula resuelve las necesidades 
metabólicas de la planta liberándola de productos 
de desecho, como ocurre en las glándulas que eli- 
minan el exceso de sal. 

2. Secreción. La glándula libera sustancias produci- 
das para ser utilizadas facilitando la relación con 
otros organismos, como sucede en los pétalos de 
las flores, cuyas células epidérmicas vierten goti- 
tas de secreción que constituyen el perfume. 


Cualquiera que sea su finalidad, los tejidos secreto- 
res pueden ser externos (presentes en la epidermis, 
donde forman tricomas glandulares) o internos (en el 
interior del cuerpo de la planta, donde forman bolsas o 
canales). 


CARACTERÍSTICAS CELULARES 


Al hablar de los tricomas hemos mencionado que mu- 
chos de ellos son glandulares. En la génesis de los trico- 
mas glandulares se observa que las células epidérmicas 
se van dividiendo hasta constituir uno o varios estratos 
de células de sostén, sustentantes o colectoras y, en la 
parte más apical, una célula o varias células terminales 
secretoras (Figs. 19.26, 19.27.A y 19.27.B). 

La estructura de las células de estos tricomas es muy 
variable. En general, las células sustentantes presentan 
una gran vacuola y una pared primaria atravesada por 
numerosos plasmodesmos (Fig. 19.26). Las células se- 
cretoras contienen abundante retículo endoplasmático 
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Figura 19.26. A: Glándula sésil de la hoja de Lamium. Las células epidérmicas glandulares (G) descansan sobre las células 
de sostén (S). Éstas presentan un engrosamiento lateral de la pared celular (estrellas) para evitar que se pierda la secreción. La 
secreción pasa de las células de sostén a las secretoras a través de los numerosos plasmodesmos (flechas), y se almacena en el 
interior de las vacuolas. Finalmente, la secreción es extruida al espacio extracelular (asterisco), que queda entre la pared celu- 
lar (PC) y la cutícula (C). X3500. B: Detalle del engrosamiento de la pared celular marcado con una estrella en la Figura A. La 
zona engrosada (comprendida entre las dos flechas grandes) está impregnada por cutina y a ella se adosa estrechamente la 
membrana plasmática (MP). Estrella: pared celular normal. X20 000. (Tomado de Gunning BES, Steer M. Ultrastructure and the 


Biology of Plant Cells. London, Edward Arnold, 1975.) 


(liso y rugoso entremezclados) y numerosas vesículas. 
Suelen poseer también abundantes dictiosomas y mito- 
condrias. La pared celular es primaria y, en algunas glán- 
dulas, desarrolla repliegues hacia dentro que aumentan 
su superficie y la de la membrana plasmática subyacente 
(Fig. 19.27.C). Las células secretoras están provistas de 


cutícula que, en muchos casos, se engruesa en la por- 
ción basal (cuello de la glándula) (Figs. 19.26 y 19.27.C). 

Las sustancias precursoras de la secreción provienen 
de las células sustentantes y van pasando de unas célu- 
las a otras, atravesando las paredes por los plasmodes- 
mos hasta llegar a las células secretoras, donde se forma 
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Figura 19.27. Tricomas glandulares. A: Pelo glandular simple formado por una columna de células de sostén y una única cé- 
lula glandular apical. La secreción es extruida al exterior a través de poros cuticulares. B: Pelo glandular cuya base es una úni- 
ca célula de sostén que sostiene a varias células glandulares en el ápice. La secreción se acumula bajo la cutícula de las células 
secretoras y se vierte cuando la cutícula se rompe. C: Glándula de Tamarix aphylla cuyas células secretoras presentan replie- 
gues de la pared celular hacia el citoplasma, a modo de células de transferencia. Se observa un engrosamiento cuticular para 
evitar la salida de la secreción almacenada. D: Glándula de la sal de Atriplex. La secreción se acumula en el interior de la célu- 
la hasta que ésta se rompe. E: Hidatodo activo de Cicer arietinum. F: Glándula secretora de mucílago. 
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la verdadera secreción. La acumulación de la secreción 
en estas células tiene lugar en contra del gradiente de 
concentración y requiere energía, que es proporcionada 
por el ATP. El engrosamiento cuticular en el cuello de la 
glándula evita que la secreción almacenada descienda. 
La secreción se vierte al exterior de tres maneras: 


1. Por canales o poros. La secreción debe atravesar 
en primer lugar la membrana plasmática y, en se- 
gundo lugar, la pared celular. Como en las glándu- 
las animales, algunas secreciones (principalmente 
las constituidas por iones o moléculas muy pe- 
queñas y las lipídicas) se difunden pasivamente a 
través de la membrana plasmática por la presión 
acumulada en la célula; otras secreciones (princi- 
palmente proteínas, glucoproteínas y polisacári- 
dos) viajan en vesículas desde el complejo de Golgi 
hasta la membrana plasmática, con la que se fu- 
sionan. Una vez atravesada la pared celular, la se- 
creción es extruida por canales o poros que atra- 
viesan la cutícula. Esta liberación se observa en 
los hidatodos activos y en algunas glándulas de 
los tipos coléteres, glándulas mucilaginosas y os- 
moforos (Figs. 19.27.A y 19.27.C). 

2. Por ruptura de la cutícula. La secreción se forma y 
viaja como en el caso anterior pero, una vez atra- 
vesada la pared celular, se almacena entre ésta y 
la cutícula, a la que va empujando hasta despe- 
garla (Figs. 19.26 y 19.27.B). Basta un leve contac- 
to o el calor para que la cutícula se rompa y se 
vierta el contenido. Así sucede en los nectarios de 
algunas glándulas mucilaginosas y coléteres no 
incluidas en el grupo anterior. 

3. Por la muerte de las célula secretoras. Otras se- 
creciones sólo se liberan al morir las células que 
las contienen. Esta extrusión se observa en algu- 
nas glándulas secretoras de aceites que sufren 
una degeneración progresiva del citoplasma, que 
es inicialmente denso y se transforma en secre- 
ción. En pelos vesiculosos secretores de sal, ésta 
se libera cuando la hoja envejece y se secan las 
células secretoras (Fig. 19.27.D). 


CLASIFICACIÓN 


Los tricomas glandulares pueden clasificarse con arre- 
glo a varios criterios. Uno de ellos es el modo en que se 
produce la secreción, siguiendo la clasificación que se 
acaba de exponer. Otra clasificación atendería a crite- 
rios puramente morfológicos, como se ha hecho al tra- 
tar de los tricomas en general. Finalmente, los tricomas 
pueden clasificarse de acuerdo con el tipo de sustancias 
segregadas. Este último criterio será el que seguiremos, 
aunque, dentro de cada tipo, tendremos en cuenta los 
otros aspectos mencionados así como las característi- 
cas especiales que definen algunos tipos de glándulas 
(finalidad, localización, tipo de plantas, etc.). 


Hidatodos activos 


Su forma difiere de la observada en los hidatodos pasi- 
vos o estomas acuíferos, y se asemeja a la de una glán- 


dula. Constan de un pedúnculo uniseriado y una cabeza 
oval y pluricelular. Segregan una solución acuosa con áci- 
dos orgánicos. La secreción se acumula entre la pared y 
la cutícula y es extruida en forma de pequeñas gotitas a 
través de poros que se abren en la superficie cuticular 
(Fig. 19.27.E). Estudios ultraestructurales en hidatodos 
de hojas y tallos jóvenes de Cicer arietinum y Phaseolus 
multiflorus revelan la presencia de un gran número de 
mitocondrias en las células de estos tricomas, lo que indi- 
ca que el proceso de secreción es activo. En los hidatodos 
de Taraxacum, Cichorium y Papaver, considerados inicial- 
mente como pasivos, se han descrito células de transfe- 
rencia asociadas a las tráqueas, lo que sugiere que el 
agua expulsada contiene iones o pequeñas moléculas y, 
por consiguiente, estos hidatodos deben ser incluidos en- 
tre los activos. Esto explica el hecho de que estos esto- 
mas se encuentren en plantas sumergidas. 


Tricomas secretores de sal (glándulas de la sal) 


Como su nombre indica, estas glándulas segregan sales 
inorgánicas. En la secreción se han encontrado numero- 
sos tipos de ¡ones (Na”, K*, Mg”, Cu”, Cl, SO¿?, NO7, 
PO,* y HCO;). El proceso de secreción requiere consu- 
mo de ATP. Se encuentran en plantas que crecen en te- 
rrenos salinos y sirven para eliminar el exceso de sal. En 
algunas especies, la acumulación de sal sobre la superfi- 
cie de la planta hace que ésta sea incomible para los her- 
bivoros. Las glándulas salinas suelen ser de dos tipos: 


1. Pelos vesiculosos formados por un pedúnculo 
uniseriado que termina en una gran célula secre- 
tora apical. La mayor parte de esta célula está 
ocupada por una gran vacuola que acumula la sal. 
Al envejecer la hoja, la célula secretora muere y la 
sal queda en la superficie de la epidermis. Este tri- 
coma es característico de Atriplex (Fig. 19.27.D). 

2. Glándulas pluricelulares que no poseen propiamen- 
te un pedúnculo, sino una base de células susten- 
tantes o colectoras y varias células secretoras api- 
cales. Las células colectoras absorben sales de las 
células epidérmicas normales y del mesófilo, y las 
transfieren a las células secretoras a través de plas- 
modesmos. Las células secretoras son ricas en mi- 
tocondrias, retículo endoplasmático, dictiosomas y 
vesículas que parecen transportar la sal hasta la 
membrana plasmática. La cutícula que recubre es- 
tas células posee poros por los que son excretadas 
las sales. Las paredes laterales de las células secre- 
toras poseen zonas del tipo banda de Caspary, a las 
que está fuertemente adosada la membrana plas- 
mática para evitar el retorno de la secreción por 
esos puntos. Este tipo de glándula salina se en- 
cuentra en Plumbago capensis, Limonium, Avicen- 
nia y Tamarix (Fig. 19.27.C). 


Tricomas secretores de mucílago 


Constituyen glándulas pluricelulares de forma muy va- 
riada. Los mucílagos constan fundamentalmente de poli- 
sacáridos formados predominantemente por arabinosa, 
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fucosa, galactosa, ácido galacturónico y xilosa. Los mucí- 
lagos poseen un alto contenido de agua, al que deben 
sus propiedades. En las células secretoras de mucílagos 
predominan los dictiosomas, mientras que el retículo en- 
doplasmático (liso y rugoso) no está muy desarrollado. 
De los dictiosomas surgen numerosas vesículas que se 
fusionan a la membrana plasmática. El mucilago sinteti- 
zado se almacena entre la pared celular y la cutícula y es 
extruido a través de poros que atraviesan la cutícula, o se 
libera al romperse ésta. En ambos casos es frecuente 
que, al impregnarse las paredes celulares de mucílago, 
se desorganice la lámina media y se desprendan las cé- 
lulas llenas de mucílago. 

Estas glándulas existen en unas 50 familias de plan- 
tas tales como las cactáceas, didiereáceas, dipterocar- 
páceas, malváceas y esterculiáceas. Un ejemplo de es- 
tos tricomas son las vainas membranosas de Rumex y 
de Rheum (Fig. 19.27.F). Muchas plantas de climas de- 
sérticos presentan estos mucílagos para retener agua. 
Algunas semillas se rodean de una capa mucilaginosa 
que mantiene un ambiente húmedo favorable a la ger- 
minación. Las células que forman la caliptra también 
segregan mucilagos que permiten avanzar a la raíz, y en 
ellos habitan microorganismos simbiontes, por lo que 
estas células podrían incluirse en este grupo de glándu- 
las. Algunas glándulas que atrapan insectos en las plan- 
tas carnívoras poseen tricomas de este tipo. 


Osmóforos 


Segregan aceites, principalmente terpenos. Estas sus- 
tancias se volatilizan y producen los olores y perfumes 
de las flores, que sirven para atraer a los insectos polini- 
zadores. Las glándulas constan de una célula basal, un 
pedúnculo uniseriado de una o varias células y una por- 
ción apical de una o varias células secretoras como en 
las glándulas secretoras, de aceites esenciales de las la- 
biadas. En algunas especies como Cleome spinosa, los 
pelos glandulares son más voluminosos, con pedúncu- 
los multiseriados de tipo lanoso y porciones apicales 
también multiseriadas. Las células secretoras contienen 
abundante retículo endoplasmático cuyas cisternas apa- 
recen muy dilatadas, dictiosomas desarrollados y vesí- 
culas o vacuolas con material denso. 

Los terpenos forman pequeñas gotitas de aceite que 
se almacenan en el citoplasma en cantidad moderada y 
se liberan mediante poros cuticulares, tal como ocurre 
en Cleome spinosa (Fig. 19.28.A). En otras plantas, co- 
mo las labiadas, la secreción se acumula primero entre 
la membrana plasmática y la pared celular, y después 
se almacena entre ésta y la cutícula. La extrusión de los 
terpenos se produce a través de poros cuticulares o se 
libera al morir las células secretoras (Fig. 19.28.B). 


Coléteres 


Segregan una mezcla de terpenos y mucílagos de con- 
sistencia pegajosa. Son glándulas pedunculadas o sési- 
les con una porción apical multicelular ensanchada. La 
secreción se libera por la ruptura de la cutícula, como 
sucede en los coléteres de las escamas de las yemas de 


Syringa, Rosa, Aesculus, Alnus y Coffea, o mediante po- 
ros cuticulares como en Ononis spinosa (Fig. 19.28.C). 


Nectarios 


Los nectarios se encuentran en la flor o en estructuras 
extraflorales y producen néctar, cuya función es atraer a 
los insectos polinizadores. El néctar es una solución rica 
en azúcares, principalmente sacarosa, glucosa y fructo- 
sa. En menor cantidad contiene maltosa, melobiosa y 
rafinosa. También contiene trazas de aminoácidos, al- 
gunos ácidos orgánicos y otros compuestos. El néctar 
proviene del floema y se elabora en las células secreto- 
ras. En la mayoría de los nectarios el néctar se almace- 
na bajo la cutícula y es liberado cuando ésta se rompe. 
Los nectarios son de dos tipos: 


1. Pelos unicelulares con la porción basal estrecha y 
la porción apical expandida; esta última desarrolla 
repliegues laberínticos de la pared celular como 
en las células de transferencia. La célula contiene 
abundantes grupos de cisternas paralelas de retícu- 
lo endoplasmático rugoso y muchos dictiosomas. 
La secreción se acumula bajo la cutícula, que se 
despega de la pared celular. Estos nectarios se en- 
cuentran, por ejemplo, en la corola de Lonicera ja- 
ponica y Tropaeolum majus (Fig. 19.28.D). 

2. Protuberancias como las de los dientes del mar- 
gen foliar y diversas regiones de los órganos flo- 
rales de Prunus amygdalus y Ailanthus altissima 
(Fig. 19.28.E). Nectarios de este tipo se encuen- 
tran también en las soldaduras de los carpelos 
(nectarios septales) de Allium, Gasteria, Muscari, 
Eichhornia, Pontederia y Musa. 


Glándulas de plantas carnívoras 
(secretoras de enzimas digestivas) 


Las plantas carnívoras poseen hojas modificadas que 
sirven de órganos de captura de animales pequeños, 
como insectos. Lo que define a estas glándulas es la se- 
creción de enzimas digestivas para digerir las presas. 
En estas hojas glandulares existen tricomas especiales 
cuya secreción es utilizada en este proceso. Estos trico- 
mas son básicamente de dos tipos: 


1. Tricomas secretores de enzimas proteolíticas que 
digieren la presa y absorben los productos digeri- 
dos para la obtención de nutrientes por parte de la 
planta (Fig. 19.29). Son glándulas sésiles o protube- 
rancias. En las glándulas secretoras de enzimas de 
Drosera hay dos o tres capas superficiales de célu- 
las secretoras de citoplasma denso y paredes celu- 
lares que muestran repliegues laberínticos como 
los de las células de transferencia. Externamente 
hay una cutícula atravesada por numerosos poros 
para verter la secreción. La capa celular subyacente 
forma una endodermis con banda de Caspary que 
rodea tráqueas. En la base de la glándula la endo- 
dermis es sustituida por células de transferencia 
(Fig. 19.29.B). 


CAPÍTULO 


Figura 19.28. A: Glándula se- 
cretora de terpenos en la que la 
secreción es extruida por poros 
al exterior. B: Glándula secretora 
de terpenos cuya secreción se 
acumula bajo la cutícula. C: Co- 
léter. D: Nectario unicelular de 
Lonicera japonica en el que la se- 
creción se acumula bajo la cutí- 
cula. La célula glandular presen- 
ta repliegues de la pared celular. 
E: Nectario del pecíolo de Prunus 
amygdalus constituido por una 
epidermis secretora que descan- 
sa sobre una protuberancia. 
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2. Tricomas secretores de néctar. Son protuberancias 
pedunculadas que, con su olor, atraen las presas 
hacia trampas simples que capturan al animal me- 
diante el cierre rápido de las dos mitades de la hoja 
(como en Dionaea), o hacia trampas más complica- 
das (como en Nepenthes, Sarracenia y Utricularia). 
Otras segregan mucílagos que atrapan a las presas 
que quedan pegadas a ellos (como en Drosera y 
Pinguicula). 


Pelos urticantes 
Están formados por una única célula secretora muy engro- 


sada, en forma de botella con cuello largo, sostenida por 
un pie basal pluricelular en forma de copa (véase Fig. 


19.15.C). La célula secretora tiene la parte apical silificada y 
la basal calcificada. En el interior de esta célula hay una va- 
cuola con un líquido irritante que contiene, entre otras sus- 
tancias, acetilcolina, histamina y serotonina. Cuando un 
animal toca el pelo, la célula secretora se rompe por el 
cuello, que se clava en el agresor y le inyecta el líquido. Es- 
tos pelos se encuentran en cuatro familias de dicotiledó- 
neas: euforbiáceas, hidrofiláceas, loasáceas y urticáceas. 


Comprenden aquellas otras células glandulares cuyos 
productos permanecen en el interior de la planta. La or- 
ganización de estos tejidos es muy variable, incluso 
dentro del mismo tejido: sus células pueden encontrar- 
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= Células secretoras 
Cuticula 
Engrosamiento 
cutinizado 
Figura 19.29. A: Glandula sésil 
secretora de enzimas digestivas 
en la planta carnivora Pinguicula 
Epidermis grandiflora. (Modificado de Hes- 
a ae ae lop-Harrison J, Knox RB. Planta, 
Parénquima 1971; 96:183-211.) B: Glándula pe- 
— Traquea dunculada secretora de enzimas 
digestivas de Drosera. (Modifica- 
A do de Gilchrist AJ, Juniper BE. 
Planta, 1974; 110:143-147.) 
XX 


se aisladas, formando grupos irregulares o hileras de 
longitud variable, o configurando cavidades tubulares 
(conductos) o redondeadas (bolsas). Cuando forman ca- 
vidades, la secreción se almacena en la luz de la cavi- 
dad. En los otros casos, se mantiene dentro de las célu- 
las. A continuación analiazaremos los ejemplos mejor 
conocidos. 


LATICÍFEROS 
Características generales. El látex 


Los tejidos laticíferos están presentes en unas 12 500 
especies, que comprenden unos 900 géneros distribui- 
dos en 20 familias de plantas dicotiledóneas y monoco- 
tiledóneas. Los laticiferos recorren todos los órganos de 
la planta. En el tallo y la raíz se encuentran en la corteza, 
muchas veces asociados al floema, aunque también 
pueden observarse en la médula. Están constituidos 
por células que forman tubos, los cuales contienen a 
presión un líquido parecido a la leche, blanquecino o 
anaranjado, que cambia de color en contacto con el aire. 
Este líquido, denominado látex, es fabricado por las cé- 
lulas de los tubos y consiste en una emulsión de agua 
con una gran variedad de sustancias: sales, ácidos or- 
gánicos, alcaloides, azúcares, taninos, proteínas, resi- 
nas, aceites esenciales, mucílagos, almidón, caucho y 
carotenos. 

La función del látex no es bien conocida. Se conside- 
ra un subproducto del metabolismo y, por tanto, los la- 
ticíferos tendrían una función excretora. También se ha 
sugerido que interviene en el cierre de heridas al coagu- 
larse. El látex tiene una amplia utilización industrial por 
su riqueza en caucho. 


Las células de los laticíferos. Tipos de laticiferos 


La estructura microscópica de los laticiferos presenta 
una gran variabilidad, por lo que es difícil establecer 
unas características generales. Ya en los meristemos 
apicales, los laticiferos en formación son fácilmente dis- 
tinguibles por los siguientes rasgos: 1) se alinean en hi- 
lera, a diferencia de los otros tipos celulares; 2) carecen 
de una gran vacuola central, presente en las células ad- 
yacentes; y 3) las paredes celulares longitudinales sue- 
len ser gruesas y constan de una pared primaria muy 
hidratada y con escasos campos de poros primarios. El 
citoplasma contiene los orgánulos habituales y una o 
varias vacuolas. Con el desarrollo, se observan dos ti- 
pos de laticiferos: apocíticos y simplásticos (Fig. 19.30). 


Laticiferos apocíticos (no articulados) 


Cada célula se alarga enormemente y se ramifica por 
toda la planta sin anastomosarse, a veces desde la raíz 
hasta las hojas, acompañando con su crecimiento al de 
la planta. Las células crecen de forma esquizógena, es 
decir, metiéndose por los espacios intercelulares entre 
las células vecinas. Para abrirse paso entre los tejidos, 
estas células segregan pectinasa, que disuelve las lámi- 
nas medias intercelulares. Durante el crecimiento de los 
laticíferos, los núcleos se dividen por mitosis y se repar- 
ten con regularidad. El resultado es la formación de cé- 
lulas multinucleadas con citoplasma vivo y carentes de 
paredes divisorias transversales (Fig. 19.30). Las pare- 
des longitudinales son más gruesas que las de las célu- 
las vecinas. El látex está contenido en una vacuola cen- 
tral o en varias vacuolas citoplásmicas (Fig. 19.31.A). 
Los laticiferos se presentan en dos variedades: a) no 
ramificados, como en Vinca, Cannabis y Urtica; y b) ra- 
mificados, como en Nerium, Ficus y Euphorbia. 
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y 
Comunicaciones 
Articulado 
Articulado 
Esquema tridimensional 
mostrando la forma de las 
comunicaciones 
No articulado 
Figura 19.30. Laticíferos de los tipos no articulado y arti- 
culado vistos en secciones longitudinales. En estos últimos 
se representan las comunicaciones entre las células adya- 
centes. 
Ne 


Laticiferos simplasticos (articulados) 


Se forman por fusion de varias células mononucleadas, 
que se diferencian posiblemente a partir de las paren- 
quimáticas. 

En algunas especies las paredes transversales divi- 
sorias mantienen su estructura normal, quedando atra- 
vesadas por plasmodesmos (Fig. 19.31.B). Lo más fre- 
cuente es que estas paredes presenten perforaciones 
que pueden desarrollar rebordes en forma de tapa. El 
citoplasma se mantiene vivo (Fig. 19.30). 

El caso opuesto es que las paredes transversales di- 
visorias se reabsorban completamente y haya degene- 
ración y lisis celular como estado final. Los orgánulos 


citoplásmicos desaparecen y el citoplasma fundamental 
forma una capa parietal. En los laticiferos articulados jó- 
venes se observa el núcleo, pero en los viejos éste se 
pierde. En la mayoría de estos laticiferos no hay vacuo- 
la central ni verdaderas vacuolas, sino vesículas limita- 
das por membrana que, para algunos autores, provie- 
nen del complejo de Golgi y, para otros, de dilataciones 
del retículo endoplasmático rugoso (que muestra un 
buen grado de desarrollo en Papaver y es donde se sin- 
tetiza la morfina). En algunas especies estas vesículas 
pueden clasificarse en tres tipos: 


1. Cuerpos amarillos brillantes. Miden unos 2.5 um 
de diámetro y están rodeados por una doble mem- 
brana. Contienen carotenos. 

2. Lutoides. Son los más numerosos. Miden de 2 a 5 um 
de diámetro y están rodeados por una membrana 
simple. Contienen ácidos orgánicos y sus sales y 
azúcares. 

3. Hidrocarburos del caucho. Miden de 1 a 5 um de 
diámetro y están rodeados por una membrana sim- 
ple. Contienen pequeñas partículas no bien cono- 
cidas. 


En Mammillaria incluso las paredes celulares latera- 
les son lisadas, y nuevas células, reclutadas a partir del 
parénquima adyacente, sustituyen a las convertidas en 
látex, por lo que el diámetro de los conductos va 
aumentando con la edad. En consecuencia, los laticífe- 
ros articulados de estas plantas son más bien conduc- 
tos, limitados por células productoras de látex que ro- 
dean al conducto y vierten en él su secreción holocrina. 

Los laticiferos articulados también pueden subdivi- 
dirse en: a) no ramificados, presentes en Musa, Allium e 
Ipomea; y b) ramificados, en Papaver, Hevea y Carica. 


CÉLULAS DE LA MIROSINA 


En algunas familias del orden geraniales (limnantáceas 
y tropeoláceas) y del orden caparales (caparidáceas, 
cruciferas, moringáceas y resedáceas), en el parénqui- 
ma del tallo, hojas y flores se desarrollan células (aisla- 
das o en grupos, a veces formando hileras), que contie- 
nen la enzima mirosinasa (Figs. 19.32.A y 19.32.B). Esta 
proteína se encuentra en forma inactiva, pero cuando 
se rompe la célula por alguna agresión, como la de un 
insecto, la enzima se mezcla con los glucosinolados 
presentes en las células adyacentes, y se producen glu- 
cósidos de aceite de mostaza (isotiocianato). La mirosi- 
nasa se sintetiza y se acumula inicialmente en un des- 
arrollado retículo endoplasmático rugoso. Después la 
enzima abandona el retículo endoplasmático en vesícu- 
las que coalescen para formar una gran vacuola. 


CÉLULAS Y CANALES MUCILAGINOSOS 


Se observan células mucilaginosas aisladas y canales 
que contienen mucílagos (hidratos de carbono muy hi- 
dratados) en un reducido número de familias, entre las 
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Figura 19.31. A: Laticíferos no articulados (flechas) del tallo de Euphorbia tirucali. X125. B: Laticíferos articulados (L) de la 

hoja de Musa. Las pared transversal donde ocurren las articulaciones (flechas) no es visible. X450 (Micrografías tomadas de 
Mauseth J.D. Plant Anatomy, Menlo Park (Ca), Benjamin Cummings, 1988.) 
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que se encuentran las cactáceas, esterculiáceas y tiliá- 
ceas (Fig. 19.32.C). Los canales proceden de células del 
parénquima que se dividen para formar cordones de 
varias células de espesor. A este crecimiento esquizóge- 
no sigue un desarrollo lisígeno: las células se llenan de 
mucilago, que incluso impregna la pared, y degeneran, 
transformándose en una secreción holocrina que forma 
un conducto mucinoso. En la secreción del mucílago 
participa especialmente el complejo de Golgi, que se 
encuentra muy desarrollado. Las células parenquimáti- 
cas adyacentes reconstruyen de nuevo el conducto, 
transformándose en secretoras de mucílago (crecimien- 
to por reclutamiento). 


CONDUCTOS RESINÍFEROS 


Son conductos alargados, presentes en todos los órga- 
nos de las coníferas, donde está contenida la resina, 
que es una compleja mezcla en la que predominan los 
terpenos (Fig. 19.32.D). Estos conductos se forman por 
crecimiento esquizógeno: células secretoras, posible- 
mente derivadas del parénquima, se dividen y se abren 
paso, disponiéndose alrededor de un amplio espacio in- 
tercelular o lumen al que vierten su secreción. Las célu- 


las que forman estos conductos contienen muchos plasti- 
dios con pocas laminillas y abundante almidón. Cada 
plastidio está rodeado por una cisterna de retículo en- 
doplasmático, que es liso del lado del plastidio y rugoso 
del lado opuesto a éste. El complejo de Golgi, que no 
interviene en la formación de la resina, es poco abun- 
dante. 


BOLSAS 


Otros tejidos secretores internos que forman cavidades 
son las bolsas, que suelen contener aceites. El desarro- 
llo de algunas de estas bolsas es esquizógeno (bolsas 
esquizógenas) y el de otras, lisigeno (bolsas lisígenas). 
Estas últimas se constituyen inicialmente de un modo 
esquizógeno, a partir de grupos de células que sufren 
repetidas mitosis. Posteriormente, las células más cen- 
trales desaparecen al convertirse en secreción y queda 
constituida la bolsa lisigena. Un ejemplo de bolsa lisige- 
na se encuentra en los frutos de los cítricos. En algunos 
casos, la expansión de la bolsa no se produce por divi- 
sión de sus células, sino porque a medida que las célu- 
las centrales son lisadas, las células parenquimáticas 
adyacentes se convierten en secretoras. 
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Figura 19.32. A-B: Tinción inmunohistoquímica para la demostración de la enzima mirosinasa (flechas) en la semilla de 
Brassica napus. A: X75. B: X225. (Micrografías tomadas de Andreasson E, Jorgensen LB, Hóglund S, Rak L, Meijer J. Plant 
Physiology, 2001;127: 1750-1763.) C: Célula mucilaginosa (estrella) en el tallo de Euphorbia tirucali. X350. D: Sección 
transversal de hoja de pino (Pinus pinaster) que muestra una hipodermis esclerificada (H) y varios conductos resiníferos 
(R). Fucsina ácida-verde yodo. X175. E: Cavidad lisigena de secreción que contiene aceites (estrella) en la piel de naranja 


(Citrus). X225. (Las micrografías C y E se han tomado de Mauseth JD. Plant Anatomy. Menlo Park (Ca), Benjamin Cum- 
mings, 1988.) 
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EL CUERPO VECETATIVO 
DE LAS PLANTAS: 
TALLO, RAÍZ Y HOJA 


EL TALLO 


En la semilla en germinación, primero brota la raíz, y 
cuando ésta ha empezado a echar raíces de segundo or- 
den aparecen las hojitas. En la plántula primitiva se dis- 
tinguen (Fig. 20.1): 


1. El eje principal de la raíz, limitado por el cuello de 
la raíz (más angosto). 

2. El eje hipocotíleo, que se extiende desde el cuello 
de la raíz hasta el punto de inserción de los cotile- 
dones. Tiene importancia porque en él se produce 
la transformación de la estructura vascular alter- 
na, propia de la raíz, en la colateral del tallo. 

3. El tallo o eje principal. Al principio es sólo rudi- 
mentario y está formado por un conjunto de célu- 
las meristemáticas por encima de los cotiledones. 


La polaridad de una planta es muy estable. Las raí- 
ces y brotes apicales que pueden formarse a partir de 
fragmentos de tallo siempre se generan por sus extre- 
mos originales apical y basal. Este efecto parece que se 
debe a la distribución asimétrica de los canales iónicos 
y proteínas transportadoras en la membrana plasmáti- 
ca, que generan corrientes idnicas intracelulares. 

El brote apical, también llamado yema apical o ápice 
vegetativo, está formado por tejido meristemático (unas 
100 células), protegido por unas hojillas transformadas 
a modo de escamas, llamadas pérulas. En conjunto la 
forma es cónica, por lo que también se denomina cono 
vegetativo. La estructura del ápice vegetativo varía de 
unas plantas a otras y ha sido estudiada detenidamente 
al tratar de los meristemos (véase pág. 766). 

A diferencia de lo que ocurre en la raíz, los meriste- 
mos apicales del tallo dan también órganos laterales 
(hojas) y ramas. Sobre la yema apical hay protuberan- 
cias, que son rudimentos de hojas que se desarrollan 
de forma acrópeta (mayores conforme se alejan del ápi- 
ce) y permanecen aplicadas protegiendo la yema. Cuan- 
do estas hojas alcanzan cierto desarrollo, en la axila de 
cada una se forma otra yema, que puede permanecer 
así largo tiempo o comenzar a desarrollarse y dar lugar 
a una rama nueva en la que se formarán nuevas hojas 
con yemas axilares. 


El tallo y sus ramas crecen en longitud debido al de- 
sarrollo de la yema terminal, que va formando nuevos 
rudimentos foliares, pero también porque se alarga el eje 
debajo de la yema. Al ir creciendo, las hojas van quedan- 
do separadas por espacios desprovistos de ellas. El pun- 
to de unión de la hoja con el tallo se llama nudo. Entre 
cada dos nudos consecutivos está el entrenudo. Este 
progresivo distanciamiento de los nudos es tanto mayor 
cuanto más cercanos están los entrenudos del ápice, es 
decir, crecen más los entrenudos más jóvenes. El hecho 
se comprueba marcando el tallo con tinta china cada po- 
cos milímetros. Al cabo de un tiempo, las marcas que 
quedan más separadas entre sí son las más cercanas al 
ápice. Sin embargo, este fenómeno no es general, pues 
en las gramíneas la base del tallo crece bastante. Los en- 
trenudos crecen gracias a los meristemos intercalares, 
que son meristemos remanentes en la base de los entre- 
nudos. 

De esta manera, la estructura repetitiva nudo-entre- 
nudo es la unidad fundamental del tallo. Todo el tallo, 
con sus ramas y hojas, no es más que la repetición de 
esta estructura, y el crecimiento del tallo consiste en la 
formación de nuevas unidades nudo-entrenudo, en al- 
gunas de la cuales se formarán órganos reproductores. 
El proceso multiplicativo puede continuar indefinida- 
mente, aumentando así el porte de la planta. Este dise- 
ño repetitivo requiere que las células del meristemo 
apical sean capaces tanto de percibir su distancia y 
orientación con respecto al brote anterior como de dife- 
renciarse de modo apropiado. Las yemas que originan 
cada brote producen un morfógeno difusible que inhibe 
la formación del nudo siguiente hasta que el morfógeno 
deja de tener actividad a cierta distancia. 


A partir del grupo de células iniciales del ápice vegetati- 
vo, y a medida que van alejándose hacia las partes 
adultas del tallo, los tejidos alcanzan una diferenciación 
cada vez más precisa. La más simple expresión morfo- 
lógica de la organización de un tallo es la estructura pri- 
maria que, como ocurre generalmente en las monocoti- 
ledóneas, permanece inalterada durante toda la vida de 
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Figura 20.1. Representación de 
los componentes de una planta di- 
\ Monocotiledónea cotiledónea con raíz axonomorfa 
Caliptra Pelos radicales A y de una planta monocotiledónea 
i Dicotiledónea con raíz fasciculada en corona. 
XX 


la planta o bien, como ocurre en muchas dicotiledóneas 
y gimnospermas, se complica por interposición de nue- 
vos tejidos integrantes de la estructura secundaria. 

Desde el exterior al interior del tallo, encontramos 
los siguientes elementos: epidermis, corteza y cilindro 
central (Fig. 20.2). 


EPIDERMIS 


La epidermis proviene de la protodermis (capa superfi- 
cial del meristemo apical). Está formada por una o más 
capas de células muy rectangulares. Las paredes celula- 
res radiales suelen ser sutiles y las externas son de gro- 
sor variable y están provistas de cutícula, cuyo espesor 
también varía. En la epidermis suele haber estomas. En 
algunas especies, bajo la epidermis hay una capa celu- 
lar que difiere estructuralmente de la corteza, y que se 
denomina hipodermis. 


CORTEZA 


Debajo de la epidermis está la corteza, constituida por 
un número muy variable de capas de tejido fundamen- 
tal, sobre todo parénquima. En muchos tallos, cerca de 


la periferia puede encontrarse colénquima, que puede 
formar un anillo que envuelve todo el tallo (Fig. 20.2). 
En algunas plantas, como en Sonchus oleraceus, el tallo 
presenta unos salientes a modo de costillas que propor- 
cionan resistencia, y que están compuestos de tejido 
parenquimático y, sobre todo, colénquima. 

El parénquima cortical, y a veces el colénquima, sue- 
le ser rico en cloroplastos. Ambos tejidos constituyen 
en conjunto el clorénquima. En el parénquima las inclu- 
siones más frecuentes son almidón, taninos y cristales. 
Estas células que difieren de la que las rodean se deno- 
minan idioblastos. 

Puede haber también esclereidas y fibras. Estas ulti- 
mas suelen presentarse cerca de la periferia del tallo, 
sobre todo en las monocotiledóneas. Hay también lati- 
ciferos. 

En los tallos de plantas vasculares inferiores y en ta- 
llos subterráneos, la capa más profunda de la corteza es 
una verdadera endodermis (con estría de Caspary in- 
cluida), como la de las raíces (véase página 833), y deli- 
mita el tránsito al cilindro central. Como la mayoría de 
los tallos aéreos carecen de endodermis, la delimitación 
entre la corteza y el tejido vascular en los tallos es me- 
nos clara que en la raíz. En algunos tallos jóvenes de di- 
cotiledóneas la endodermis se carga de almidón, for- 
mando la vaina amilífera. 


CAPÍTULO 20: EL CUERPO VEGETATIVO DE LAS PLANTAS: TALLO, RAÍZ Y HOJA 


Trau’ _ => 
Seay Te rs - 5 
ALO A 


- 

+ 
se 
o a 


Figura 20.2. Corte transversal de tallo con estructura primaria (Aristolochia). Ca: cambium vascular. Ci: cambium interfasci- 
cular. Co: colénquima. E: epidermis. FE: fibras esclerenquimáticas corticales. Mf: metafloema. Mx: metaxilema. Pf: protofloe- 
ma. Px: protoxilema. PC: parénquima cortical. PM: parénquima medular. X250. (Tomado de Krommenhoek W, Sebus J, Van 
Esch GJ. Atlas de Histología Vegetal. Madrid, Marbán, 1986.) 
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La corteza se origina a partir del llamado meristemo 
fundamental, que se forma en el meristemo apical y re- 
cibe diferentes nombres (periblema, meristemo lateral, 
etc.) según la teoría histogenética correspondiente (véa- 
se página 766). 


CILINDRO CENTRAL 
Componentes 


El cilindro central está constituido fundamentalmente 
por el sistema vascular líbero-leñoso y por células pa- 
renquimáticas que rellenan todos los huecos entre sus 
componentes. A diferencia de las raíces, en el cilindro 
central de los tallos no suele haber una capa limitante 
externa de células parenquimáticas situada bajo la en- 
dodermis y denominada periciclo. 

La estructura primaria del tallo en los diversos gru- 
pos vegetales difiere sobre todo por el desarrollo del 
sistema vascular, del que dependen la distribución del 
agua y la conexión de hojas y tallo. Este sistema pre- 
senta caracteres propios en pteridofitas, monocotiledó- 
neas y dicotiledóneas y es el exponente más significati- 
vo del grado de evolución alcanzado por el vegetal. En 
cualquier caso está constituido por: 


1. Xilema: tráqueas, traqueidas, fibras del xilema y 
parénquima axial y radiomedular. 

2. Floema: tubos cribosos, células cribosas, células 
anexas, células albuminíferas, fibras liberianas y 
parénquima axial y radiomedular. 


Diferenciación del sistema vascular 


El sistema vascular del cuerpo primario del tallo se origi- 
na a partir del procambium. Este se aprecia ya en la zona 
más profunda del meristemo apical como cordones celu- 
lares que se tiñen intensamente (véase Fig. 17.1). Según 
la planta de que se trate, el procambium puede aparecer 
como (véase Fig. 17.11): 


1. Un cilindro hueco (un anillo continuo al corte trans- 
versal), concéntrico con el que forma la superficie 
del tallo y situado internamente y a cierta distancia 
de ésta. 

2. Un sistema de cordones paralelos al eje longitudi- 
nal del tallo (varios puntos o pequeños círculos al 
corte transversal) que, en conjunto, pueden for- 
mar un cilindro discontinuo o una serie de cordo- 
nes dispersos. 


El procambium se diferencia en sentido acrópeto 
(desde el eje de la planta hacia fuera) en los brotes de 
las ramas que se encuentran a poca distancia del ápice 
caulinar, y en sentido basípeto en los brotes de las ra- 
mas que están alejados del ápice. En los primordios de 
las hojas la diferenciación del procambium es siempre 
acrópeta. 

El cilindro de procambium o cada cordón procambial 
se diferencian pronto en protoxilema y protofloema. En 


los tallos que desarrollarán posteriormente crecimiento 
secundario, y también en muchos de los que sólo tie- 
nen estructura primaria, el protofloema queda por fuera 
del protoxilema, que por consiguiente ocupa la posi- 
ción más interna de los elementos vasculares. Esta dife- 
renciación de ambos componentes vasculares no se 
produce simultáneamente. El protofloema se diferencia 
antes que el protoxilema, de tal forma que, si se practi- 
can cortes transversales seriados, en un corte próximo 
al ápice sólo se observa el procambium; en otro algo 
más alejado se encuentran procambium y protofloema 
y finalmente en un corte aún más distante ya se obser- 
van protoxilema y protofloema (Fig. 20.3). El procam- 
bium permanece entre ambos componentes vasculares 
para ir formando el metaxilema y el metafloema. 

En la mayoría de los tallos, el xilema se diferencia de 
forma centrífuga, es decir, los elementos más maduros 
quedan en posición más próxima al procambium que 
los más inmaduros (véanse Figs. 18.17.C y 18.19.A). Es- 
te crecimiento se denomina endarco. Los elementos 
primarios (protoxilema) se sitúan del lado más cercano 
al eje del tallo; los elementos formados posteriomente 
(metaxilema) se colocan en posición más periférica que 
el protoxilema, dispuestos en filas centrífugas y de cali- 
bre cada vez mayor. El crecimiento endarco se opone al 
exarco (propio de las raíces), en el que el protoxilema 
queda en posición más periférica que el metaxilema 
(véase Fig. 18.17.A), y al crecimiento mesarco (poco fre- 
cuente), en el que el metaxilema se forma en ambas di- 
recciones. 

El floema se diferencia centripetamente, quedando 
el metafloema en posición más interna que el protofloe- 
ma (véanse Figs. 18.17.C y 18.19.A). 

En las plantas sin crecimiento secundario, el pro- 
cambium se agota con la última capa de metaxilema y 
metafloema. En las que tienen crecimiento secundario, 
entre el metaxilema y metafloema quedan células me- 
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Figura 20.3. Diferenciación de los componentes vascula- 
res en el tallo. 
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ristemáticas, posiblemente derivadas del procambium, 
que constituyen ahora el cambium vascular, el cual po- 
sibilitará el desarrollo vascular secundario. 


Distribución del sistema vascular 


Una vez diferenciado el tejido vascular, éste se dispone 
de acuerdo con la distribución que tenía el procam- 
bium, dando lugar a: 


1. Un cilindro hueco, rodeando al parénquima fun- 
damental, que queda en el centro del tallo y reci- 
be el nombre de parénquima medular o médula. 
Es la disposición más frecuente en gimnospermas 
y dicotiledóneas (Fig. 20.4.A). Si no hay médula, el 
espacio que correspondería a ésta es ocupado tam- 
bién por vasos, y el sistema vascular forma enton- 
ces un cilindro sólido. 

2. Varios haces (derivados de los cordones procam- 
biales) que pueden disponerse de dos formas: 


— Alrededor de la médula formando un anillo dis- 
continuo. Estos haces quedan separados entre sí 
por parénquima, que se denomina interfascicular 
y es continuo con el de la médula (Fig. 20.4.B). 

— Sin orden aparente, entremezclados con la mé- 
dula. Esta disposición es frecuente en los tallos 
de las monocotiledóneas (Fig. 20.5). 


El parénquima medular puede tener cloroplastos o 
amiloplastos. Algunas de estas células pueden contener 
también cristales y taninos; serían idioblastos. Entre las 
células de la médula puede haber esclereidas. 


Tipos de haces vasculares 


En gimnospermas y dicotiledóneas con crecimiento se- 
cundario, el cilindro vascular (o cada haz vascular se- 
gún la planta) es del tipo colateral abierto, porque entre 
las zonas liberiana y leñosa se intercalan algunas célu- 
las que conservan el carácter meristemático y forman el 
cambium vascular (véase Fig. 18.17.C). 

En algunas dicotiledóneas sin crecimiento secunda- 
rio y en ciertas monocotiledóneas, los haces vasculares 
son del tipo colateral cerrado, esto es, con el líber y el 
leño en contacto inmediato, sin cambium vascular y, 
por tanto, sin capacidad de modificar la estructura pri- 
mitiva (Fig. 20.5.B y véase Fig. 18.17.B). 

En otras monocotiledóneas cada haz es perixilemático o 
anfivasal, con el leño rodeando al líber (véase Fig. 18.18.C). 

En las cucurbitáceas y solanáceas los haces son del 
tipo bicolateral, esto es, con líber por fuera y por dentro 
y el leño en medio (véase Fig. 18.18.A). 

En los helechos el haz vascular es concéntrico peri- 
floemático o anficribal, con el liber rodeando al leño 
(véase Fig. 18.18.B). 

En los tallos de las licopodiáceas la disposición es ra- 
dial: en cruz el leño y en los huecos el líber (como en las 
raíces) (véase Fig. 18.17.A). 


Trayecto de los haces vasculares en el tallo. 
Rastro foliar 


Los tallos están atravesados por haces conductores que 
forman una red tubular muy extensa. Transportan líqui- 
dos desde la raíz hasta las hojas. Si se destruye el pa- 
rénquima sin destruir los elementos vasculares, se pue- 
de ver el trayecto de éstos y cómo se distribuyen por 
ramas y hojas. En las pteridofitas, los haces que van por 
el eje del tallo sin entrar en las hojas se llaman caulina- 
res, mientras que los que sólo están en hojas se deno- 
minan foliares. Estos últimos se extienden por toda la 
hoja desde el pecíolo para unirse al de la rama, de es- 
tructura diferente. En las espermatofitas los haces cauli- 
nares pasan a las hojas directamente o, con más fre- 
cuencia, después de desdoblarse. Los términos haces 
comunes, trazos, o rastros foliares designan el comple- 
jo de haces vasculares que inervan la hoja y se unen al 
tallo con los de otras hojas. 

En Juniperus communis (conífera), que tiene las ho- 
jas por verticilos de tres, cada uno posee un solo haz 
vascular que penetra en el tallo, desciende a lo largo de 
él un corto trecho y luego se desdobla en dos ramitas 
que se unen a su vez con el rastro foliar de las hojas del 
verticilo inferior, el cual alterna con el superior. Siguien- 
do este nuevo rastro, se aprecia que se comporta de 
manera idéntica al anterior (Fig. 20.6.A). La misma orga- 
nización muestran los equisetos. 

En las labiadas (dicotiledóneas), como Mentha cervi- 
na, cada hoja recibe sólo un haz, formado por la unión 
de dos que se unen exctamente al entrar en la hoja. Los 
haces principales cursan paralelos al eje caulinar y, en 
cada verticilo, producen una rama que se une a la del 
haz vecino en el punto de entrada a la hoja (Fig. 20.6.B). 

En otras dicotiledóneas el trayecto de los haces es 
más complejo: los rastros foliares constan de tres haces 
que enlazan con otros mediante bifurcaciones y trifur- 
caciones. 

En casi todas las monocotiledóneas hay muchos ha- 
ces en cada hoja, desigualmente desarrollados a partir 
del que ocupa la línea media de la hoja. Estos haces en- 
tran en el tallo describiendo una curva muy convexa y 
penetran mucho en el parénquima fundamental. Luego 
el curso se hace oblicuo, inclinado hacia la periferia 
(Fig. 20.6.C). Los haces más gruesos penetran más pro- 
fundamente en el tallo, de modo que en un corte trans- 
versal aparecen esparcidos por todo el tallo, aunque 
son más numerosos por la periferia. Los rastros foliares 
permanecen independientes por espacio de algunos en- 
trenudos y después se unen entre sí. 


DESARROLLO SECUNDARIO EN , 
LAS GIMNOSPERMAS Y DICOTILEDONEAS 


El desarrollo de las cormofitas, que tiende a aumentar el 
número de hojas, trae como consecuencia la necesidad 
de adecuar las vías conductoras y el aparato absorbente 
a las necesidades del follaje. La zona meristemática per- 
manece en los ápices vegetativos radical y caulinar, por 
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Figura 20.4. A: Sección transversal de tallo de Salvia que muestra la disposición en anillo continuo del sistema vascular. 
X125. B: Sección transversal de tallo de girasol (Helianthus) que muestra un sistema vascular en varios cordones unidos por 
cambium interfascicular (flecha). X70. Co: colénquima. E: epidermis. Fe: fibras esclerenquimáticas. F: floema. PC: parénquima 
cortical. PM: parénquima medular. X: xilema. (Tomado de Krommenhoek W, Sebus J, Van Esch GJ. Atlas de Histología Vegetal. 
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Figura 20.5. A: Sección transversal de un tallo (T) de maíz (Zea mays) y de la vaina (V) de la hoja enrollada alrededor del tallo 
que muestra numerosos haces vasculares (cabezas de flechas) distribuidos por todo el tallo. X60. B: Detalle de parte del tallo (T) 
y de la vaina (V) que muestra haces colaterales del tipo abierto. X: xilema. F: floema. A y B: Fucsina ácida-verde yodo. X175. 
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lo que continúan alargándose el tallo y la raíz pero, ade- 
más, en las plantas con crecimiento secundario (dicotile- 
dóneas y gimnospermas), a todo lo largo del tallo, en la 
zona comprendida entre el leño y el liber permanecen cé- 
lulas meristemáticas provenientes del procambium que 
forman el cambium. Por segmentaciones sucesivas, este 
meristemo produce leño por la parte del eje del tallo y el 
líber hacia el exterior, determinando el crecimiento se- 
cundario del tallo, que produce un aumento en espesor 
de éste. 


Actividad del cambium 


El cambium vascular, los tipos de células que compren- 
de y su actividad se han estudiado detenidamente (véa- 
se pág. 769). 

Las células cambiales originan líber hacia fuera del 
cambium y leño hacia dentro (véanse Figs. 17.12, 18.17.C 
y 20.2). Los últimos elementos liberianos y leñosos forma- 
dos están en contacto con el cambium. Al principio, las cé- 
lulas producidas por el cambium son iguales, indiferencia- 
das. Luego, al alejarse del cambium, se convierten en 
tejidos definitivos, transformándose en elementos vascu- 
lares, parenquimáticos, liberianos, fibrosos, etc. El cam- 
bium tiene dos tipos de células (véanse Figs. 17.14, 18.9 y 
18.10): 


1. Iniciales fusiformes. Originan todos los elementos 
orientados verticalmente en el sistema vascular 
del tallo, tanto los componentes vasculares (trá- 
queas y traqueidas del xilema, tubos cribosos con 
sus células anexas y células cribosas con sus célu- 
las albuminíferas del floema), como también las 
fibras esclerenquimáticas y el parénquima axial 
que acompañan a los componentes vasculares. 

2. Iniciales radiales. Son de dos tipos: procumbentes 
y verticales. Originan las células del parénquima 
radiomedular de igual denominación. 


En los tallos con varios haces vasculares separados 
por parénquima, el cambium puede extenderse no sólo 
a través de los haces, sino también a través del parén- 


quima comprendido entre ellos. Este cambium compren- 
dido entre los haces se designa con el nombre de cam- 
bium interfascicular, y su origen parece estar en las cé- 
lulas del parénquima (véanse Figs. 20.2 y 20.4.B). 


Disposición de los haces vasculares 


Debido a la actividad del cambium vascular —y en su 
caso, del interfascicular—, se forma el sistema vascular 
secundario, que irá aumentado cada año. Si el sistema 
vascular primario constituía un cilindro compacto (un 
anillo continuo al corte transversal), el secundario man- 
tiene esta forma, limitándose a agrandar el anillo. En las 
plantas cuyo sistema vascular primario consistía en ha- 
ces separados que en conjunto describían un cilindro, el 
sistema vascular secundario puede resultar de dos for- 
mas diferentes: 


1. Haces separados por parénquima (discontinuo), 
manteniéndose la estructura del sistema vascular 
primario (disposición poco frecuente). 

2. Un cilindro continuo, debido a que el cambium in- 
terfascicular forma xilema y floema. Es lo más fre- 
cuente (Figs. 20.7 y 20.8). 


Estructura del xilema secundario 


Dicotiledóneas 


Al leño primario, con traqueidas y tráqueas de tipo ani- 
llado y helicoidal, le sigue el secundario, en el que los 
vasos que acompañan a las traqueidas son del tipo 
punteado y reticulado. Estos vasos son aptos para el 
transporte de líquidos, pero a pesar de tener la pared 
engrosada su resistencia mecánica no es muy grande. 
Por eso se añaden las fibras de leño. Los elementos vi- 
vientes son los del parénquima axial y radiomedular del 
xilema (véanse Figs. 18.9 y 18.19). 

Se observan los círculos de crecimiento anuales debi- 
dos a que el leño de primavera alcanza mayor desarrollo 
que el de verano (Fig. 20.7.A). La estructura del leño es 
muy diferente en las distintas familias. A eso se deben los 
caracteres mecánicos diversos de la madera, según que 
en ella predominen los elementos vasculares (blandos) o 
los fibrosos (maderas duras). Las plantas de terrenos se- 
cos tienen la madera muy dura. 

Todos los elementos integrantes del leño derivan del 
cambium por segmentaciones tangenciales. En su cre- 
cimiento en longitud las células se insinúan entre las ve- 
cinas (crecimiento por intususcepción), aumentando la 
densidad celular por superficie. 

El transporte de líquido es mayor en el leño de prima- 
vera del último año; en el leño de años anteriores ha 
menguado mucho o se anula. En las plantas que crecen 
durante muchos años, a medida que se va formando 
anualmente nuevo xilema, la función del xilema de años 
anteriores queda disminuida o anulada. En general, si el 
clima es benigno las tráqueas y traqueidas son funciona- 
les entre cinco y diez años, y su pérdida de funcionalidad 
es progresiva, es decir, cada año aumenta el número de 
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Figura 20.7. A: Sección transversal de un tallo secundario de Tilia que muestra los anillos de crecimiento anual (barras blan- 
cas) del xilema. En el floema (F), los estratos alternantes de los componentes cribosos, parénquima y fibras forman grupos cu- 
neiformes separados por parénquima (P). C: cambium vascular. S: súber. X125. (Micrografía de Indigo Instrumens). B: Sección 
transversal de un tallo de pino teñida con fucsina ácida-verde yodo. Se observa el cilindro central que muestra el floema (aste- 
risco), el cambium vascular (C), y el xilema (estrella). En éste se distingue el leño de primavera (LP) del leño de verano (LV), 
cuyos vasos son de menor diámetro. R: conducto resinífero. X250. C: Detalle del xilema de la figura anterior que muestra tra- 
queidas del radio medular (estrella). X750. (Cortesía de B. Román). 
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Figura 20.8. Esquema del cre- 
cimiento secundario del tallo de 
gimnospermas y dicotiledóneas. 


vasos que han perdido su función al producirse émbo- 
los. Los componentes del xilema se oscurecen tras la 
muerte, adquiriendo colores rojos o negros debido al de- 
pósito de lignina y polifenoles. Esta zona, que sólo tiene 
función mecánica, se llama duramen o corazón. Algunas 
de sus células se impregnan de taninos (para resistir los 
ataques de hongos), de carbonato cálcico o de sílice. Lo 
que no es el corazón se llama a/bura (más blanca). No en 
todas las plantas se distinguen bien ambas zonas. 

En algunas familias, el leño secundario está atrave- 
sado por tubos laticíferos y en otras (leguminosas) por 
células oxaliciferas. 

En algunas plantas, la función mecánica es sustitui- 
da por la de reserva, y el parénquima del leño puede ser 
acuífero (tallos suculentos) o reservante de materias 
amiláceas. 


Gimnospermas 


El leño está constituido por traqueidas y radios medula- 
res. Faltan, por tanto, las tráqueas, el parénquima axial 
y las fibras (Figs. 20.7.B y 20.7.C y véase Fig. 18.10). 

Las traqueidas tienen paredes celulares gruesas y 
punteaduras areoladas. Se disponen desordenadamen- 
te o en filas radiales. A simple vista se perciben círculos 
concéntricos de leño debido al desarrollo desigual de 
las traqueidas en las diversas estaciones (Fig. 20.7.B). 
Entre las traqueidas se observan canales resiníferos ro- 
deados por células secretoras de pared sutil. 


Círculos de crecimiento 


El leño que se desarrolla en primavera, durante la pro- 
ducción de hojas nuevas, es de grandes vasos en las di- 


cotiledóneas y de amplias traqueidas en las coníferas. 
El que se forma en verano (en el clima mediterráneo, en 
agosto) es más resistente, pero sus elementos con- 
ductores son de menor calibre: vasos pequeños, mayor 
número de traqueidas y gran abundancia de elementos 
fibrosos en las dicotiledóneas, y traqueidas pequeñas 
de paredes más engrosadas en las gimnospermas. La 
alternancia del leño de primavera y el de verano da lu- 
gar a los llamados círculos de crecimiento; cada círculo 
representa un año de vida (Figs. 20.7.A y 20.8). 

En las coníferas se ven bien los círculos (Fig. 20.7.B 
y véase Fig. 18.10). En algunas dicotiledóneas también 
se distingue bien el leño de primavera del tardío por el 
diámetro de los vasos (mucho mayor en primavera), 
por lo que se les llama maderas con anillos porosos 
(Fig. 20.7.A). En otras dicotiledóneas es mucho más di- 
fícil distinguirlos, pues apenas hay diferencias en el 
diámetro de los vasos (maderas con poros difusos). En 
general, se considera que las especies con anillos poro- 
sos son más evolucionadas que aquellas que presen- 
tan poros difusos. 

Las diferencias en los círculos de crecimiento están en 
relación con los siguientes factores: 1) el clima; así, las 
diferencias son más acusadas en los climas con variacio- 
nes estacionales pronunciadas; 2) la humedad: en terre- 
nos secos los círculos se desarrollan menos que en los 
húmedos; 3) la especie; y 4) la edad de la planta, ya que 
las plantas jóvenes producen más leño que las viejas. 


Tílides 


Cada elemento de tráquea y cada traqueida se hallan 
circundados por un anillo de células parenquimáticas 
que intervienen en el ascenso de la savia. Esas células 
comunican con la cavidad del vaso por las punteaduras 
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de las paredes. Durante el otoño y el invierno, el cito- 
plasma de la célula parenquimática penetra en el inte- 
rior de los vasos que han dejado de ser funcionales a 
través de las comunicaciones entre ambos tipos celula- 
res, dando lugar a pequeñas hernias llamadas tílides 
(véase Fig. 18.8). 


Estructura del floema secundario 


El líber secundario se produce a partir del cambium ha- 
cia el interior de los haces liberianos primarios (véanse 
Figs. 18.19, 20.7.A y 20.8). Comprende los componentes 
vasculares (tubos cribosos con sus células anexas, más 
células cribosas con sus células albuminíferas en las an- 
giospermas, o sólo células cribosas con sus células al- 
buminíferas en las gimnospermas), parénquima liberia- 
no (células que se cargan de almidón o de sustancias 
proteicas), fibras liberianas y esclereidas. Además, hay 
radios medulares (multiseriados en las dicotiledóneas y 
uniseriados en las gimnospermas) y células cristalífe- 
ras, secretoras y taníferas. El líber constituye la parte 
principal de la corteza, y se encuentra atravesado a me- 
nudo por el sistema laticifero y por células cristaliferas. 

Las fibras pueden dar una configuración peculiar al 
liber en algunas plantas. En Tilia los estratos de compo- 
nentes cribosos, parénquima y fibras se superponen: al 
estrato de fibras le sigue un estrato de tubos cribosos, a 
éste otro de parénquima, a éste otro de fibras y así su- 
cesivamente. En algunas plantas se forman siempre du- 
rante cada período vegetativo dos estratos de fibras, lo 
que permite calcular la edad de la planta; en otras plan- 
tas se produce un solo estrato o ninguno; en otras, pa- 
rénquima y líber; en otras, por último, puede ocurrir 
que los componentes cribosos se hallen irregularmente 
distribuidos entre el parénquima. 

En el leño la producción a partir del cambium cesa 
en época fija, pero en el líber continúa mientras lo per- 
mita el clima. 

Como el liber ocupa una posición más externa que el 
leño, sufre profundas transformaciones debido a la pre- 
sión ejercida por el leño en expansión (Fig. 20.8). Por 
ello, la estructura normal sólo se observa en el líber 
más reciente. Los componentes cribosos que dejan de 
funcionar al cabo de uno o dos años quedan aplastados 
y son sustituidos por el parénquima liberiano, especial- 
mente por el que contiene almidón. 

En algunos casos el líber que deja de ser funcional 
se mantiene, pero con el crecimiento del tallo es despla- 
zado hacia el exterior, desgarrándose con la corteza 
(Fig. 20.8). Este desplazamiento se puede seguir en 
Tilia, donde los estratos alternantes de componentes 
cribosos, parénquima y fibras forman un anillo conti- 
nuo y, al ser empujados al exterior, se abren separándo- 
se en grupos cuneiformes, debido a la formación del 
denominado parénquima de dilatación a partir de los 
radios medulares (véase Fig. 20.7.A). 


Radios medulares 


A medida que va engrosando el sistema vascular, al ir 
aumentando su circunferencia, los primitivos radios ra- 


dios medulare se van alargando, extendiéndose por to- 
do el espesor de este sistema (véanse Figs. 18.9, 18.10 y 
18.19.A). Como a medida que crecen los radios sus ex- 
tremos externos divergen cada vez más, cada año se 
forma en los huecos nuevos radios que ocupan sólo el 
leño y el líber formados ese año. De este modo, es posi- 
ble distinguir en qué momento se inició la formación de 
cada radio, porque los que se inician cada año son más 
cortos que los del año precedente. Sólo los radios más 
antiguos se extienden en todo el espesor del sistema 
vascular (Fig. 20.8). 

En la zona liberiana, los radios son más anchos que 
en el leño, y sus células comunican con los tubos cribo- 
sos mediante campos de poros. En el leño los radios 
son más estrechos, establecen pocas comunicaciones 
con las tráqueas y traqueidas y sirven sobre todo para 
el transporte de materiales. 

En las gimnospermas los radios medulares son unise- 
riados, y en el leño se observan zonas rectilíneas brillan- 
tes (el espejuelo de algunas maderas) (véase Fig. 20.7.B). 
De su tamaño y coloración depende su valor comercial. 
En las coníferas hay dos tipos de radios: 1) radios forma- 
dos exclusivamente por células parenquimáticas cuyas 
paredes se lignifican en muchas coníferas aunque man- 
tienen su citoplasma vivo; y 2) células parenquimáticas 
combinadas con un tipo celular especial llamado traquei- 
da del radio, que se distingue porque sus células mues- 
tran paredes secundarias lignificadas con punteaduras 
areoladas y mueren tras madurar. Estas paredes pueden 
mostrar también engrosamientos con formas variables 
que se proyectan hacia la luz. Las traqueidas del radio se 
disponen entremezcladas con las células parenquimáti- 
cas O alineadas formando filas que delimitan por arriba o 
por abajo el radio (véanse Figs. 18.10 y 20.7.C). 

La función de los radios es múltiple: recogen materia- 
les del líber y los acarrean hacia el parénquima del leño o 
a las células del parénquima medular, que desempeñan 
el papel de órganos reservantes durante el período de re- 
poso. Al reanudarse la actividad, los materiales almace- 
nados se disuelven y los productos solubles son cedidos, 
a través de los radios, a los vasos leñosos ascendentes, 
cargándose el agua de azúcares a medida que asciende. 


Desarrollo de la corteza 


En el crecimiento secundario, junto con el desarrollo del 
sistema vascular se da también un aumento del espesor 
de la corteza del tallo (véanse Figs. 20.7.A y 20.8). Este 
aumento implica la sustitución de la epidermis por sú- 
ber, y se debe al meristemo secundario denominado fe- 
lógeno, que produce súber hacia fuera y parénquima 
(felodermis) hacia dentro. De este desarrollo se ha trata- 
do al estudiar la peridermis (véanse Figs. 19.19 y 19.21). 


CRECIMIENTO SECUNDARIO EN 
LAS MONOCOTILEDONEAS 


Son relativamente escasas las monocotiledóneas que tie- 
nen desarrollo secundario. Entre las especies con este 
crecimiento mejor estudiadas están Dracaena, Cordyline, 
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Figura 20.9. Esquema que muestra el desarrollo secundario del tallo de monocotiledóneas a partir de una zona cambial de 


B Formación de una zona cambial cortical profunda 
y de una zona felogénica 
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Aloe, Yucca y Aphyllantes; en estos casos, el desarrollo se 
aparta del modelo de las gimnospermas y dicotiledóneas, 
pues se mantiene la organización de la estructura prima- 
ria y no se observa una zona cambial bien definida. Este 
crecimiento se denomina secundario difuso. 

La estructura primaria de estos tallos de monocotile- 
dóneas muestra un sistema vascular en haces disemina- 
dos entre el parénquima por todo el cilindro central (véa- 
se Fig. 20.5). Los haces son de los tipos colateral abierto o, 
más frecuentemente, concéntrico perixilemático. En cual- 
quier caso, no hay cambium vascular ni interfascicular. 

La zona generatriz del engrosamiento del tallo se lo- 
caliza por fuera del cilindro central, en la corteza. Este 
meristemo secundario produce un gran número de cé- 
lulas (Fig. 20.9), algunas de las cuales forman haces 
vasculares hacia el interior del tallo. Estos haces son del 
mismo tipo que los primarios (concéntrico, perixilemá- 


La raíz es la primera de las partes embrionarias que bro- 
ta de la semilla. Carece de yemas y apéndices foliares, 
tiene forma alargada y geotropismo positivo, fija la 
planta al sustrato y absorbe alimentos en disolución. Al- 
gunas de sus zonas reciben un nombre especial, como 


LA RAÍZ 


tico, por ejemplo). Otras células derivadas del meriste- 
mo secundario se transforman en parénquima, que ro- 
dea los haces vasculares y rellena todos los huecos en- 
tre ellos, permitiendo que el tallo mantenga la forma 
cilíndrica al ir creciendo. Parte del parénquima situado 
alrededor del haz conductor suele lignificarse para so- 
portar un gran crecimiento. También se forman algunas 
células parenquimáticas por fuera de los nuevos haces 
vasculares, aumentando el parénquima fundamental, 
aunque la actividad de la zona generatriz es más inten- 
sa en la zona interna del tallo. En el exterior del parén- 
quima cortical se establece una zona felogénica que for- 
ma un estrato suberoso (véase pág. 838). 

La actividad de estos meristemos secundarios puede 
durar mucho tiempo. Algunas de estas monocotiledó- 
neas (como las palmeras) figuran entre las plantas de 
mayor longevidad conocida. 


el ápice, que está recubierto por varias capas de células 
protectoras que, en conjunto, forman la caliptra, cofia o 
pilorriza. Otra zona importante es la zona pilífera, que 
sigue inmediatamente al ápice y se caracteriza por estar 
recubierta por pelos radicales. También está el eje hipo- 
cotíleo, que es la transición del tallo al cuello de la raíz 
(véase Fig. 20.1). 
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El alargamiento de la raíz tiene lugar en la región subapi- 
cal, justo bajo la caliptra, en una zona cuya longitud ini- 
cial no es superior a un centímetro. El resto de la raíz no 
crece mucho. Marcando con tinta china rayas equidistan- 
tes a lo largo de una raíz joven, las rayas que más se se- 
paran con el crecimiento son las subapicales; en cambio, 
las más cercanas al tallo se separan mucho menos. Ex- 
perimentalmente, en condiciones en las que la raíz pue- 
de moverse con libertad, se ha visto que durante el alar- 
gamiento el ápice radical realiza movimientos de 
circunmutación, pero más modestos que en los tallos, 
sin exceder los dos o tres centímetros de diámetro. 

Al alargarse, la raíz adquiere forma cilíndrica y se 
convierte en la raíz principal. De ella se separan las raí- 
ces secundarias de primer orden. Éstas se disponen 
perpendiculares a la principal y forman hileras longitu- 
dinales (de tres a seis hileras en las angiospermas). A 
su vez, las raíces de primer orden originan otras raíces 
de segundo orden, que no suelen ser perpendiculares a 
las de primer orden. Puede haber varios órdenes más, 
en los que las raíces tampoco se disponen perpendicu- 
larmente a las del orden antecesor. 

Si la raíz principal es considerablemente más larga 
que la secundaria, se dice de estas plantas (pino, trébol) 
que tienen una raíz axonomorfa. Esta raíz se convierte a 
veces en reservante (remolacha, rábano) y la absorción 
de agua queda a cargo de las raíces secundarias. Otras 
veces las raíces secundarias crecen más que la primaria y 
la raíz se denomina fasciculada (Ricinus) (véase Fig. 20.1). 
En las gramíneas cesa el crecimiento de la primaria y cre- 
cen las secundarias, que forman una corona. 

Las raíces adventicias de algunas plantas no nacen 
de la raíz sino del tronco, las ramas o las hojas. Se con- 
siguen si se mantiene una rama en agua. De modo na- 
tural se encuentran en Ficus religiosa, de cuyas ramas 
nacen raíces epígeas (aéreas) que se hunden en el suelo 
y sostienen la planta. Lo mismo ocurre en plantas con 
ramas rastreras. En rizomas y estolones se forman raí- 
ces adventicias en la cara ventral. En general, cualquier 
parte de un tallo puede formar raíces adventicias si se 
entierra. En esta capacidad se fundan las prácticas de 
estacas (se corta una rama que se introduce en tierra) 
y acodes (se introduce en tierra una rama, pero no se 
corta del tallo hasta que no ha dado raíces). Las raíces 


adventicias proporcionan sostén y aumento de la su- 
perficie de absorción de agua. 


La raíz se desarrolla a partir de las células iniciales, las 
cuales, al dividirse en los tres planos posibles (transver- 
sal, radial y periclinal), originan todos los tejidos. Ya he- 
mos expuesto las diferentes teorías sobre el desarrollo 
de las células meristemáticas: célula inicial tetraédrica, 
los tres histógenos (dermatógeno, periblema y plero- 
ma), túnica-corpus y el grupo de células madre iniciales 
y sus derivadas. En el caso de la raíz, hay que tener en 
cuenta que existe un tejido más que en el tallo: la calip- 
tra (véase Fig. 17.2.A). 

En criptógamas vasculares, como los helechos, hay 
una única célula inicial, de forma tetraédrica, con la ba- 
se paralela a la superficie apical. Igual que en el tallo, 
esta célula inicial se divide en planos paralelos a las ca- 
ras, siguiendo un orden sucesivo. A diferencia del tallo, 
aquí se divide también la cara basal del ápice. Ésta pro- 
duce la caliptra, con capas superpuestas de células cu- 
puliformes. Las otras tres caras forman la porción exter- 
na de la corteza, la porción interna de la corteza y la 
capa vascular, situada en profundidad, que forma la es- 
tela vascular. La epidermis se origina a partir de la capa 
celular más externa de la corteza externa (véanse Figs. 
17.6.B y 17.7). 

En aquellas fanerógamas a las que es aplicable la 
teoría de los tres histógenos, hay tres capas de células 
iniciales o, al menos, tres células iniciales. La capa más 
interna da lugar al cilindro central vascular, la capa me- 
dia origina la corteza y la capa más externa forma la ca- 
liptra (véanse Figs. 17.6.C y 17.8). Las diferencias entre 
unas plantas y otras afectan al origen de la epidermis. 
En las monocotiledóneas la epidermis se origina del es- 
trato más externo de la corteza (como en las criptóga- 
mas vasculares) y no de la capa más externa de células 
meristemáticas, que se transforma íntegramente en la 
caliptra y por eso se denomina caliptrógeno. En las dicoti- 
ledóneas y gimnospermas la epidermis deriva, junto con 
la caliptra, de la capa más externa de células meristemáti- 
cas, que en este caso se suele llamar dermatógeno. 

Algunos autores han concedido especial importancia 
a las células iniciales meristemáticas situadas en posi- 
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Figura 20.10. A: Componentes 
anatómicos del ápice de la raíz. 
B: Posición de los amiloplastos 
en la caliptra situada verticalmen- 
te. C: Posición de los amiloplas- 
tos en la caliptra situada horizon- 
talmente. 
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ción más apical (bajo la caliptra), a las que han designa- 
do con el término centro quiescente (Fig. 20.10.A). Estas 
células presentan núcleos y nucléolos pequeños y son 
pobres en mitocondrias, retículo endoplasmático rugo- 
so y ribosomas. La concentración de DNA, RNA y pro- 
teínas es menor que en el resto del ápice. A diferencia 
de las células meristemáticas del ápice, que se dividen 
continuamente, las del centro quiescente no se dividen 
o lo hacen diez veces menos que las células meristemá- 
ticas, lo que se demuestra por su escasa síntesis de 
DNA (no incorporan timidina tritiada). Se desconoce 
con exactitud su función. Se ha sugerido que constitu- 
yen una reserva de células meristemáticas mantenidas 
en el período G; del ciclo celular. También se ha supues- 
to que pueden sintetizar fitohormonas que controlan la 
división celular. Un dato experimental que sugiere posi- 
bles funciones de estas células es su capacidad tanto 
para repoblar la población de células meristemáticas 
iniciales cuando todas son destruidas por radiación, co- 
mo para regenerar la caliptra cuando ésta es suprimida. 


CALIPTRA (COFIA O PILORRIZA) 


La caliptra está constituida por varios estratos de células 
de tipo parenquimático que recubren el ápice de la raíz, 
donde alcanza su máximo espesor (Fig. 20.10.A y véase 
Fig. 17.2.A). Estas células producen una secreción muci- 
laginosa rica en fucosa, sintetizada por el complejo de 
Golgi sin intervención del retículo endoplasmático rugo- 
so, pues no hay proteína en la secreción (Fig. 20.11). El 
complejo de Golgi forma dictiosomas dilatados, repletos 
de la secreción mucosa. De los dictiosomas surgen vesí- 
culas grandes con contenido denso, las cuales se fusio- 
nan a la membrana plasmática y liberan la secreción, 
que impregna la pared celular y se acumula entre ésta y 
la membrana plasmática. La pared celular, primaria y po- 
co gruesa, experimenta así un proceso de gelificación; 
las células mueren y se desprenden en los estratos exter- 
nos, de modo que la raíz puede seguir creciendo entre 
estas masas celulares mucilaginosas, que ejercen sobre 
las células en crecimiento un efecto lubrificante, evitando 
el contacto directo de las paredes celulares de la raíz con 
el suelo y, por tanto, las lesiones celulares. En el mucíla- 
go viven microorganismos que inducen a la caliptra a se- 
gregar más mucilago o que lo segregan ellos mismos, ya 
que en cultivos estériles las raíces muestran menor se- 
creción de mucílago. Se piensa que esos microorganis- 
mos ayudan también al crecimiento de la raíz segregan- 
do hormonas o nutrientes para ésta o facilitando que la 
raíz incorpore del suelo iones como el PO,” y el K* al ha- 
cerlos más difusibles. 

La caliptra intervienen en el geotropismo positivo de 
la raíz: si se suprime la caliptra la raíz crece, pero no se 
orienta hacia el centro de la tierra. En relación con este 
hecho está la presencia de numerosos amiloplastos con- 
centrados en la parte más profunda (la más apical, tenien- 
do en cuenta que el ápice es la más profunda) de cada 
una de las células que forman la columna central (colu- 
mela) de la caliptra. Estos amiloplastos se denominan es- 


tatolitos y están muy cargados de almidón, el cual mues- 
tra un aspecto diferente al de los amiloplastos del resto 
de las células de la planta: son gránulos esféricos que ca- 
recen de laminación (Fig. 20.11). Los estatolitos se sitúan 
hacia el eje de la raíz, lo que da como resultado una sime- 
tría bilateral (véanse Figs. 20.10.B y 20.10.C). 

Con el crecimiento de la raíz, la caliptra, que ya no 
queda en la punta, se descama y es sustituida por pelos 
radicales. En las plantas acuáticas no hay descamación 
de la caliptra, por lo que ésta es muy prominente y, al 
terminar el crecimiento de la raíz, se desprende en blo- 
que. Las plantas parásitas carecen de caliptra. 


EPIDERMIS 


A excepción de la porción apical recubierta por caliptra, 
la epidermis (también denominada rizodermis) es la ca- 
pa más externa de la raíz (Fig. 20.12). Forma una sola 
capa que posee las características habituales de las cé- 
lulas epidérmicas. Como características especiales de la 
epidermis de la raíz se pueden citar las siguientes: 


1. Ausencia de cutícula en la mayoría de los casos. 

2. Diferenciaciones celulares relacionadas únicamente 
con la formación de los pelos radicales: hay trico- 
blastos, pero no se forman tricomas glandulares. 

3. En algunas raíces aéreas de plantas orquidiáceas, 
tropicales y algunas monocotiledóneas, bajo la 
capa de epidermis aparece una epidermis multi- 
seriada denominada velamen, constituida por cé- 
lulas muertas, vacías, cuya pared está reforzada 
por lignina. Antiguamente se pensaba que era un 
tejido absorbente. Hoy día las funciones del vela- 
men sobre las que existe mayor acuerdo son evi- 
tar la pérdida de agua en el contacto con el medio 
ambiente y la protección mecánica. 


Las células epidérmicas, incluso las de las partes en- 
vejecidas de la raíz, son capaces de absorber agua y nu- 
trientes del suelo, como PO,” y K*, sin los pelos radica- 
les. Sin embargo los pelos radicales, bien por sí mismos 
o porque facilitan la absorción a las células epidérmi- 
cas, ejercen un papel primordial. 


PELOS RADICALES 


De ellos se ha tratado en la página 831 (véase también 
Fig. 19.16). 


CORTEZA 
Exodermis 


Es un tejido primario originado bajo la epidermis duran- 
te el desarrollo primario de la raíz. Está constituida por 
una o varias capas de células de forma alargada, unidas 
sin dejar apenas espacios intercelulares (Fig. 20.12.A). 
Inicialmente, las células exodérmicas son muy seme- 


Figura 20.11. Micrografía electrónica de una célula de la caliptra de Phaseolus vulgaris. Se observan numerosos dictiosomas 
(D) que segregan los componentes de la pared celular de la raíz en crecimiento. A: amiloplasto con almidón configurando un 
gránulo denso homogéneo. M: mitocondria. N: núcleo. X20 000. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) 
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jantes a las endodérmicas (véase página 833) e incluso 
presentan bandas de Caspary. De esta manera, la exo- 
dermis supone una primera barrera a la libre difusión 
de agua e iones, obligando a estas sustancias a pene- 
trar necesariamente a través del citoplasma de las célu- 
las endodérmicas. 

Cuando la epidermis pierde actividad absorbente 
tras la caída de los pelos radicales, la exodermis evolu- 
ciona de un modo similar a como lo hace la endoder- 
mis. Sobre la pared primaria, en la cara interna, se de- 
posita una capa continua de suberina. En el interior de 
la suberina se depositan varias capas de celulosa que 
engruesan aún más la pared. A menudo, se añaden de- 
pósitos de lignina. Esta estructura de la pared celular 
impide la penetración de agua e ¡ones al interior de la 
raíz. Para evitar el aislamiento de la planta y seguir con- 
trolando la entrada de nutrientes, intercaladas entre es- 
tas células suberificadas están las células de paso, que 
mantienen la estructura original. Estas células son me- 
nos alargadas que las exodérmicas evolucionadas, de 
pared delgada y con abundante citoplasma. 


Parénquima 


El parénquima cortical muestra inicialmente una estruc- 
tura poco diferenciada (Fig. 20.12) pero, con el desarrollo 
de la raíz, las células se vacuolizan y acumulan sustan- 
cias de reserva, fundamentalmente almidón, como en 
Ranunculus. Como las raíces no están expuestas a la luz, 
su parénquima carece de cloroplastos, aunque éstos se 
encuentran en el parénquima de las raíces aéreas de las 
plantas epífitas acuáticas. En las plantas acuáticas, el pa- 
rénquima de la raíz suele especializarse en el almacena- 
miento de aire, formando parénquima aerífero. 

Entre el parénquima cortical puede haber células 
que contienen cristales. En las monocotiledóneas suele 
haber esclerénquima (tricoesclereidas). El colénquima 
es muy raro, aunque se observa en Monstera. 

En muchas dicotiledóneas, como Ranunculus, se dis- 
tinguen dos zonas en el parénquima cortical (Fig. 20.12.C): 


1. Zona externa. Las células presentan escasos es- 
pacios intercelulares y se disponen en cilindros 
concéntricos (anillos en el corte transversal). El 
crecimiento es centrifugo, es decir, las células más 
jóvenes (las más pequeñas) quedan hacia la peri- 
feria. 

2. Zona interna. Está formada por células dispuestas 
más desordenadamente y con mayores espacios 
intercelulares. El crecimiento es centrípeto, con 
las células más pequeñas en posición interna. A 
veces no se aprecia bien la zona externa, pero la 
interna es bastante constante. 


Endodermis 


La endodermis es la capa más interna de la corteza y de 
ella se ha tratado en la página 883 (Fig. 20.12 y véanse 
Figs. 19.17, 19.18). 


CILINDRO CENTRAL 
Periciclo 


A la endodermis sigue el periciclo, que es la primera ca- 
pa del cilindro central. El periciclo comprende un solo 
estrato en las gimnospermas y en algunas dicotiledó- 
neas, y varios estratos en otras dicotiledóneas y en las 
monocotiledóneas (Figs. 20.12.B y 20.12.D). Está forma- 
do por células vivas de aspecto parenquimático, alarga- 
das verticalmente y vacuolizadas. En los cortes trans- 
versales se aprecia que las paredes radiales de las 
células del periciclo alternan con las de la endodermis. 
Las células del periciclo conservan la capacidad meris- 
temática para originar raíces laterales, cambium vascu- 
lar y felógeno. 

En las raíces de las leguminosas, que se asocian a 
bacterias fijadoras de No, las células del periciclo en 
contacto con el xilema (pero no las que están en contac- 
to con el floema) se transforman en células de transfe- 
rencia (véase Fig. 17.23). Estas células presentan gran- 
des repliegues hacia dentro de la pared celular y, en 
consecuencia, de la membrana plasmática, para au- 
mentar así la transferencia de solutos entre ellas y el xi- 
lema. Poseen un citoplasma denso que es rico en mito- 
condrias, retículo endoplasmático rugoso y ribosomas 
libres. Se piensa que segregan compuestos nitrogena- 
dos a la luz del xilema. 


Haces vasculares 


Subyacentes al periciclo se encuentran los haces vascu- 
lares del cilindro central, cuya disposición es del tipo al- 
terno o radial (Fig. 20.12.D y véase Fig. 20.16.A). Los ha- 
ces leñosos forman una cruz de número muy variable 
de brazos, entre los que se encuentran los haces libere- 
rianos. Los nuevos elementos vasculares leñosos (me- 
taxilema) se sitúan centripetamente respecto a los primi- 
tivos (protoxilema, crecimiento exarco). Los primeros 
elementos formados (sobre todo traqueidas y algunas 
tráqueas) son anillados y helicados; a éstos siguen los 
reticulados; los más internos son del tipo punteado. El 
tamaño de estos componentes aumenta hacia el interior. 
Esta formación centrípeta difiere de la que se observa en 
el tallo y se presenta antes de la formación del cambium. 
El liber crece también centripetamente. 

El número de haces liberianos y leñosos varía entre 
especies de dos hasta 100. Según el número de haces 
se habla de raíz diarca (Nicotiana), triarca (Pisum), te- 
trarca (Vicia) y poliarca (raíces adventicias de monocoti- 
ledóneas). En general, cuanto mayor es el diámetro de 
la raíz, mayor es el número de haces vasculares. 

El crecimiento del leño puede proseguir hasta que los 
diferentes haces se encuentran en el eje de la raíz. Si esto 
ocurre, la raíces diarcas quedarán divididas por el leño en 
dos mitades y en las tetrarcas el leño formará una cruz 
(véase Fig. 20.15). Si el crecimiento del leño cesa pronto, 
el centro de la raíz estará ocupado por un tejido parenqui- 
mático llamado médula (Fig. 20.12.D), que se extiende en- 
tre los haces hasta el periciclo. A mayor diámetro de la 
raíz, más posibilidades existen de que haya médula. En la 
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Figura 20.12. A: Raíz primaria de palmera. Asterisco: cilindro central. X30. B: Raíz primaria de calabaza. X250 C: Corte- 
za de la raíz primaria de Iris que muestra el parénquima cortical (PC) en el que se distinguen la capa externa (e) y la inter- 
na (i). La flecha señala la endodermis. X500. D: Cilindro central de Iris en cuyo centro hay algo de parénquima medular 
(PM). X500. Para todas las figuras, EN: endodermis. EP: epidermis. EX: exodermis. F: floema. P: periciclo. Entre los compo- 
nentes del xilema se distinguen el protoxilema (px) y el metaxilema (mx). Estrella: parénquima cortical. Fucsina ácida-ver- 
de yodo. 
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médula apenas hay espacios intercelulares, a diferencia 
de lo que ocurre en el parénquima cortical. En algunas ra- 
íces la médula se transforma en esclerénquima. 

Los vasos del xilema suelen ser de mayor calibre 
que los del tallo. Este hecho puede guardar relación con 
el transporte de agua y el mantenimiento de la presión 
hidrostática: a medida que el agua va ascendiendo, al 
llegar a las ramas y hojas debe repartirse en un mayor 
número de vasos, que serán cada vez más finos. 


FORMACIÓN DE LAS RAÍCES SECUNDARIAS 
(LATERALES) 


El origen de las raíces laterales o secundarias no es si- 
milar al de las ramas en el tallo. Estas raíces se forman 
por vía endógena en la raíz principal, esto es, la zona 
meristemática de la que se origina la raíz secundaria se 
halla en el espesor de la raíz principal, mientras que las 
yemas del tallo se forman por vía exógena. 


Pteridofitas 


Las divisiones se inician en una célula de la endodermis 
situada frente a un haz xilemático. Esta célula crece y se 
divide dos veces para formar cuatro células, de las que 
una (la central) adquiere forma tetraédrica (como la ini- 
cial de la raíz y del tallo). Esta célula, por mitosis sucesi- 
vas, produce un complejo de células que forman una 
hernia al exterior (el inicio de la raíz secundaria) y se abre 
camino hasta alcanzar la superficie. La diferenciación de 
tejidos se produce como en la raíz primaria (Fig. 20.13.A). 


Fanerógamas 


El origen de las raíces secundarias no está en la endo- 
dermis, sino en el periciclo (Fig. 20.13.B). En el punto 
donde va a formarse la raíz lateral, dos células del peri- 
ciclo adyacentes verticalmente se dividen transversal y 
asimétricamente, de modo que las dos células hijas de 
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Figura 20.13. Desarrollo de las raíces laterales. A: En las criptógamas vasculares la raíz lateral se desarrolla a partir de una célula 
de la endodermis que se comporta como la célula meristemática apical radicular, dividiéndose en todas las direcciones y originando 
los tejidos de la raíz. B: En las plantas fanerógamas, en el punto donde va a formarse la raíz lateral dos células del periciclo adya- 
centes verticalmente se dividen transversal y asimétricamente, de modo que las dos células hijas de pequeño tamaño quedan adya- 
centes. Estas divisiones se repiten origininando en cada columna un grupo de células pequeñas, que serán las células madre de la 
raíz lateral y que se dividen periclinalmente, formando la raíz lateral. 
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pequeño tamaño quedan adyacentes y las dos células 
hijas mayores quedan por encima y por debajo, respec- 
tivamente, de las dos pequeñas. Las dos células hijas 
mayores vuelven a dividirse del mismo modo, de tal 
forma que, en la misma vertical, quedan cuatro células 
pequeñas en contacto, flanqueadas por dos células 
grandes. Estas divisiones se repiten varias veces origi- 
nando en cada columna un grupo de células pequeñas, 
que serán las células madre de la raíz lateral. Lo ocurri- 
do en esa columa de células del periciclo sucede tam- 
bién en algunas columnas adyacentes. Ahora esas célu- 
las madre pequeñas se dividen periclinalmente, dando 
comienzo la formación de la raíz. Las células resultantes 
se dividen en todas las direcciones y diferencian los teji- 
dos típicos de la raíz primaria (Fig. 20.13.B). 

Se ha señalado que, donde se forma una raíz secun- 
daria, la endodermis es empujada por las células en di- 
visión hacia el exterior, formando una hernia que termi- 


na por desgarrarse y deja salir la nueva raíz (Fig. 20.14). 
Sin embargo, algunos autores piensan que la endoder- 
mis contribuye inicialmente al desarrollo de la raíz me- 
diante divisiones anticlinales para formar una vaina 
monoestratificada alrededor del primordio de la raíz en 
elongación. Esta vaina es sólo temporal y se rompe 
cuando la raíz emerge de la corteza. Se ha sugerido que 
estas células endodérmicas producirían la caliptra en 
las raíces secundarias del maíz y que, en el guisante, 
además de la caliptra formarían la epidermis, mientras 
que los restantes tejidos provendrían de las células me- 
ristemáticas diferenciadas del periciclo. Entre el nuevo 
sistema vascular y el de la raíz primaria se establecen 
nuevos elementos vasculares que los unen, derivados 
del periciclo. De esta manera, los elementos conducto- 
res aparecen como ramas del sistema vascular de la 
raíz principal, aunque generalmente con menor número 
de haces (véase Fig. 20.13.B). 


Figura 20.14. A: Sección transversal de la raíz de Iris que muestra la formación de una raíz secundaria (flecha). X90. B: Detalle de 
la raíz secundaria de la figura anterior. No se observa la conexión entre el sistema vascular de la raíz principal y el de la raíz lateral, 
con la correspondiente ruptura de la endodermis, pues se produce a un nivel diferente al del corte. E: endodermis de la raíz princi- 
pal. e: células de aspecto endodérmico rodeando al sistema vascular de la raíz secundaria. X250. A-B: fucsina ácida-verde yodo. 
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El desarrollo de la raíz secundaria, empujando den- 
tro de la corteza hasta emerger, parece ser un proceso 
puramente mecánico, aunque algunos autores sostie- 
nen que las células de estas raíces en crecimiento libe- 
ran enzimas que lisan los tejidos, facilitando el paso de 
esta raíz. En el punto de salida de la raíz secundaria se 
destruyen células epidérmicas y corticales, que son sus- 
tituidas por un tejido suberificado que protege esta zo- 
na del ataque de microorganismos. 

Las filas de raíces secundarias pueden formarse co- 
mo continuación de un haz xilemático (disposición isos- 
tática) o en una posición intermedia entre el leño y el lí- 
ber (disposición diplástica). 


En la raíz los haces son radiales, con crecimiento centrí- 
peto, mientras que en el tallo son colaterales con creci- 
miento centrífugo. El enlace entre ambas estructuras 
tiene lugar en el cuello de la raíz, en el llamado eje hipo- 
cotíleo. Se produce de manera diferente en diversas 
plantas y su interpretación es muy discutida. 

En una raíz diarca el líber no cambia su posición. Ca- 
da uno de los dos haces de leño se desdobla en dos al 
alcanzar el eje hipocotíleo, desplazándose hacia cada 
haz liberiano. De esta manera, al pasar de la raíz al tallo 
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Figura 20.15. Paso del sistema 
vascular de la raíz al tallo en raí- 
ces de estructura diarca y tetrarca. 
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el leño sufre un giro de 90° y un desplazamiento tam- 
bién de 90* con respecto a su posición primitiva, tal co- 
mo se observa en una sección transversal (Fig. 20.15.A). 

En una raíz tetrarca, cada uno de los cuatro haces del 
leño sufre una torsión de más de 90° en el eje hipocotíleo 
y, al alcanzar el del tallo, la torsión se ha prolongado has- 
ta los 180°. El liber también se desplaza y, además, se 
desdobla. De los cuatro casquetes liberianos de la raíz, se 
forman ocho en el eje, porque cada uno se ha dividido 
por la mitad. Estas mitades se desplazan huyendo una de 
otra hasta encontrarse a mitad de camino, justo donde 
se sitúan los haces leñosos en el tallo (Fig. 20.15.B). 

Según algunos autores, no es posible que los vasos 
leñosos se tuerzan hasta 180°. Cuando se efectúan sec- 
ciones transversales de la planta a distintos niveles se 
ve que el sistema conductor se ha ido desdoblando y 
desplazando tal como se ha dicho, pero en realidad no 
habría torsión, sino desaparición de algunos elementos 
y aparición de otros nuevos. 


DESARROLLO DEL SISTEMA VASCULAR 


La estructura primaria perdura en las raíces de las pteri- 
dofitas actuales y en las monocotiledóneas. En las dico- 
tiledóneas y gimnospermas, por el contrario, la raíz en- 
gruesa por un proceso de crecimiento, acumulando 
nuevos elementos de leño y liber producidos por la zo- 
na meristemática cambial, que parece derivarse de cé- 
lulas del procambium que aún permanecen o de células 
parenquimáticas del periciclo. 

La zona cambial aparece cuando ha finalizado la di- 
ferenciación de los elementos primarios. En muchos ca- 
sos, sin embargo, ya antes de que eso ocurra puede 
observarse la aparición de una zona cambial situada en- 
tre los cordones leñosos y los liberianos. Si tenemos 
presente que, en la raíz, los haces conductores se dispo- 
nen radialmente, deduciremos que el cambium, al for- 
marse en el exterior del leño y en el interior del líber, 
deberá seguir una línea sinuosa que pasará alternativa- 
mente del exterior del hacecillo leñoso al interior del li- 
beriano (Fig. 20.16.A). Mientras dura la actividad cam- 
bial se diferencian los elementos liberianos hacia el 
exterior y los leñosos hacia el interior. Ambos incluyen 
parénquima axial y radiomedular y fibras. 

El leño secundario comienza a producirse junto al 
floema, pero más tarde se producirá también junto al 
xilema primario. La formación es centrífuga. El líber se 
deposita de forma centrípeta alrededor del cambium. 

El cambium, que comienza con forma sinuosa, ter- 
mina por adquirir forma circular, y gradualmente se for- 
ma un anillo de líber secundario (que en su parte más 
externa conserva algunos haces de líber primario), que 
rodea otro de leño secundario, más interno (en cuya 
parte más interna hay hacecillos de xilema primario) 
(Fig. 20.16.B). 


La disposición del xilema y el floema secundarios en 
años sucesivos es en capas concéntricas a uno y otro la- 
do del cambium, de forma que el leño queda en la parte 
interna y el líber en la externa. El cambium determina 
una línea muy precisa entre ambos (Fig. 20.16.C). 

En las gruesas raíces de los árboles se forman mu- 
chos anillos de leño y líber; cada uno correspondiente a 
un período vegetativo. Igual que en el tallo, el leño for- 
mado en primavera es de elementos más voluminosos 
que los formados en otoño, al final del período vegetati- 
vo. Esto da lugar a anillos de crecimiento anual; las raí- 
ces viejas se distinguen con dificultad de los tallos viejos 
debido a que la estructura secundaria es muy parecida. 
La distinción fundamental puede hacerse examinando el 
xilema primario (si permanece), que en la raíz tiene un 
crecimiento centrípeto con disposición radial, y en el ta- 
llo un crecimiento centrífugo con disposición colateral. 
También ayuda a distinguirlos la presencia de médula, 
que suele ser escasa en la raíz. 

Los radios medulares atraviesan toda la parte leñosa 
y liberiana y llegan hasta el límite de la corteza. Como 
en el tallo, los radios más recientes se diferencian de los 
viejos porque sólo atraviesan el último de los anillos de 
leño y líber constituidos (Fig. 20.16.C). 


DESARROLLO DE LA CORTEZA 


Al aumentar de tamaño el cilindro central con el creci- 
miento secundario, la raíz necesita un engrosamiento 
de la corteza, que se realiza mediante la aparición de 
una nueva zona generatriz: el felógeno, que produce sú- 
ber hacia fuera y felodermis (sin suberificar) hacia den- 
tro. Así se origina la peridermis, cuya estructura y de- 
sarrollo son como en el tallo. El súber es protector. La 
felodermis puede actuar como una estructura reservan- 
te temporal (amilifera). 

El felógeno puede aparecer en posiciones diversas. 
Lo más frecuente es que aparezca por dentro del perici- 
clo (como en la vid), pero en algunas plantas también 
se forma en estratos más externos de la corteza (desde 
la epidermis hasta la endodermis). Los tejidos situados 
en el exterior del felógeno se necrosan y quedan aplas- 
tados formando el ritidoma de la raíz. La zona felogéni- 
ca puede renovarse durante años, produciendo un nue- 
vo estrato en cada período vegetativo. 

En la raíz principal, cerca de los puntos de arranque 
de las raíces secundarias, se observan lenticelas cuya 
estructura no difiere de la de las lenticelas del tallo, aun- 
que son menos numerosas en la raíz. 


Como ocurre en el tallo, en la raíz de las monocotiledó- 
neas la estructura primaria suele durar toda la vida. En 
algunas monocotiledóneas arbóreas como Dracaena y 
Alitris, a los elementos de la estructura primaria se 
agregan otros hacecillos conductores que se originan 
no de un cambium vascular situado entre el leño y el lí- 
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ber, sino de células parenquimáticas, que pueden ha- 
llarse en el interior o en el exterior de la endodermis. 
Son haces de tipo cerrado (sin cambium), que se dife- 
rencian en zonas distintas en las diversas especies de 
un mismo género (Figs. 20.17.A-20.17.C). 

En Dracaena, los haces secundarios son concéntri- 
cos perixilemáticos; en cambio, los primarios tenían la 
estructura radial normal. En Dracaena fructicora los ha- 
cecillos son de origen pericíclico: algunas células del 
periciclo se dividen activamente y producen haces con- 
ductores por fuera de la formación primaria de la raíz, 
empujando toda la corteza al exterior. En Dracaena mar- 
ginata, los haces se originan en la parte interna de la 
corteza, al exterior de la endodermis, de forma que la 
estructura primaria queda inalterada y todas las pro- 
ducciones secundarias se alojan en el espesor de la zo- 
na cortical (Fig. 20.18). 

Estas monocotiledóneas desarrollan también, como 
en el tallo, parénquima cortical y células que equivalen 
al súber (Figs. 20.17.D y 20.18). 


MICORRIZAS 


En todas las plantas, tanto la raíz como el tallo están en 
contacto con millones de organismos tales como bacte- 
rias, hongos y una gran variedad de invertebrados, co- 
mo nematodos e insectos. En más del 90% de las plan- 
tas vasculares, la epidermis y la corteza de la raíz se 
asocian a hongos del suelo, y unos y otros obtienen be- 
neficios de la asociación. Este conjunto forma las mico- 
rrizas o raíces fúngicas. El hongo segrega factores que 
estimulan el aumento de tamaño y la proliferación de 
las células corticales, y causan el engrosamiento y rami- 
ficación de las raíces. También modifica el pH del suelo, 
de manera que se incrementan los nutrientes inorgáni- 
cos para la planta, principalmente el fosfato. Por su par- 
te, la planta suministra azúcares y otros compuestos 
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ñidas con fucsina ácida-verde yodo. A: Sección completa que muestra 


haces vasculares (flechas) distribuidos por todo el cilindro central. X20. B: Detalle de un haz vascular (concéntrico perixilemá- 


Figura 20.17. Secciones transversales de raíz de Iris te 


tico). F: floema. X: xilema. X400. C: Detalle de la figura anterior que muestra la formación de nuevos haces vasculares (flechas 
grandes) en la corteza, por fuera de los haces vasculares ya formados (flechas pequeñas). X80. D: Detalle de la corteza de la 


raíz que muestra un tejido similar a la peridermis (estrella). P: parénquima. X250. 
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Figura 20.18. Desarrollo secundario de la raíz de una 
monocotiledónea en la que se mantiene la estructura pri- 
maria del sistema vascular y las formaciones vasculares se- 
cundarias (haces vasculares concéntricos perixilemáticos) 
se producen en el exterior de la endodermis. 


So A 


orgánicos al hongo. Cada planta forma micorrizas con 
un número definido y muy limitado de especies de hon- 
gos, por lo que es posible que la necesidad de encon- 
trar determinados hongos sea uno de los factores que 
condicionan los límites geográficos en la extensión de 
diversas especies. 

Las micorrizas se dividen en dos grandes categorías, 
según que el hongo permanezca casi en su totalidad 
por fuera de la raíz (ectomicorrizas) o penetre extensiva- 
mente entre las células corticales (endomicorrizas). 
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Ectomicorrizas 


Son poco frecuentes. Se dan en las betuláceas, pináceas 
y en algunas otras familias. Sobre la superficie de algu- 
nas raíces, más gruesas y ramificadas que las desprovis- 
tas de hongos, se forma una gruesa capa de micelo fún- 
gico, del que se emiten hifas que penetran entre las 
células epidérmicas y se ramifican entre las células de la 
corteza. Estas hifas pasan entre las células sin atravesar 
sus paredes ni dañar el citoplasma. Producen hormonas 
vegetales de los tipos auxina y citoquinina. 


Endomicorrizas 


Algunas de estas micorrizas están causadas por hongos 
septados, que se asocian a las raíces de orquídeas y a 
algunos otros miembros del orden ericales. Las más 
frecuentes están causadas por hongos no septados y 
afectan a un 80% de las plantas terrestres. 

Estos hongos forman un delgado micelo del que se 
emiten hifas que atraviesan la epidermis y penetran pro- 
fundamente en la corteza, sin alcanzar nunca la endoder- 
mis. Las hifas pueden pasar por los espacios intercelula- 
res o atravesar las células. En este caso, atraviesan la 
pared celular, pero en vez de romper la membrana plas- 
mática, la empujan formando túneles en ella, de manera 
que aunque una hifa aparezca dentro de una célula siem- 
pre queda separada del citoplasma de la célula huésped 
por la membrana plasmática de ésta. Algunas hifas se 
hinchan, dando lugar a imágenes que con el microscopio 
óptico se denominan vesículas; otras se ramifican dicotó- 
micamente dando lugar a imágenes denominadas arbús- 
culos (Figs. 20.19 y 20.20). El hongo suministra fosfatos a 
la raíz. Por su parte, las células infectadas responden con 
cambios morfológicos tales como el aumento del cito- 
plasma, la lobulación del núcleo y la escasa diferencia- 
ción de los plastidios (proplastos o cromoplastos), que 
no acumulan almidón, ya que los azúcares van hacia el 
hongo. A mayor escala, la planta responde a la invasión 
aumentando el tejido vascular en la zona infectada. Los 
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Figura 20.19. Esquema de la in- 
fección de una raíz por endomico- 
rrizas del tipo hongos no septados 
que adquieren un aspecto vesícu- 
lo-arbuscular. 
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Figura 20.20. A-B: Endomicorrizas en la raíz de Asarum (jengibre) mostrando hifas (H), arbúsculos (A) y vesículas (V). 
A: X125. B: X 450. (Cortesía de M. Brundrett. Mycorrhizal Imager Galery.) 


arbúsculos mueren cuando han completado la transfe- 
rencia del fosfato a la planta, y ésta retorna a un estado si- 
milar al que presentaba antes de la invasión. 


BACTERIAS FIJADORAS DE NITRÓGENO 
ATMOSFERICO 


Aunque el nitrógeno es abundante en el aire, las plan- 
tas no tienen capacidad para fijarlo, y sólo pueden utili- 
zarlo cuando se ha incorporado a compuestos inorgáni- 
cos, principalmente nitrato, nitrito o amonio, mediante 
procesos que requieren gran cantidad de energía. Los 
únicos organismos capaces de fijar el nitrógeno atmos- 
férico son algunos organismos procariotas, como cier- 
tas eubacterias, incluidas las cianobacterias. La mayoría 
de las plantas absorben los compuestos nitrogenados 
que se liberan de estos organismos procariotas y que- 
dan en el suelo. Sin embargo, algunos de estos organis- 
mos, como la bacteria fijadora de nitrógeno Rhizobium, 
pueden formar asociaciones simbióticas estables con 
las raíces de ciertas plantas, como las leguminosas, 
contribuyendo a que éstas puedan utilizar inmediata- 
mente el amonio que estos microorganismos les pro- 
porcionan. Esta bacteria produce nitrogenasa, que es 
una enzima catalizadora de la fijación de nitrógeno; esta 
enzima forma un complejo que cataliza la conversión de 
nitrógeno en amonio, el cual es liberado hacia el cito- 
plasma de la célula huésped, donde es transformado en 
glutamina. El nitrógeno fijado puede incorporarse a to- 
dos los demás aminoácidos. La fijación del nitrógeno 
consume una gran cantidad de energía (teóricamente 
se requieren 16 moléculas de ATP para fijar una molé- 
cula de nitrógeno), que es suministrada por la planta en 
forma de compuestos orgánicos de los que se benefi- 
cian los microorganismos simbióticos. 

Las raíces de las leguminosas segregan diversas sus- 
tancias, algunas de las cuales son factores estimulantes 
para el Rhizobium. Estas bacterias estimulan a los pelos 
radicales a curvarse marcadamente y se adhieren a la su- 
perficie cóncava de estos pelos. A continuación penetran 


por los pelos radicales y se alojan entre las células de la 
corteza (Fig. 20.21). Con el microscopio electrónico se 
observa que las bacterias quedan rodeadas por la pared 
celular de la célula huésped. Esto indica que las bacterias 
no penetran en las células de la planta; simplemente em- 
pujan la pared celular, excavando como un túnel en las 
células invadidas. 

Como reacción, las células corticales de la planta 
adyacentes a las invadidas adquieren capacidad mitóti- 
ca y forman un meristemo hemisférico, cuyas células 
proliferan constituyendo los llamados nódulos radica- 
les; la mitad del peso de estos nódulos corresponde a las 
bacterias. En algunas legumbres, la proliferación bacte- 
riana se produce en todas direcciones y el nódulo es es- 
férico. En otras, el nódulo adquiere la forma de un corto 
cilindro. Cuando el nódulo alcanza cierto tamaño se for- 
ma una endodermis (endodermis nodular) alrededor 
del nódulo, bajo su superficie (Fig. 20.22). Esta endoder- 
mis se continúa con la de la raíz; bajo ella se encuentran 
células parenquimáticas (corteza nodular) y, más en 
profundidad, un periciclo que contiene células de trans- 
ferencia. El periciclo rodea un sistema vascular formado 
por cuatro o cinco haces conectados a los de la raíz. El 
nódulo puede ir creciendo y, a medida que se extiende, 
las nuevas células corticales van siendo invadidas por 
las bacterias que proliferan activamente. En las células 
corticales nodulares invadidas aumentan el retículo en- 
doplasmático rugoso, los dictiosomas y las vesículas, 
mientras que los plastidios y las mitocondrias emigran 
hacia la periferia celular. Tras pocos días de vida las cé- 
lulas invadidas son lisadas por las bacterias. Sin embar- 
go, a partir del meristemo del nódulo se van añadiendo 
nuevas células, que también son invadidas. 

Se ha demostrado que la invasión bacteriana de las 
células radicales activa un grupo de genes de las células 
huésped, los cuales codifican la síntesis de unas proteí- 
nas, denominadas nodulinas, que son esenciales para el 
crecimiento y funcionamiento del nódulo. Entre estas 
proteínas se encuentran: 1) las que participan en la esti- 
mulación de la división celular de la corteza de la raíz o 
en la formación de componentes estructurales del nódu- 
lo; 2) enzimas que hacen que la planta pueda asimilar los 
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Figura 20.21. Infección de raíces de judía por Rhizobium. A: Imagen macroscópica de los nódulos (flechas). B: Imagen histo- 
lógica de un nódulo completo. X4. C-D: Tres detalles del nódulo anterior. Cada uno muestra, a mayor aumento, la zona marca- 
da con un recuadro en la figura precedente. Estrella: corteza. Asterisco: zona infectada por las bacterias. M: meristemo de cre- 
cimiento del nódulo. C X60. D X125. E X350. F-G: Micrografías electrónicas que muestran dos estadios progresivos de células 
infectadas por bacterias (flechas). F X3700. G X9500. (Las figuras A, F y G son cortesía de M. Andrews. University of Sunder- 
land. Ecology Centre. Busines School, U.K. Las figuras B-E son cortesía de M. H. Umar. Microscopy UK Front Page. Microscope 
Magazine.) 
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Figura 20.22. Esquema de un nódulo radical, que contie- 
ne un nódulo de bacterias fijadoras de nitrógeno en la raíz 
de una leguminosa. 


compuestos con nitrógeno fijado; y 3) proteínas especia- 
les que mantienen el funcionamiento del nódulo. Una 
nodulina importante es la leghemoglobina, que se une al 
oxígeno y actúa de modo similar a la mioglobina de los 
mamíferos. 


Las raíces suelen almacenar sustancias de reserva, pero 
algunas de ellas están muy especializadas en esta fun- 
ción. Esto ocurre en la raíz axonomorfa de la zanahoria, 
que almacena enormes cantidades de sustancias de re- 
serva y se engruesa considerablemente. Al formarse la 
peridermis, se desprende la corteza primaria y queda 
un órgano carnoso como resultado del desarrollo exce- 
sivo del parénquima en el xilema y, especialmente, en 
el floema secundario. 


LA HOJA 


Tanto en el apice caulinar como en las axilas de las ho- 
jas se encuentra el brote apical o yema, que queda pro- 
tegido por escamas o pérulas. La yema esta provista de 
pequeñas prominencias de forma cónica, situadas in- 
mediatamente subyacentes a las células iniciales, y que 
aumentan de tamaño progresivamente a medida que se 
alejan del ápice. Son los primordios foliares o rudimen- 
tos de las hojas, y derivan del estrato epidérmico y de 
estratos subepidérmicos (véanse Figs. 17.1 y 17.9). La 
postura de cada inicio de hoja dentro de la yema se de- 
nomina perfoliación o venación, y es de interés en Botá- 
nica Sistemática. 

A medida que se va desarrollando, la hoja se aparta 
del ápice y adquiere forma de lámina triangular u ovala- 
da. En cada hoja se distinguen (Figs. 20.23.A, 20.23.B y 
véase Fig. 20.1): 


1. Vaina. Es un ensanchamiento de la base de la hoja 
que rodea el tallo. Se halla en las monocotiledó- 
neas (está muy desarrollada en las gramíneas) y en 
algunas dicotiledóneas (umbelíferas y poligoná- 
ceas). En las gramíneas la hoja es prolongación de 
la vaina, que rodea totalmente el tallo y puede que- 
dar abierta o cerrada. En el punto de contacto de la 
vaina con la hoja puede existir un repliegue longi- 
tudinal de la epidermis adaxial denominado /lígula. 
Se considera que la lígula facilita que el agua y las 
partículas arrastradas por ésta caigan al suelo y no 
queden alojadas entre la hoja y el tallo. 

2. Pecíolo. La mayoría de las hojas no son continua- 
ción de la vaina sino que están sostenidas por un 
pecíolo, que conecta con el tallo. 


3. Limbo o lámina foliar. Es la lámina aplanada de la 
hoja. Constituye el órgano fotosintético por exce- 
lencia, y quizá el órgano más polimorfo de los vege- 
tales. Generalmente tiene una simetría dorsiventral, 
pero puede adquirir forma cilíndrica (en coníferas), 
por alargamiento continuo del rudimento foliar. En 
Iris las hojas están aplanadas lateralmente. En algu- 
nas plantas insectívoras las hojas son tubulares. En 
general, se distingue la superficie adaxial (superfi- 
cie externa o dorsal, haz de la hoja) y la abaxial (in- 
terna o ventral, envés de la hoja). 

4. Estípulas. Son dos lacinias (hojas menores) secun- 
darias, más estrechas que el rudimento foliar, en cu- 
ya base se diferencian durante el desarrollo de la ho- 
ja, llegando a adquirir cierto tamaño (Fig. 20.23.A). 
Las estípulas suelen aparecer en todas las hojas y a 
menudo son pequeñas, pero en algunos casos pare- 
cen folíolos (pequeñas hojas componentes de una 
hoja grande) y realizan la fotosíntesis. En la mayor 
parte de los casos, las estípulas sirven para proteger 
las hojas jóvenes en crecimiento. 


Muchas hojas sólo constan de una lámina foliar, pe- 
ro otras muestran un eje (raquis o filopodio) del que 
emergen otras protuberancias que, al desarrollarse, for- 
man otras láminas foliares denominadas folíolos. Es la 
hoja compuesta. Puede haber foliolos de primer, segun- 
do y tercer orden. Un folíolo puede distinguirse de una 
hoja entera porque sólo la hoja entera lleva una yema 
axilar, justo en la implantación del raquis en el tallo. Los 
raquis de los folíolos de primer y segundo orden care- 
cen de yema y, por tanto no se confunden con un tallo. 

Las ramificaciones de la hoja carecen de importancia 
filogenética porque varían dentro de un mismo género. 
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2. Meristemo intercalar. El cese de la actividad del 
meristemo apical no significa que la hoja deje de 
crecer en longitud, ya que intervienen un meriste- 
mo intercalar localizado en la base de la hoja o, 
más a menudo, varios meristemos intercalares si- 
tuados en diferentes niveles. El cese de la activi- 
dad de estos meristemos se produce gradualmen- 
te desde el extremo hasta la base de la hoja, que 
es la última zona donde persiste la actividad de 
estos meristemos. En muchas monocotiledóneas 
las hojas continúan elongándose durante mucho 
tiempo de la vida de la planta debido a la activi- 
dad de un meristemo intercalar localizado en la 
base de la hoja. 

3. Meristemo marginal. Cuando la hoja ha alcanzado 
cierto tamaño, se inicia un desarrollo de su superfi- 
cie mediante divisiones celulares en los meriste- 
mos marginales. Este crecimiento no se produce 
en la base de la hoja, que se transforma en pecíolo. 

4. Meristemo laminar. El meristemo marginal tiene 
una actividad limitada; cuando ésta cesa, el de- 
sarrollo posterior de la superficie de la hoja se 
debe al meristemo laminar. Éste se localiza en di- 
versos puntos de la hoja, donde da lugar a divisio- 
nes anticlinales. 

5. Meristemo adaxial. Finalmente, el escaso engro- 
samiento de la hoja se debe a las divisiones peri- 
clinales de un meristemo adaxial, que se localiza 
bajo la epidermis adaxial, principalmente en el 
pecíolo y el nervio principal, y está presente sólo 
en las dicotiledóneas. 


Los primordios foliares se forman por la proliferación 
de grupos de células situados en la capa superficial de 
la yema apical (coníferas y algunas monocotiledóneas) 
o en la segunda o tercera capa de células de la yema 
(dicotiledóneas y algunas monocotiledóneas). Estos gru- 
pos celulares se distinguen de las restantes células de la 
yema por su mayor contenido de RNA. Las mitosis que 
dan lugar al primordio foliar se producen combinando 
planos de división periclinales y anticlinales de acuerdo 
con la forma de la hoja que van a desarrollar (Fig. 20.24). 
El primordio foliar comprende: 


1. La protodermis: una capa superficial de células 
que originará la epidermis de la hoja. 

2. El meristemo fundamental: una masa interior de cé- 
lulas que originará el mesófilo o parénquima foliar. 

3. El procambium: un cordón en el interior del me- 
ristemo fundamental; se desarrolla a partir del 
cordón procambial del tallo. 


A partir de ese momento, en el desarrollo de la hoja 
intervienen los siguientes meristemos: 


1. Meristemo apical. Lo primero que destaca en el 
desarrollo de la hoja es el alargamiento del pri- 
mordio foliar por la punta, debido a la acción de 
un meristemo apical. Lo más común es que el cre- 
cimiento apical sea más rápido en la superficie 
abaxial que en la adaxial; por eso, las hojas en 
crecimiento suelen enrollarse, de modo que la su- 


perficie abaxial queda por fuera de la adaxial. La La actividad relativa de estos meristemos, que fun- 
acción del meristemo apical se prolonga mucho cionan simultánea o secuencialmente, se traduce en la 
tiempo en los helechos, mientras que en las an- amplia variedad de formas que adoptan las hojas. 

giospermas se detiene más bien pronto, facilitan- El crecimiento de la hoja es basípeto: comienza en el 


do la acción de otros meristemos. ápice y continúa hacia la base; lo último que se diferen- 
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Figura 20.24. Desarrollo de la 
hoja en Nicotiana tabacum. El des- 
arrollo se inicia con mitosis en cé- 
lulas iniciales submarginales. Las 
células resultantes de las mitosis 
proliferan, estableciéndose la ac- 
ción combinada de los diferentes 
meristemos (apical, adaxial, mar- 
ginal, laminar e intercalar) que 
configuran la lámina foliar. Al mis- 
mo tiempo se desarrollan los haces 
vasculares. (Modificado de Avery 
GS. Am. J. Bot, 1933; 20:565-592.) 
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cia es el pecíolo. Frente a lo que ocurre en el tallo y la 
raíz, el crecimiento es limitado y definido; al cabo de po- 
co tiempo la hoja adquiere su tamaño definitivo. No hay 
crecimiento secundario, salvo en la especie Welwitschia 
mirabilis (gimnosperma de la familia welwitschiáceas 
de África sudoccidental), que sólo posee dos hojas (los 
cotiledones); éstos crecen y su parte superior es reab- 
sorbida por la inferior. 

Durante el crecimiento, la hoja conserva una sime- 
tría bilateral. A diferencia de lo que ocurre en el tallo y 
la raíz, el crecimiento de la hoja es uniforme, lo que se 
demuestra punteando con tinta china una hoja joven: al 
cabo de un tiempo, se observa que los puntos, aunque 
están más espaciados, se mantienen equidistantes en la 
hoja adulta. 


El pecíolo sirve de enlace entre el limbo foliar y el tallo 
(Fig. 20.25). A veces puede faltar, y en ese caso la hoja 
se llama sésil. La forma del pecíolo, visto en un corte 
transversal, es muy variable. 

La epidermis es en todo semejante a la del tallo, aun- 
que con mayor número de tricomas glandulares y no 
glandulares (Fig. 20.26). Se encuentran glándulas de néc- 


tar en los pecíolos de muchas plantas, como Passiflora, 
Ricinus e Impatiens. Hay un parénquima que ocupa todo 
el espesor del pecíolo hasta los haces vasculares. Sus cé- 
lulas tienen pocos cloroplastos (en comparación con los 
del mesófilo de la hoja), por lo que son capaces de asimi- 
lar sólo en escasa medida. 

En el centro del pecíolo destacan, en el corte trans- 
versal, un número variable de haces vasculares. En las 
monocotiledóneas, sobre todo en las palmas, el núme- 
ro de haces es muy elevado. Los haces se disponen en 
semicírculo, en una disposición que recuerda la del ta- 
llo, pero los del pecíolo difieren de los del tallo por su 
simetría: mientras que en el tallo los haces son simétri- 
cos respecto a un eje, en el pecíolo lo son con respecto 
a un plano (Figs. 20.25 y 20.26). La disposición relativa 
de los haces entre sí varía según la altura del pecíolo 
donde se haga el corte. Si los haces son del tipo colate- 
ral, el líber se halla en la parte abaxial (mirando hacia 
abajo) y el leño queda encima (mirando hacia arriba), 
porque los haces del pecíolo son continuación de los 
del tallo (Figs. 20.25 y 20.26). El leño puede crecer y los 
haces pueden complicarse con dilataciones laterales. 

Cada uno de los haces conductores puede estar ro- 
deado por una endodermis propia (pecíolo esquizomeris- 
télico) o bien puede haber sólo una endodermis que ro- 
dea todo el grupo de haces (pecíolo monomeristélico). 
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Figura 20.25. Esquema del 
sistema vascular del pecíolo y 
su conexión con el del tallo. 


El pecíolo está organizado para sostener la hoja, la 
cual ofrece una notable resistencia a la acción del viento. 
Los tirones que han de resistir las hojas repercuten direc- 
tamente sobre el pecíolo. Por eso el pecíolo necesita un 
fuerte sistema mecánico, cuya disposición es muy varia- 
ble según se trate de una hoja que adopta una posición 
horizontal o una posición perpendicular a la rama, o bien 
de hojas pendulares. Es muy frecuente el colénquima 
subepidérmico, como ocurre en la hiedra. Son también 
muy frecuentes el colénquima o los grupos de fibras que 
envuelven total o parcialmente cada haz vascular. 

En las hojas de Papulus tremula, el pecíolo está con- 
formado de modo que facilita la oscilación de la lámina 


foliar al más leve soplo del aire: la base del pecíolo es se- 
micircular y el resto está comprimido lateralmente. Con- 
tiene tres haces vasculares superpuestos. En la base de la 
hoja o ápice del pecíolo de las leguminosas son frecuen- 
tes los pulvínulos motores, constituidos por un conjunto 
de células parenquimáticas, las cuales, debido a cambios 
de turgencia, provocan variaciones en la posición de las 
hojas. El cierre de la hoja se produce cuando las células 
de la cara dorsal del pulvínulo se expanden al llenarse de 
agua y las de la cara ventral se comprimen al perder 
agua. La apertura tiene lugar al contrario. Con el micros- 
copio electrónico se aprecian numerosas vacuolas y ha- 
ces paralelos de fibrillas citoplásmicas. 


Figura 20.26. A: Sección transversal del pecíolo de Helleborus, que muestra la disposición simétrica de los haces vasculares 
respecto a un plano. X65. (Cortesía de B. Román). B: Detalle de la sección transversal del pecíolo de Platanus que muestra dos 
haces vasculares del tipo colateral cerrado. X250. A y B: Fucsina ácida-verde yodo. Fe: fibras esclerenquimáticas. F: floema; 
X: xilema. 
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En algunas plantas acuáticas, el pecíolo contiene un 
parénquima aerífero que mantiene flotante la planta. En 
el arce, el castaño de India y en otras muchas plantas, la 
longitud del pecíolo se relaciona con la posición de la 
hoja en la rama: cuanto más baja está en ella la hoja, 
más largo es el pecíolo, de manera que las hojas situa- 
das más abajo puedan también recibir la luz del sol. 

En las especies australianas del género Acacia y en 
algunas mirtáceas, el pecíolo se desarrolla mucho, se 
alarga y presenta forma comprimida, laminar, con as- 
pecto foliáceo. Este tipo de pecíolo constituye el filodio, 
adaptado a climas secos y soleados. Al principio, las 
hojas son pinnadas normales, pero poco a poco el filo- 
dio sustituye a la hoja y se aplana. 


Existen ciertas diferencias en la estructura microscópica 
de la hoja según su adaptación al ambiente. Así, existen 
los siguientes tipos de hojas: 


1. Mesófitas: en climas con buena temperatura y 

cierta humedad. 

2. Hidrófitas: en plantas acuáticas o ambientes muy 
húmedos. 

. Xerófitas: en plantas de climas desérticos. 

. Xeromorficas: en plantas que, aunque viven en 
climas propios de plantas mesófitas, han adquiri- 
do ciertas características propias de las xerófitas. 
Un ejemplo es la adelfa (Nerium oleander). 


AWU 


Describiremos en primer lugar la estructura de las 
hojas mesófitas para compararla a continuación con la 
de los otros tipos. Una consideración aparte merecen 
también las hojas de las gimnospermas, en particular 
las de las coníferas. 


EPIDERMIS 


En las hojas mesófitas la epidermis suele ser de paredes 
delgadas y con fina cutícula; no obstante, existen mu- 
chas variaciones (Fig. 20.27). La hoja de Ficus elastica 
presenta dos estratos epidérmicos: el externo, cubierto 
por una gruesa cutícula, y el interno (a veces doble), for- 
mado por células grandes con vacuolas, que contienen 
agua y filtran la luz, y con numerosos cistolitos (Fig. 
20.27.B). En las gramíneas, entre las células epidérmicas 
normales existen células silíceas y células suberosas 
(véase Fig. 19.4.B). 

La epidermis muestra abundantes estomas y trico- 
mas (glandulares y no glandulares), sobre todo en la su- 
perficie adaxial. Los estomas (véanse Figs. 19.5-19.12) y 
glándulas (véanse Figs. 19.26-19.29) se han estudiado en 
detalle al tratar de la epidermis (véanse páginas 824 y 
840). La presencia y posición de estas glándulas pueden 


ser características de una especie e incluso de una varie- 
dad, por lo que adquieren gran importancia taxonómica. 
Las glándulas de los distintos órganos o partes de un ór- 
gano de la misma especie pueden segregar sustancias 
diferentes. Por ejemplo, en Prunus persica y otras espe- 
cies próximas, las glándulas de los dientes de la lámina 
foliar segregan una resina amarga, mientras que las del 
pecíolo segregan néctar. 


MESÓFILO 


Los tejidos comprendidos entre ambas epidermis, a ex- 
cepción del sistema vascular, constituyen el mesófilo 
(Figs. 20.27 y 20.28). El mesófilo comprende fundamen- 
talmente parénquima, y el grado de desarrollo que al- 
canza depende de la cantidad de luz que recibe la hoja. 
Si ésta se encuentra muy iluminada, es grueso. En el 
parénquima del mesófilo suelen apreciarse dos estratos 
diferentes: 


1. Parénquima en empalizada. Situado inmediata- 
mente por debajo de la epidermis adaxial, está 
constituido por células prismáticas, alargadas en 
el sentido dorsiventral, dejando aparentemente po- 
cos espacios intercelulares (Figs. 20.27.A-20.27.D). 
La estrechez de estos espacios permite que el agua 
sobrante que llega a la planta por el xilema ascien- 
da por capilaridad hasta la epidermis y sea extruida 
por los estomas. Estas células contienen abundan- 
tes cloroplastos que se disponen en la periferia 
celular (alrededor de la vacuola) y describen un 
movimiento circular (ciclosis) impulsados por las 
corrientes citoplásmicas (Fig. 20.28). La disposi- 
ción de los cloroplastos depende de la intensidad 
de la luz. Si hay mucha luz se adosan a la superfi- 
cie celular iluminada; si la luz es ténue se apartan 
de ella. El número de estratos es variable; gene- 
ralmente hay entre uno y tres, aunque esto tam- 
bién depende de la iluminación: las plantas más 
iluminadas tienen más estratos. En la mayoría de 
las plantas mesófitas sólo hay parénquima en em- 
palizada en la cara adaxial (véanse Figs. 20.27.A- 
20.27.D). En las plantas con hojas en disposición 
vertical (iluminadas por ambos lados), como Eu- 
calyptus, este tipo de parénquima se encuentra en 
ambas caras, lo que da como resulado una sime- 
tría dorsiventral. De estas hojas se dicen que son 
isolaterales o isobilaterales, mientras que las ho- 
jas comunes, carentes de esta simetría, se deno- 
minan bifaciales o dorsiventrales. 

2. Parénquima lagunar. Al parénquima en empaliza- 
da sigue el lagunar, que se extiende hasta la epi- 
dermis opuesta (Figs. 20.27.A-20.27.D y 20.28). 
Sus células tienen forma irregular, variable, pero 
siempre presentan lóbulos que las unen entre sí 
dejando grandes espacios que son ocupados por 
el aire y el CO, que penetra por los estomas. Los 
espacios intercelulares son normalmente esquizó- 
genos, aunque en algunas plantas pueden ser lisí- 
genos. La situación de los estomas junto a este 
parénquima facilita la entrada del CO», mientras 
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Figura 20.27. A: Hoja de olivo (Olea europea). Las flechas negras señalan los haces vasculares menores a ambos lados del 
haz vascular central (flecha blanca). X20. B: Hoja de Ficus elastica. Algunas de las células de la epidermis pluriestratificada 
contienen cistolitos (flechas). X175. C: Hoja de Evonimus japonica. X175. D: Hoja de olivo. En los haces vasculares el xilema 
queda del lado adaxial y el floema del abaxial. X175. E: Hoja de Ammophila que muestra un gran desarrollo del sistema mecá- 
nico que se extiende bajo ambas superficies ocupando buena parte del mesófilo. X40. Para todas las figuras, AB: superficie aba- 
xial. AD: superficie adaxial. E: epidermis. F: floema. Fe: fibras esclerenquimáticas. PE: parénquima en empalizada. PL: parén- 
quima lagunar. V: vaina del haz. X: xilema. Fucsina ácida-verde yodo. (La figura E es cortesía de B. Román.) 


Figura 20.28. Micrografía electrónica de parte de una hoja de Stellaria holostea que muestra el parénquima en empalizada 
(PE) con numerosos cloroplastos (flecha) y el parénquima lagunar (PL) también con cloroplastos. E: epidermis. El: espacios in- 
tercelulares. X1800. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) 
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que del lado del parénquima en empalizada los 
escasos espacios intercelulares dificultan la entra- 
da de este gas. El parénquima lagunar contiene 
también numerosos cloroplastos, aunque siem- 
pre en menor cantidad que el parénquima en em- 
palizada (Fig. 20.28). 


Suele predominar el parénquima en empalizada so- 
bre el lagunar. La proporción en volumen parénquima 
en empalizada/parénquima lagunar, calculada en 4:1 para 
algunas hojas, puede ser muy variable. 

La eficacia fotosintética es evidentemente mayor en 
el parénquima en empalizada que en el lagunar, pues el 
primero, además de poseer un mayor número de cloro- 
plastos, presenta mayor superficie celular en contacto 
con el CO». Este hecho, en contra de lo que a primera 
vista pudiera pensarse, se puede demostrar observan- 
do cortes paralelos a la superficie de la hoja: en ellos se 
aprecia que aunque los espacios intercelulares sean 
mucho más amplios en el parénquima lagunar, los con- 
tactos entre células son mucho más extensos también 
en este tipo de parénquima. 

Se puede decir que si el parénquima en empalizada 
está especilizado en la fotosíntesis, el parénquima lagu- 
nar lo está en el intercambio de gases que, a través de 
las cámaras subestomáticas y los estomas, alcanzan el 
exterior, y con ello aumenta la eficacia de la fotosíntesis. 

En algunas hojas no es fácil distinguir entre parén- 
quima en empalizada y parénquima lagunar. Esto ocu- 
rre, por ejemplo, en los helechos y en muchas monoco- 
tiledóneas, que poseen un sólo tipo de parénquima, 
que sería intermedio entre parénquima en empalizada y 
parénquima lagunar (Fig. 20.29). Algunas de estas hojas 
son isobilaterales (Fig. 20.29.B). 

En algunas hojas, las células del parénquima lagunar en 
inmediato contacto con el parénquima en empalizada tie- 
nen forma de embudo y se denominan células colectoras. 

En el mesófilo de muchas hojas, como las de Citrus y 
Eucalyptus, hay cavidades lisigenas de secreción en las 
que se acumulan aceites esenciales. Los aceites sinteti- 
zados por células especializadas del mesófilo son libe- 
rados tras la desintegración de éstas, y esta lisis deter- 
mina la creación de una cavidad. En otras hojas hay 
cavidades secretoras de origen esquizógeno. Ejemplos 
de este tipo de cavidad son los conductos resiniferos de 
las compuestas y anacardiáceas y las cavidades mucila- 
ginosas de las esterculiáceas, malváceas, moráceas y 
otras familias. En Euphorbia hay laticíferos. 

En el mesófilo, los productos de secreción pueden ha- 
llarse también en idioblastos secretores que, como las 
otras estructuras secretoras, son de gran significado taxo- 
nómico. Estos idioblastos difieren en el producto de la se- 
creción, que pueden ser: aceites (lauráceas, simarubáceas 
y onagráceas), la enzima mirosinasa (crucíferas, caparidá- 
ceas, resedáceas tropaeoláceas y moringáceas), resinas 
(meliáceas, euforbiáceas, rutáceas y rubiáceas), taninos 
(anacardiáceas, annonáceas, crasuláceas, ericáceas, eu- 
forbiáceas, buxáceas, poligonáceas, rosáceas, tamaricá- 
ceas y leguminosas) y mucílagos (buxáceas, malváceas, 
quenopodiáceas y rubiáceas). Hay también idioblastos 
con distintos tipos de cristales y cistolitos en numerosas 
especies. 


SISTEMA VASCULAR 
Venación 


Como ya se ha señalado al hablar del tallo, en la hoja 
entran varios rastros foliares que pueden continuar pa- 
ralelos a lo largo de toda la hoja o ramificarse. El con- 
junto de estas estructuras vasculares se denomina ve- 
nación y puede ponerse de manifiesto mediante una 
delicada maceración. Cada vena es el haz vascular con 
sus tejidos protectores (en las venas pequeñas) o un 
grupo de haces vasculares (en las grandes venas). 

En las dicotiledóneas la venación es reticular (véase 
Fig. 20.23.A). Las grandes venas que penetran se ramifi- 
can. La que entró por la base de la hoja es la mayor y 
forma la gran vena central o principal. De ella se van se- 
parando hacia los lados grandes ramas que se anasto- 
mosan entre sí. La vena central y estas grandes ramas 
forman resaltos en el envés de la hoja denominados 
costillas (véase Fig. 20.27.A). Además, se forman toda 
una serie de ramificaciones menores que unen la yema 
principal y las grandes venas. Estas ramas menores pe- 
netran en el mesófilo hasta que terminan en extremos 
ciegos, muy finos. 

En las monocotiledóneas la venación es paralela 
(véase Fig. 20.23.C). Las venas principales que entran 
en la hoja no se anastomosan, sino que continúan para- 
lelas hasta el final de su recorrido, donde convergen o 
no en la punta de la hoja. Todas las venas principales 
suelen ser del mismo calibre; cuando no lo son, las 
gruesas y delgadas alternan. Hay, además, venillas muy 
finas que interconectan las venas principales. 

En los helechos la venación es intermedia entre la de 
las dicotiledóneas y de las monocotiledóneas, pues es 
de tipo abierto, pero las venas se ramifican dicotómica- 
mente. 


Desarrollo del sistema vascular 


En una etapa temprana del desarrollo del primordio fo- 
liar de las dicotiledóneas, se observa ya la diferencia- 
ción del procambium en lo que será el nervio medio. 
Esta diferenciación se produce en secuencia acrópeta 
(desde la base hacia la punta de la hoja). 

Durante el crecimiento intercalar de la hoja se diferen- 
cia el procambium de los nervios laterales; primero el de 
los mayores y luego el de los más pequeños. La diferen- 
ciación de los nervios laterales mayores se hace desde el 
nervio central hacia los márgenes de la hoja. Los nervios 
pequeños se diferencian basipetamente (desde la punta 
de la hoja hacia la base). De este modo se constituye la 
red vascular de las dicotiledóneas (Fig. 20.30.A). 

En las monocotiledóneas, en vez de un nervio cen- 
tral principal se forman a la vez, y en secuencia acrópe- 
ta, varios nervios principales paralelos, que recorren la 
hoja. Posteriormente se diferencian los nervios peque- 
ños que unen entre sí los principales en secuencia basi- 
peta (Fig. 20.30.B). 

La diferenciación del procambium en protoxilema y 
protofloema se realiza de manera acrópeta durante el 
alargamiento de la hoja. El protofloema es el primero 
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Figura 20.29. A: Hoja de helecho (Polypodium) que muestra un haz vascular concéntrico perifloemático. X175. B: Hoja de 
Iris que muestra una simetría bilateral. Hay estomas (ES) en ambas superficies. X300. C: Hoja de palmera (Phoenix dactylifera). 
X15. D: Detalle de la figura anterior que muestra los haces vasculares. X100. Para todas las figuras, AB: superficie abaxial. 
AD: superficie adaxial. E: epidermis. F: floema. FE: fibras esclerenquimáticas. M: mesófilo. V: vaina del haz. X: xilema. A-D: 
Fucsina ácida-verde yodo. 
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que se forma. Si se realizan cortes transversales seria- 
dos de la hoja, en los cortes más apicales observamos 
sólo procambium, a continuación procambium y proto- 
floema, y en los cortes más cercanos al pecíolo protoxi- 
lema y protofloema (Fig. 20.30.C). La diferenciación se 
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C Diferenciación del floema y el xilema 


Figura 20.30. A-B: Desarrollo del sistema vascular en ho- 
jas de dicotiledóneas (A) y monocotiledóneas (B). C: De- 


sarrollo del floema y xilema. 
po J 


produce primero en los haces mayores y después en 
los haces más pequeños. 

Cuando se termina el alargamiento de la hoja, se di- 
ferencian de manera basípeta el metaxilema y el meta- 
floema; primero en los haces mayores y luego en los 
más pequeños. El protoxilema y protofloema pueden 
quedar destruidos durante el alargamiento de la hoja. 


Histología del sistema vascular 


Es frecuente que la vena gruesa o nervio principal tenga 
varios haces, pero uno de ellos, el central, predomina 
(véase Fig. 20.27.A). Este grupo de haces, junto con 
otros grupos que constituyen otros nervios, tienden a 
formar un círculo o semicírculo, aunque también pue- 
den situarse de forma irregular. 

Los haces mayores presentan xilema y floema en 
cantidad similar al haz principal del pecíolo y traza fo- 
liar; los haces menores también poseen estos compo- 
nentes, aunque en menor cantidad (véase Fig. 20.27.D). 
Los nervios mayores pueden tener tejidos primarios y 
secundarios, pero los menores sólo tienen primarios. 

Los haces vasculares de las venas suelen ser concén- 
tricos perifloemáticos en los helechos (véase Fig. 20.29.A) 
y colaterales en las monocotiledóneas (véanse Figs. 
20.29.B-20.29.D) y dicotiledóneas (véase Fig. 20.27.D) aun- 
que, en estas últimas, hay especies con hojas de haces bi- 
colaterales (véase Fig. 20.33.B). Si los haces son colatera- 
les, el xilema queda del lado adaxial y el líber del abaxial 
(como en el pecíolo), ya que son continuación de los ha- 
ces vasculares del tallo (véase Fig. 20.27.D). Si los haces 
son bicolaterales hay también floema del lado adaxial, 
pero éste desaparece en los nervios pequeños. 

El xilema posee tráqueas en los nervios mayores; en 
cambio, en los pequeños sólo hay traqueidas. El floema 
suelde faltar en los nervios pequeños. Así, puede decir- 
se que los tubos cribosos cesan antes que los leñosos, 
los cuales pueden alcanzar el final del hacecillo conte- 
niendo traqueidas como único elemento vascular (tra- 
queidas terminales). Estas traqueidas sirven más para 
almacenar agua que para distribuirla. En las venas pe- 
queñas de la mayoría de las dicotiledóneas, muchas de 
las células parenquimáticas y anexas del floema son cé- 
lulas de transferencia que captan azúcares del mesófilo 
y lo bombean a los tubos cribosos. 


Vaina del haz 


El sistema vascular de las hojas de las angiospermas 
está rodeado por una vaina de células que lo separan 
del mesófilo y que constituyen la vaina del haz vascular. 
Existen ciertas diferencias entre las dicotiledóneas y las 
monocotiledóneas. 


Dicotiledóneas 


Las células de la vaina del haz son parenquimáticas, 
alargadas en el sentido de la vena y de mayor tamaño 
que las del mesófilo (véanse Figs. 20.27.B y 20.27.C). 
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Sus paredes celulares son relativamente delgadas, pero 
más gruesas que las de las células del mesófilo, y el 
contenido de cloroplastos es muy variable. A veces apa- 
recen cristales en el interior de estas células. 

En las grandes venas, entre las células parenquimáti- 
cas de la vaina hay esclereidas y fibras. En las venas 
menores, las células de la vaina en contacto con ele- 
mentos cribosos son células de transferencia (también 
llamadas permeables en este caso), que muestran nu- 
merosos repliegues de la pared celular y están relacio- 
nadas con la translocación de sustancias desde el me- 
sófilo al sistema vascular. Hay dos tipos de células de 
transferencia: el tipo A, con repliegues en todas las pa- 
redes, aunque poco desarrollados en la cara que está 
en contacto con el tubo criboso; y el tipo B, con replie- 
gues en todas las caras, pero sobre todo en las paredes 
en contacto con tubos cribosos. Las células del tipo B se 
consideran parenquimáticas. 

En las grandes venas, además de la vaina del haz, 
existen unas estructuras conocidas como extensiones 
de la vaina. Estas extensiones consisten en células simi- 
lares a las de la vaina (parénquima y fibras) pero dis- 
puestas en filas que se extienden radialmente desde la 
vaina hasta la epidermis de una o ambas caras de la ho- 
ja. Su función es conducir productos desde los haces 
vasculares hasta la epidermis. 


Monocotiledóneas 


Muchas monocotiledóneas presentan una vaina del haz 
de una sola capa de células, similar a la de la vaina de las 
dicotiledóneas (véanse Figs. 20.29.B y 20.33.D). Existen 
también extensiones de la vaina, en las que predominan 
las fibras sobre las células parenquimáticas, por lo que 
desempeñan una función esquelética importante. En las 
hierbas panicoides, las células de esta única capa son cé- 
lulas parenquimáticas de paredes delgadas, volumino- 
sas, transparentes y con numerosos cloroplastos que ge- 
neralmente contienen almidón; de ahí que esta vaina 
reciba el nombre de banda amilifera (Fig. 20.31.A). 

En las hierbas festucoides se encuentran vainas de 
dos capas. La vaina externa es como la de las hierbas 
panicoides, mientras que la vaina interna está formada 
por células más pequeñas, de paredes más gruesas y 
con pocos cloroplastos. Las células de esta vaina inter- 
na pueden formar una verdadera endodermis, con ban- 
da de Caspary, o estar completamente lignificadas. A 
veces la vaina interna sólo está en el lado del floema 
(Fig. 20.31.B). 


SISTEMA MECÁNICO DE LAS HOJAS 


En general, el sistema de haces vasculares que forma la 
nervadura basta para dar consistencia a la hoja. Gene- 
ralmente, los nervios más gruesos, que forman resalto 
en la superficie abaxial, van acompañados de un grupo 
de fibras o de colénquima; cuando estos componentes 
faltan, son suplidos por un grupo de células turgentes 
que mantienen rígido el sistema. De esta manera, la 


nervadura de la hoja forma un armazón sobre el que se 
extiende el parénquima asimilador. 

Las hojas cuyo sistema mecánico estriba en gran par- 
te en la turgencia celular, son las que más fácilmente se 
tornan flácidas como consecuencia de la pérdida de 
agua, como ocurre en los géneros Aesculus y Cucurbita. 
Las hojas provistas de potentes sistemas mecánicos per- 
manecen en posición casi normal o incluso se enrollan, 
como se observa en los géneros Stipa, Festuca y Ammo- 
phila, para reducir la superficie transpirante (Fig. 20.32 y 
véase Fig. 20.27.E). 

En muchas monocotiledóneas como Lasiagrostis ca- 
lamagrostis, Hyparrhenia hirta y Desmotachya bipinnata, 
las fibras que acompañan al haz vascular forman una es- 
tructura en forma de T, que atraviesa todo el espesor de 
la hoja, y el propio haz vascular queda incluido dentro de 
esta estructura (Figs. 20.33.C, 20.33.D y véase Fig. 20.31). 
En las hojas de las gramíneas Festuca, Stipa y Ammophi- 
la las fibras puede formar una lámina continua, debajo 
de una de las caras de la hoja, o bien cordones a lo largo 
de ambas caras. El parénquima asimilador queda así se- 
parado por el tejido mecánico interpuesto (veánse Figs. 
20.27.E y 20.32). 

Los márgenes foliares quedan protegidos contra las 
desgarraduras por agrupaciones de fibras, como ocurre 
en Phormium tenax. En las hojas de muchas nidáceas, 
las costillas de los resaltos venosos consisten en un sa- 
liente epidérmico, por debajo del cual discurre un cor- 
dón fibroso a lo largo de toda la hoja; esta disposición 
proporciona resistencia contra el viento o los agentes 
nocivos. En otras plantas, los nervios corren paralelos a 
los bordes y confieren resistencia contra la laceración. 
La división de la hojas en lacinias (típica de las palmas) 
se considera muy útil para su resistencia: el viento des- 
garra las hojas amplias en lacinias. Los bordes revolu- 
tos también aumentan la resistencia. 


Las plantas xerófitas viven en climas áridos. Para sobre- 
vivir, estas plantas deben disminuir al máximo la trans- 
piración. Por ello, en comparación con las hojas de las 
plantas mesófitas, presentan modificaciones que indi- 
can su adaptación a estas condiciones de carencia hídri- 
ca. Las características histológicas más acusadas de es- 
tas hojas son las siguientes (Fig. 20.33.A): 


1. La relación superficie/volumen disminuye para re- 
ducir la transpiración. Por eso las hojas son poco 
aplanadas (carnosas). 

2. Las células epidérmicas poseen paredes muy en- 
grosadas, a veces lignificadas, y una gruesa cutícu- 
la. En algunas plantas la epidermis es estratificada. 

3. Presentan numerosos tricomas, que protegen de 
la luz excesiva y de la pérdida de agua. 

4. Hay numerosos estomas, pero cerrados durante 
el día o protegidos en criptas. 

5. Hay abundante parénquima en empalizada que 
puede formar varias capas y hallarse en ambas 
caras. 
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Figura 20.31. Vaina del haz en monocotiledóneas. A: Hoja de Hyparrhenia hirta cuya vaina consta de una sola capa de 
células con cloroplastos. B: Hoja de Desmotachya bipinnata que muestra una vaina constituida por una capa parenquima- 
tica externa de células grandes y una interior esclerenquimatica. (Modificado de Fahn A. Plant Anatomy. Pergamon Press, 


1982.) 


6. El parénquima lagunar es escaso o nulo; en su lu- 
gar hay un parénquima acuífero, que es un tejido 
almacenador de agua, con células que pueden 
hincharse de agua o recobrar su forma cuando el 
agua disminuye. 

7. El xilema es abundante. 


Estas plantas disponen de un sistema radical exten- 
sísimo cuyo xilema recoge gran cantidad de agua, que 
se almacena en el parénquima acuífero. En condiciones 
de aporte favorable de agua, aumenta la transpiración 
de la planta y se abren los numerosos estomas de la 
hoja. 
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Figura 20.32. Sistema mecánico 
esclerenquimático de la hoja de 
Festuca alpestris que muestra cor- 
dones esclerenquimáticos bajo los 
resaltos subepidérmicos que prote- 
gen del desgarramiento, en posi- 
ción de la hoja abierta y cerrada. 
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En algunas angiospermas herbáceas de climas ári- 
dos, el parénquima del mesófilo realiza una fase oscura 
de la fotosíntesis muy especial. Son las llamadas plantas 
C4 de las que se ha tratado anteriormente (véase página 
224). Estas plantas se agrupan en unas 10 familias entre 
las que se encuentran las aizoáceas, amarantáceas, com- 
puestas, quenopodiáceas, euforbiáceas, poáceas y por- 
tulacáceas. 

Las hierbas panicoides (con vaina del haz de una sola 
capa) siempre son C,. Las hierbas festucoides (con vai- 
na del haz de dos capas) pueden serlo o no. En las hier- 
bas Ca, las células de la única capa de la vaina, o de la 
capa externa si hay dos capas, presentan muchos cloro- 
plastos con pocos grana y gran cantidad de almidón 
que pasan al floema (Fig. 20.34.A). Las células del me- 
sófilo, en vez de formar parénquima en empalizada y 
parénquima lagunar, se distribuyen radialmente alrede- 
dor de la vaina del haz (distribución en corona). Los clo- 
roplastos de estas células son del tipo normal, con mu- 
chos grana y poco almidón (Fig. 20.34.B). 


Tienen caracteres xeromórficos las plantas como Ne- 
rium oleander (adelfa) que, sin vivir en climas desérti- 
cos, se han adaptado a esas condiciones, a veces por vi- 
vir en suelos de gran salinidad, lo que supone que hay 
poca agua disponible. 

En la adelfa la epidermis comprende tres estratos y 
está provista de una gruesa cutícula. Los estomas se 
hallan en el envés, en criptas estomáticas, protegidos 
por numerosos pelos unicelulares simples enrollados 
(Fig. 20.33.B). El parénquima en empalizada está muy 
desarrollado y comprende tres estratos bajo la superfi- 
cie adaxial. Bajo la epidermis abaxial hay un par de ca- 
pas de parénquima, que también puede considerarse 
del tipo en empalizada, aunque los espacios intercelula- 
res son más amplios. A diferencia de las plantas xerófi- 
tas, existe parénquima lagunar entre ambas capas de 
parénquima en empalizada. La vaina del haz consta de 
células esclerenquimáticas y el sistema vascular es bi- 
colateral. 


Las plantas hidrófitas viven en condiciones de gran hu- 
medad. Sus características principales son (Fig. 20.35 y 
veánse Figs. 17.20 y 17.21.A): 


1. Presentan una epidermis fina, con paredes y cutí- 
cula delgadas. Su función no es protectora sino 
de intercambio. Puede contener cloroplastos, y en 
las hojas sumergidas carece de estomas. En las 
hojas de plantas acuáticas, cuya superficie adaxial 
está en contacto con el aire y la abaxial con el 
agua, los estomas están al revés, esto es, hacia el 
sol. Algunas hojas acuáticas se dividen en lóbu- 
los, incrementando así la epidermis y la superficie 
de contacto con el aire. 

2. El parénquima en empalizada forma varias capas 
bajo la superficie adaxial; entre sus células hay 
grandes espacios con aire. 

3. En vez de parénquima lagunar hay un parénqui- 
ma de tipo aerifero, que contiene cavidades que 
recorren toda la hoja (cámaras aéreas o aeríferas), 
compartimentadas por delgados tabiques anasto- 
mosados. Estos tabiques constan de una sola ca- 
pa de células que contienen cloroplastos. Las cá- 
maras quedan interrumpidas por diafragmas, que 
son grupos de células de contorno hexagonal al 
corte transversal y que están íntimamente adosa- 
das unas a otras, excepto en los vértices, donde 
queda un fino poro anular que permite el paso de 
aire pero no de agua (Fig. 20.35). 

4. Presentan escaso desarrollo del sistema vascular, 
en el que predomina el xilema. 

5. Carecen de tejidos protectores, como el esclerén- 
quima. 


Las coníferas presentan hojas generalmente poco apla- 
nadas, muchas de ellas de forma más bien cilíndrica. Su 
principal característica es que están esclerosadas, esto 
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Figura 20.33. A: Hoja de Aloe que muestra una gruesa cutícula (C), estomas (flechas) y un parénquima uniforme formado 
por células voluminosas que almacenan agua (estrella). X300. B: Hoja de Nerium oleander que muestra una epidermis estratifi- 
cada con una gruesa cutícula y criptas estomáticas (CE) protegidas por largos pelos unicelulares (flechas). Flecha abierta: haz 
bicolateral. X175. C: Hoja de maíz (Zea mays). Flechas: haces vasculares. X20. D: Detalle de la figura anterior que muestra cé- 
lulas buliformes (CB). V: vaina del haz. X300. Para todas las figuras, AB: superficie abaxial. AD: superficie adaxial. C: cutícula. 
E: epidermis. F: floema. FE: fibras esclerenquimáticas. X: xilema. A-D: Fucsina ácida-verde yodo. 
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Figura 20.34. Cloroplastos en hoja de gramínea. A: Cloroplasto de la vaina del haz con abundante almidón y escasos grana. 
B: Cloroplasto del mesófilo con abundantes grana y escaso almidón. A y B: X12.500. (Cortesía de R. Valera y D. Tolivia.) 


es, lignificadas en gran parte, formando agujas duras y 
resistentes (Fig. 20.36.A). 

La epidermis de las gruesas hojas aciculares de Pinus 
consta de células de paredes extraordinariamente grue- 
sas, lignificadas, cubiertas por una gruesa cutícula. Hay 
estomas por toda la epidermis, en donde se sitúan hundi- 
dos, recubiertos por las células anexas (Fig. 20.36.B). 

Hay una hipodermis (excepto debajo de los estomas) 
de células parenquimáticas también lignificadas, en for- 
ma de fibras. Estas células son fotosintéticas y se cono- 
cen como clorénquima. En las coníferas es excepcional 
el verdadero parénquima en empalizada y es más fre- 
cuente en las gimnospermas no coníferas como Pseu- 
dotsuga y Cycas. 

Debido a la forma de la hoja, el mesófilo es igual en 
cualquiera de las caras y forma un cilindro bajo la epi- 
dermis; este cilindro rodea el sistema vascular. El mesó- 
filo consta de células parenquimáticas con cloroplastos 
e invaginaciones peculiares de la pared celular en for- 
ma de cresta. 

El mesófilo está atravesado por conductos resiniferos, 
situados principalmente bajo la epidermis. Los conduc- 
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Figura 20.35. Esquema del pecíolo de una hoja de planta 
acuática con parénquima aerífero y dispositivos tipo dia- 
fragma. 
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tos consisten en una capa interna de células secretoras 
que vierten la resina a la luz del conducto, rodeada por 
otra capa de elementos mecánicos. Las células secreto- 
ras poseen plastidios rodeados por retículo endoplasmá- 
tico, que es liso del lado del plastidio y rugoso del lado 
opuesto. 

En las especies con hojas más aplanadas suele ha- 
ber varios haces vasculares paralelos y no ramificados. 
En las especies con hojas más cilíndricas como el pino, 
el sistema vascular consta de dos haces vasculares pa- 
ralelos, que se disponen con una simetría bilateral en el 
centro de la hoja, de modo que hay un haz a cada lado 
del plano de simetría. En cada haz el xilema queda del 
lado aplanado de la hoja y el floema del lado curvo. 
Suele haber un cambium vascular que forma floema se- 
cundario y escaso o nulo xilema secundario. 

En las coníferas, en vez de la vaina del haz se encuen- 
tra el denominado tejido de transfusión (Fig. 20.36.A), 
que consta de: 


1. Traqueidas, que rodean los vasos del xilema y se 
disponen radialmente respecto a la vena. Las tra- 
queidas más próximas al xilema son alargadas, 
mientras que las más separadas de éste se pare- 
cen más a células parenquimáticas, con paredes 
delgadas poco lignificadas y punteaduras areola- 
das. 

2. Células parenquimáticas vivas que rodean al líber. 
Estas células tienen paredes relativamente delga- 
das, contienen taninos y resinas, y en algunas épo- 
cas del año, almacenan sustancias de reserva trans- 
formándose en células albuminíferas. 


Recubriendo los haces y el tejido del transfusión hay 
una verdadera endodermis con banda de Caspary, aun- 
que los estudios ultraestructurales han puesto en duda 
que exista una verdadera banda lignosuberificada. El 
tejido de transfusión desempeña un papel importante 
en el paso de agua y nutrientes entre el mesófilo y el 
sistema vascular. 

En algunas gimnospermas no coníferas, como en 
Cycas, además del tejido de transfusión hay un tejido 
accesorio de transfusión, constituido por traqueidas alar- 
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Figura 20.36. A: Hoja de Pinus pinaster. Bajo la epidermis (E) hay una hipodermis esclerificada (H). El parénquima (P) pre- 
senta paredes celulares esclerificadas que forman proyecciones hacia el interior. R: conducto resinífero. TT: tejido de transfu- 
sión. X: xilema. F: floema. X150. B: Detalle de la figura anterior. E: epidermis. H: hipodermis. P: parénquima. B: braquiesclerei- 
das. X500. A y B: Fucsina ácida-verde yodo. (Cortesía de B. Román.) ) 


gadas, dispuestas en el plano horizontal comprendido 
entre el parénquima en empalizada y el parénquima la- 
gunar, y que se extienden entre los tejidos de transfu- 
sión de las diferentes venas. De este modo el tejido 
accesorio de transfusión distribuye agua por el mesófilo. 


En muchos países templados, las hojas nacidas en pri- 
mavera caen al llegar los primeros fríos otoñales (espe- 
cies de hojas caducifolias). En otras especies las hojas 
se mantienen durante varios períodos vegetativos y ge- 
neralmente nunca dejan la planta desprovista de ellas, 
estableciéndose un equilibrio entre la formación y caída 
de la hoja. Éstas son las plantas siempre verdes. Las ho- 
jas viejas pueden distinguirse por su color más oscuro. 

En ciertas especies las hojas se secan en otoño, pero 
no caen hasta bien entrado el invierno. En las palmas 
las hojas viejas cuelgan debajo del penacho foliar apical 
(hojas marcescentes). En las plantas anuales las hojas 
mueren con la planta, y en las bienales pueden invernar 
con la planta, aunque su función asimiladora no suele 
recuperarse. Verdaderas hojas persistentes son los de 
Welwitschia mirabilis, con sólo dos hojas, los cotiledo- 
nes, que van creciendo en su base, por obra de un me- 
ristemo que funciona a guisa de cambium. Es el único 
caso probado de una formación secundaria foliar. La 
parte más vieja se seca y es reabsorbida por el resto de 
la hoja, en continuo alargamiento. 

La planta reduce enormemente la superficie transpi- 
rante al caer las hojas, de forma que puede resistir los 
períodos fríos o los de gran sequía en estado de vida 
amortiguada. Cuando una hoja muere, antes de caer, 


los polímeros celulares son degradados y los azúcares, 
los aminoácidos y los ¡ones resultantes se reciclan ha- 
cia la planta, de modo que se aprovechen la mayor par- 
te de los materiales que pueden ser útiles al organismo. 
El exceso de sales queda en las hojas que caen, y de es- 
ta manera la planta se exonera de las materias inútiles y 
dañinas. 

El desprendimiento ocurre siempre de manera deter- 
minada, en un punto fijo del pecíolo, donde la hoja deja 
una cicatriz al desasirse. Sólo en pocos casos, sobre to- 
do en las monocotiledóneas, la caída de la hoja se pro- 
duce de modo irregular o por marcescencia, como en 
las palmas. 

La caída de la hoja se debe a los cambios celulares 
en una zona próxima a la base del pecíolo denominada 
zona de abscisión. Para que se produzca el desprendi- 
miento, en dicha zona se forma una capa aislante o teji- 
do de separación (Fig. 20.37). Las transformaciones ce- 
lulares en esta zona de separación varían. En algunos 
casos se produce la disolución de la pared celular: las 
células responden a la combinación del ácido abscísico 
con otros reguladores endógenos sintetizando pectina- 
sa y otras enzimas que digieren la celulosa y compo- 
nentes de la pared celular, produciendo la disgregación 
de las células de esta capa. En otros casos, la separa- 
ción de las células de esta zona tiene lugar por vía es- 
quizógena. En el tejido de separación no hay tráqueas 
sino sólo traqueidas, con lo que se reduce el peligro de 
émbolos debidos a la penetración de aire en el sistema 
vascular, al desprenderse la hoja o cuando ésta es mor- 
dida por un herbívoro. Por encima de esa capa se forma 
un estrato lignificado o cicatriz del pecíolo. 

Una vez que se ha producido el desprendimiento, en 
la base del pecíolo por debajo de la capa de separación 
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(en la porción que subsiste unida a la planta) tiene lugar 
la aparición de un cojinete cicatricial o capa de protec- 
ción, con células lignosuberificadas, las cuales son pro- 
ducidas por un estrato de células cambiales o cambium 
cicatricial situado por debajo del cojinete, más en la ba- 
se del pecíolo. 

El cambium cicatricial también produce, pero en di- 
rección contraria (hacia abajo), células suberificadas o 
del tipo felodermis. Estas células se continúan con el 
súber y felodermis del tallo (Fig. 20.37). 

En algunas dicotiledóneas, la estructura que origina el 
desprendimiento se complica al formarse una segunda 
capa de separación por encima del cojinete cicatricial. 

En las coníferas la abscisión de la hoja ocurre porque 
un estrato de células de pared lignificada se insinúa en 
la base foliar; primero aparecen en la parte ventral de la 
hoja, y después se van extendiendo hacia la dorsal. Es- 
tas células actúan como un diafragma que va reducien- 
do su diámetro hasta que corta la conexión con la base 
foliar y provoca el desprendimiento. 

El proceso de desfoliación se llama corismo y apare- 
ce no sólo en relación con factores estacionales periddi- 
cos (autocorismo), sino como consecuencia de lesiones 
traumáticas o parasitarias, elevaciones súbitas de tem- 
peratura, variaciones en la concentración de CO,, enve- 
nenamientos de gas, etc. En estos casos se trata de una 
verdadera expulsión de las hojas. 


Las primeras hojas son los cotiledones embrionarios que 
almacenan sustancias que después ceden a la planta en 
desarrollo. En algunas plantas llegan a salir con el tallo y 
asimilan durante algún tiempo como las hojas normales. 

Las brácteas o hipsófilos son hojas muy simples, con 
poca clorofila. Se disponen a lo largo de los tallos prote- 
giendo las inflorescencias. A veces, como en Allium, en- 
vuelven por completo las flores y se rasgan sólo cuando 
éstas se abren. En Helleborus foetidus puede seguirse el 
tránsito de hipsófilos a hojas pecioladas normales, con 
todas sus fases intermedias. 


Las hojas de los bulbos de cebolla se llaman cotafi- 
los. Las más externas son papiráceas y sirven de pro- 
tección a las internas, más carnosas porque contienen 
reservas de materiales y de agua, y protegen la yema 
encerrada. 

Se denomina heterofilia el fenómeno que se da en las 
plantas que presentan toda una gama de hojas a lo largo 
del tallo. Unas se producen en verano y otras en invier- 
no, lo que puede provocar confusión en la clasificación 
sistemática. En algunas plantas acuáticas, como Ranun- 
culus aquatilis, hay dos tipos de hojas a la vez: las hojas 
sumergidas, que son lacinadas, con lacinias casi filifor- 
mes, sin estomas; y las hojas emergidas, que tienen lim- 
bo entero o poco dividido. 

Las hojas pueden crear sistemas de defensa contra 
los ataques de animales, transformándose en espinas. 
Hay tallos que no tienen hojas sino sólo espinas y el 
mismo tallo se vuelve asimilador. Otras veces la espi- 
nas están sólo en el margen de las hojas. 

Las hojas también pueden dar lugar a zarcillos. A ve- 
ces estos zarcillos sólo se forman en la parte final del 
limbo, para enroscarse al soporte. En ocasiones los zar- 
cillos son rectos y acaban en garfios. 

Las modificaciones más sorprendentes de las hojas se 
dan en las plantas carnívoras. En algunos grupos de plan- 
tas, capaces de capturar pequeños insectos o crustáceos 
que utilizan como alimento nitrogenado, se observan mo- 
dificaciones muy profundas de las hojas. Su conforma- 
ción es diversa según la forma de captura. Unas son como 
órganos de presa, otras como artificios de enroscamiento, 
provistos de tentáculos con secreciones pegajosas. 

En las nepentáceas (selus de Ceilán), la hoja normal 
se prolonga en un zarcillo que en su extremo tiene una 
urna con tapadera (ascidio). En el borde del ascidio hay 
muchos pelos dirigidos hacia dentro y glándulas secreto- 
ras. La pared del ascidio es resbaladiza y en el fondo hay 
líquido con enzimas proteolíticas que digieren el insecto. 

Entre las lentibulariáceas, un ejemplar carnívoro típi- 
co es la Utricularia vulgaris, frecuente en las aguas es- 
tancadas de Europa. Es una planta flotante y sin raíces 
cuyas hojas poseen algunas diferenciaciones a modo 
de cerdas y otras en forma de vesículas. Cuando las pre- 
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sas se ponen en contacto con las cerdas, se provoca una 
corriente de agua que las arrastra al interior de las vesí- 
culas, donde son digeridas por glándulas. Las vesículas 
están provistas de una entrada en forma de válvula que 
permite la entrada pero no la salida de las presas. 

En otras plantas acuáticas, como Alchovarda vesicu- 
losa, la hoja se divide en láminas, y entre las láminas 
hay dos valvas con cerdas. Cuando el insecto establece 
contacto con las cerdas se cierran las valvas. 

La Dionaea de América del Sur (atrapamoscas) pre- 
senta el mismo sistema de valvas. Hay unas cerdas sen- 
sitivas en cuya base hay células de pared muy fina. Con 


la presión de la cerda, estas células se comprimen y el 
impulso es transmitido a la charnela de las valvas, que 
se cierra. 

En otras especies como Drosera (común en Europa), 
las hojas poseen numerosas prominencias, a modo de 
tentáculos, que están recorridos en su interior por un 
haz de traqueidas terminadas en un estrato glandular, 
secretor de la materia glutinosa destinada a enroscar la 
presa y a retenerla. Cuando se toca un tentáculo, el im- 
pulso se transmite a los demás tentáculos de la hoja, 
que se encorvan sobre el que ha retenido la presa y la 
digieren. 
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SEXUAL 


REPRODUCCIÓN S EXUAL Y ASEXUAL 


En los vegetales superiores la reproducción puede ser 
de dos formas: 


1. Vegetativa o asexual. Algunas porciones del tejido 
de la planta son capaces de reproducir el tejido y 
el individuo completo. En este tipo de reproduc- 
ción se basa la práctica de plantar yemas, bulbi- 
llos, propágalos, coridios u órganos enteros que 
originan un nuevo organismo. 

2. Sexual o gámica. Tiene lugar mediante la produc- 
ción de gametos (masculinos y femeninos), que 
son células haploides. Esta reproducción acaece 
mediante el proceso conocido como alternancia 
de generaciones, que se desarrolla del modo si- 
guiente (Fig. 21.1): el gameto masculino se conju- 
ga con el femenino en el proceso llamado fecun- 
dación, para dar lugar a un cigoto diploide, que se 
desarrolla en un individuo llamado esporofito. Es- 
te realiza la meiosis para formar esporas haploi- 
des. Cada espora desarrolla un individuo entero 
haploide denominado gametofito. El gametofito, 
sin reducción meiótica, produce gametos haploi- 
des, y el ciclo se repite. Así pues, la generación di- 


ploide y la haploide se alternan. La duración y el 
grado de desarrollo de cada una de estas fases 
depende del tipo de planta esporofita. 


En los musgos la fase predominante es el gametofito 
(haploide), que se desarrolla como un tallito y hojas. En 
los extremos se hallan los brotes, donde se desarrollan 
los órganos sexuales: anteridios (producen los gametos 
masculinos) y arquegonios (producen los gametos fe- 
meninos) (Fig. 21.2). El anteridio es esférico y consta de 
un estrato protector externo y un estrato interno cuyas 
células, al madurar, se convierten en anterozoides bifla- 
gelados (no hay meiosis, pues estas células eran ya ha- 
ploides). El arquegonio tiene forma de botella, con un 
estrato externo protector y una sola ovocélula en el in- 
terior. La ovocélula fecundada permanece en el arque- 
gonio y desarrolla el esporofito (diploide), con un pie 
basal y un tallito en cuyo extremo se forma el esporan- 
gio. Las células del esporangio realizan la meiosis y dan 
lugar a esporas (haploides), que germinan fomando el 
gametofito. 

En los helechos la fase predominante es el esporofi- 
to (diploide). El gametofito (haploide) es pequeño y tie- 


Espora 


Gametofito 


Y Meiosis 
== —— + 


Gametos 


Esporofito Esporas 


Figura 21.1. Esquema que ilustra la alternancia de generaciones en los vegetales. El desarrollo de una espora (haploide) pro- 
duce el gametofito, también haploide. Este —sin meiosis— forma los gametos masculinos o femeninos. La unión de un gameto 
masculino a otro femenino da lugar al esporofito (diploide), el cual produce las esporas, repitiéndose el ciclo. 
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Ovocélula que origina 
el esporofito (diploide) 


Células que originan 
al ser fecundada 


gametos masculinos 
por mitosis 


A Anteridio (haploide) B  Arquegonio (haploide) 
Figura 21.2. Representación idealizada de los órganos 
productores de gametos masculinos (anteridio) y femeni- 


nos (arquegonio) en hepáticas. 


ne forma de corazón con rizoide. Se denomina prótalo y 
vive en el suelo el tiempo necesario para producir los 
gametos, que se conjugan para originar el esporofito. 
Éste es el helecho típico. En el envés de sus hojas se 
desarrollan en pequeños grupos los esporangios llama- 
dos soros, donde tiene lugar la meiosis, y se forman las 
esporas. 

A continuación expondremos la reproducción sexual 
en las angiospermas, en las que la fase haploide (game- 
tofito) queda sumamente reducida, y el desarrollo de la 
semilla y el fruto. Para terminar, describiremos breve- 
mente la reproducción sexual de las gimnospermas, 
que presenta interesantes diferencias con respecto a la 
anterior. 


LA FLOR DE LAS ANGIOSPERMAS 


En las angiospermas, la función reproductora se locali- 
za en un órgano especial llamado flor, en el que se reú- 
nen los elementos sexuales que llevan a término el pro- 
ceso reproductor. 

La flor se puede considerar como un eje caulinar, de- 
nominado pedúnculo, más o menos reducido y de creci- 
miento definido, que se ensancha en el extremo apical 
formando el tálamo o receptáculo, para dar asiento a los 
verticilos florales (conjunto de elementos de la flor dis- 
puestos en el mismo plano). Los verticilos son filomas 
(elementos de la flor) diversamente transformados que 
constituyen tanto los verdaderos órganos sexuales (an- 
droceo y gineceo), como otra serie de filomas particula- 
res (cáliz y corola). Estos filomas se encargan de una fun- 
ción colateral, de tipo auxiliar, del proceso reproductor, 
bien porque protegen los órganos sexuales (cáliz) o por- 
que, con sus vistosos colores o perfumes (corola), atraen 
insectos que facilitan el transporte del polen. Los vertici- 
los florales se originan en el período reproductor a partir 
del meristemo apical del eje principal o de las ramas late- 
rales. Las hojas de estos verticilos carecen de yemas axi- 
lares, aunque éstas pueden formarse si llega un exceso 
de materiales nutritivos. 

Aunque existen muchas variaciones entre especies, 
en una flor podemos encontrar, del exterior al interior, los 
siguientes verticilos (Fig. 21.3): 


1. Perianto (verticilos protectores). Está formado 
por: 


— Los sépalos, cuyo conjunto forma el cáliz. Son 
varias hojitas ovales, dispuestas en círculo so- 
bre el tálamo. 

— Los pétalos, que forman la corola. Envuelven 
los órganos propiamente reproductores. La 
disposición de los pétalos o sépalos en el ca- 
pullo se llama perfloración. 


— Por fuera del perianto puede haber hojas mo- 
dificadas, protectoras, llamadas brácteas. 


2. Órganos reproductores. Están constituidos por: 


— Los estambres, cuyo conjunto forma el andro- 
ceo. Son un grupo de filamentos rematados en 
una dilatación apical llamada antera, donde se 
forma el gametofito masculino. 

— Los carpelos, que en conjunto forman el gine- 
ceo. Cada carpelo tiene forma de botella, con 
una parte basal dilatada (el ovario, donde se 
forma el gametofito femenino), que se conti- 
núa en un cuello alargado (el estilo) y termina 
en un ápice engrosado especializado para la 
polinización (el estigma). 


El número de verticilos varía de uno a 16. En general, 
el perianto consta de dos verticilos (cáliz y corola), el 


Estambre { 


Estigma 


Estilo} Pistilo 
Ovario 


Tubo polínico 


Rudimento seminal 


Pétalo Tálamo 


Figura 21.3. Componentes de la flor. 
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androceo de uno o dos y el gineceo de uno (con pocos 
carpelos). De ello se deduce que la flor suele tener de 
cuatro a cinco verticilos, es decir, es tetracíclica o penta- 
cíclica. El número de hojas de cada verticilo puede tam- 
bién variar (de uno a 30). Las flores en las que todos los 
verticilos tienen igual número de piezas se llaman euci- 
clicas o isómeras, y las que no presentan esta caracte- 
rística se llaman heterocíclicas o heterómeras. 

La naturaleza foliar de las partes que compone una 
flor se deduce de la observación de todas las formas de 
tránsito entre hojas normales y verticilos florales: hay 
sépalos muy semejantes a hojas; pétalos semejantes a 
sépalos y estambres que parecen pétalos muy reduci- 
dos cuya lámina se convierte en el filamento estaminal 
y el extremo en tejido esporógeno fértil. 


El inicio de la floración se anuncia por un alargamiento 
de los entrenudos de los brotes apicales del tallo y la 
formación de yemas axilares. El brote se hace más cóni- 
co y alargado. En su interior las células se vuelven mu- 
cho más activas, desarrollando retículo endoplasmático 
liso y rugoso y complejos de Golgi. Pronto se distin- 
guen dos zonas de células que recuerdan la distribución 
túnica-corpus de los ápices vegetativos: una zona peri- 
férica de células pequeñas, que se tiñen intensamente y 
un cuerpo central de células más grandes y vacuoladas 
rodeado por la zona periférica. La actividad mitótica 
queda restringida a la zona periférica, donde se origina- 
rán los verticilos de la flor. 

En el desarrollo de la flor no hay crecimiento interca- 
lar en la base de los entrenudos; por ello, los diferentes 
verticilos quedan próximos entre sí, casi superpuestos. 
Los componentes de cada verticilo se disponen al mis- 
mo nivel (disposición cíclica) o a diferentes niveles (dis- 
posición helicada). 

Los verticilos pueden aparecer en el orden que co- 
rresponde a su posición en el tálamo (cáliz, corola, es- 
tambres y carpelos) o en otro orden. El ritmo de creci- 
miento de cada verticilo suele diferir de el de los demás 
y no guarda relación con la cronología de su aparición. 
Así, los pétalos suelen aparecer antes que los estam- 
bres, pero se desarrollan luego con más lentitud. Los 
carpelos crecen al principio más rápidamente que los 
estambres, pero su crecimiento se detiene antes que el 
de los estambres, que al final rebasan a los carpelos, 
quedando la antera en una posición idónea para des- 
prender el polen. 

Los componentes del perianto se desarrollan de mo- 
do similar a las hojas en el ápice vegetativo. Comienzan 
a formarse mediante divisiones periclinales en una o 
más capas celulares próximas a la superficie del ápice 
floral. El crecimiento en longitud se realiza por un grupo 
de células meristemáticas apicales cuya actividad cesa 
pronto y es sustituida por un crecimiento intercalar. Los 
meristemos marginales se encargan del crecimiento en 
anchura. 

Los estambres se originan a partir de células superfi- 
ciales del ápice floral o de tejidos más profundos. El cre- 
cimiento del estambre se inicia a partir de un meriste- 


mo apical; después sigue un crecimiento intercalar. De- 
bido a la forma alargada del filamento, el crecimiento 
marginal sólo se produce en la antera. 

Los carpelos parecen originarse a partir de tejidos la- 
terales del ápice floral, como el perianto. La placenta y 
los óvulos —que se explicarán más adelante— parecen 
formarse a partir de tejidos situados más axialmente. El 
desarrollo de los carpelos se produce por la acción de 
meristemos apicales, intercalares y marginales. 

Los componentes de cada verticilo pueden permane- 
cer individualizados o fusionarse entre sí de diversas 
formas. Lo mismo ocurre con verticilos enteros que 
pueden fusionarse a otros verticilos. Es muy frecuente 
que los carpelos aparezcan unidos, sobre todo en las di- 
cotiledóneas. Una vez completado el desarrollo, puede 
ocurrir que se observen las suturas correspondientes a 
las fusiones mencionadas, o que estas suturas se bo- 
rren debido a divisiones celulares en la zona de contac- 
to entre verticilos. 

La diferenciación de los tejidos vasculares de la flor 
presenta variaciones entre las especies. Así como en al- 
gunas plantas la diferenciación del procambium es 
acrópeta, en otras es basípeta. El desarrollo del xilema 
y el floema a partir del procambium tiene también lugar 
de formas diversas. Lo más frecuente es que ambos 
aparezcan en uno o más lugares a lo largo del ápice fo- 
liar y avancen tanto hacia la base como hacia el extre- 
mo de la flor. 


El pedúnculo comprende, al menos, la distancia entre la 
flor y el último entrenudo, porque puede ser que tenga 
hojas más cerca del tallo. Si falta el pedúnculo la flor es 
sésil. 

La histología del pedúnculo es muy semejante a la del 
tallo, aunque se observan modificaciones en cada uno 
de los elementos del sistema vascular, motivadas por las 
peculiares funciones, ya que los líquidos se mueven prin- 
cipalmente en un solo sentido (hacia la flor). 

El tálamo o receptáculo (la parte externa del pedún- 
culo, donde se originan los verticilos florales) tiene for- 
ma de eje con entrenudos muy acortados, de modo que 
normalmente los distintos verticilos se encuentran muy 
próximos. Esta forma del tálamo determina un comple- 
jo de relaciones entre el ovario y los verticilos florales. 
Cuando el tálamo tiene forma convexa, el ovario queda 
súpero respecto a los otros verticilos (flor hipógina). Si 
tiene forma cóncava, el ovario es ínfero (flor epígina). 
Si queda a media altura (un poco hundido) es semi-infe- 
ro, y la flor es perígina. 

La parte superior del tálamo puede dilatarse e hiper- 
trofiarse hasta formar un disco (situado debajo del ova- 
rio) o un anillo. Ambas estructuras funcionan a menudo 
como órganos secretores de néctar. Los nectarios están 
constituidos por células más pequeñas que las adya- 
centes, con un hacecillo liberoleñoso que las atraviesa, 
en relación con el de los estambres. Hay estomas, y en 
la cámara subestomática se segrega el néctar, que atrae 
a los insectos. De este modo, los prónubos están obli- 
gados a seguir un camino preestablecido para llegar 
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hasta el néctar y en este camino encuentran el polen, 
que se queda adherido a ellos; así, el néctar sirve para 
la polinización entomógama. 


Es un verticilo formado por varios sépalos, de color ver- 
doso y forma simple. Los sépalos pueden estar libres 
entre sí (flor dialisépala) y ser todos iguales o desigua- 
les. A veces se sueldan varios de ellos (los más grandes 
entre sí y los más pequeños entre sí), manteniendo ge- 
neralmente la simetría. Si están todos fundidos el cáliz 
se llama gamosépalo, y presenta el aspecto de tubo que 
se abre en la parte superior formando un limbo. Así 
puede hablarse de cálices partidos, hendidos, etcétera. 

Los sépalos poseen una estructura muy semejante a 
la de las hojas normales. Suelen tener una epidermis en 
cada cara con algunos estomas. La epidermis externa 
puede ser papilar o glandular. 

Entre ambas epidermis hay un parénquima de célu- 
las redondeadas o poliédricas. En algunas zonas, la por- 
ción central parenquimática puede poseer también un 
estrato en empalizada. Por lo regular, la clorofila es mu- 
cho más abundante en la cara externa de la flor, más 
iluminada, que corresponde al envés de la hoja normal. 
Pero si el cáliz se abre mucho, las células que tienen 
más clorofila son las de la otra cara. 

Por el espesor del parénquima discurren haces vas- 
culares orientados de manera que la porción liberiana 
mira a la parte externa de la flor y el leño a la interna. 

Cuando los sépalos tienen aspecto petaloideo, su es- 
tructura es como la de los pétalos. A veces pueden 
transformarse en espinas o incluso volverse carnosos y 
constituir la parte comestible de la fruta, como en las 
moras (Morus). 

El cáliz puede ser caduco (se desprende al abrirse la 
flor), caedizo (se separa al abrirse la flor), deciduo (se 
cae juntamente con la corola después de la fecunda- 
ción) o persistente (generalmente unido al cáliz acres- 
cente, que forma una envoltura membranosa alrededor 
del fruto). 

En algunas especies, el pedúnculo puede traer otras 
hojitas que, por lo general, se sitúan inmediatamente de- 
bajo del cáliz. Estas hojitas forman el calículo y tienen 
una función protectora, como los sépalos. Generalmente 
el número de piezas no corresponde con el de sépalos. 


La corola está constituida por pétalos, que se distin- 
guen de los sépalos por el color vivo de los primeros. 
No obstante, a veces los pétalos se parecen a los sépa- 
los, y se dice entonces que son sepaloideos. Existen 
también formas intermedias tanto por su forma como 
por su función. 

A semejanza del cáliz, se puede hablar de corola ga- 
mopétala y dialipétala según que los pétalos estén fusio- 
nados o libres, respectivamente. La corola es actinomor- 
fa si los pétalos son todos iguales y simétricos respecto a 


un eje, y es cigomorfa si los pétalos son de tamaños dife- 
rentes y están dispuestos simétricamente respecto a un 
plano. 

La estructura histológica de los pétalos recuerda a la 
de las hojas y, sobre todo, a la de los sépalos. Hay mu- 
chas variaciones de unas plantas a otras. Como ejemplo 
describiremos el caso de Ranunculus acer. En ella hay 
dos epidermis con algún estoma. La superficie externa 
tiene una estructura bastante regular; la interna posee 
células más pequeñas y un poco hinchadas, en forma 
de botellita, con paredes anticlinales onduladas que de- 
jan espacios intercelulares, aunque recubiertos de cutí- 
cula. Puede haber tricomas. El parénquima entre ambas 
epidermis consta de células que dejan entre sí escasos 
espacios intercelulares y contienen cromoplastos. Por 
el centro pasan los haces conductores, menos desarro- 
llados que en los sépalos, con el leño hacia la cara inter- 
na y el líber hacia la externa. 

En los pétalos de la capuchina (Tropaeolum majus), 
la epidermis externa es normal, pero la interna posee 
células prolongadas en papilas cónicas que confieren a 
la superficie un aspecto aterciopelado. El parénquima 
central tiene células alargadas en la dirección longitudi- 
nal de la lámina, y mucho más estrechas en dirección 
transversal. 

En los pétalos suele faltar el colénquima (presente 
en los pétalos sepaloideos, verdosos), y el sistema vas- 
cular está muy reducido; incluso la consistencia de sus 
paredes celulares es muy débil, de lo cual resulta la de- 
licadeza de los pétalos de muchas especies. Los tejidos 
petalinos segregan perfumes de naturaleza química 
muy diversa: indoloides (huelen a sustancias en putre- 
facción), aminoides (derivados de aminas), benzoloides 
(esencias del benceno), parafinoides (alcoholes o áci- 
dos grasos y sus ésteres) o terpenoides (terpenos). Es- 
tos olores se segregan por la superficie exterior, por la 
interior o por ambas. 

En el color de los pétalos intervienen dos factores: 
a) pigmentos antocianínicos disueltos en el jugo vacuo- 
lar y que dan coloraciones purpúreas, azules o violetas; 
y b) cromoplastos diversamente coloreados que contie- 
nen sobre todo carotenos (rojos) y xantofila (amarillos) 
y producen coloraciones dentro de esta gama. Los cro- 
moplastos se encuentran en las células epidérmicas o 
en el parénquima, según las flores. La tersura de los es- 
tratos epidérmicos favorece que las láminas cuticulares 
se dispongan en un estado terso tal que la cutícula sea 
capaz de reflejar la luz cual si se tratase de un espejo. 
De ahí la brillantez casi metálica que se observa en mu- 
chas flores cuando se acaban de abrir, y que cesa com- 
pletamente en cuanto los pétalos se marchitan, por re- 
lajarse el estrato cuticular. Algunas flores, como las de 
corolas antocianínicas rojas, pueden absorber gran par- 
te de las radiaciones ultravioletas; otras flores, de color 
anaranjado, como las de los géneros Arnica y Doroni- 
cum, reflejan dichas radiaciones. 

La duración de la corola es bastante limitada. Gene- 
ralmente se marchita y cae después de la fecundación. 
Las orquídeas cultivadas que, por falta de prónubos, no 
llegan a fecundarse, pueden conservar frescas las flores 
durante muchos días, mientras que las fecundadas se 
marchitan rápidamente. En las flores dobles o estériles 
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la duración de la corola es mayor que en las fecunda- 
bles. En ciertos casos, la corola se agranda tras la fecun- 
dación y se vuelve membranosa y persistente. Si los 
elementos del cáliz y la corola son iguales, se habla de 
tépalos. A veces los pétalos son extremadamente redu- 
cidos, como en las gramíneas, y se llaman lodículos. En 
algunas plantas, a la verdadera corola se agrega un co- 
llarcito de intensa coloración: es la paracorola, formada 
por apéndices de los estambres soldados. 


CARACTERÍSTICAS GENERALES 


Constituye el aparato sexual masculino. Lo forman un 
número variable de estambres, insertos sobre el tálamo 
o sobre la corola (Fig. 21.4.A). Cada estambre consta de 
filamento y antera. 

El estambre puede surgir del tálamo y quedar libre o 
soldarse a la corola (epicoralinos) o al ovario (epíginos). 
Si los estambres están soldados (por los filamentos o 
por las anteras) se llaman singenéticos. Estos estambres 
forman grupos concrescentes. La concrescencia puede 
ser a veces total, como en las cucurbitáceas. Según estén 
libres o soldados los estambres se habla de flores dialis- 
témonas o gamostémonas, respectivamente. 

El número de estambres suele ser igual o múltiplo del 
número de pétalos. Dependiendo del número de estam- 
bres, las flores se llaman monandras, triandras o polian- 
dras. Y según el número de grupos de estambres singené- 
ticos se denominan monoadelfas, triadelfas o poliadelfas. 


FILAMENTO 


El filamento suele ser de color blanco y con sección cir- 
cular o un poco comprimida (Fig. 21.4.B). La epidermis 
es cutinizada y posee tricomas y estomas. Entre ambas 
epidermis hay un parénquima normal, vacuolado, con 
pigmentos disueltos y escasos espacios intercelulares. 
Está recorrido longitudinalmente por un haz conductor 
colateral, en posición central, con el leño mirando al 
centro de la flor y el líber hacia fuera. 

El filamento se adelgaza casi siempre al aproximarse 
a la antera, con la que se une oblicuamente en el conec- 
tivo que une ambas tecas. 


ANTERA 


La antera es la parte fértil del estambre. Su forma es 
muy variada: puede ser ovoide, elíptica, tetraédrica, 
globular, etc. Consta de dos tecas separadas por un sur- 
co medial bien visible (conectivo) en el que se inserta el 
filamento. Cada teca se compone de dos cavidades (sa- 
cos polínicos) separadas también por un surco mucho 
menos evidente (Fig. 21.4). La morfología de estos sa- 
cos es también muy variada y tiene importancia taxonó- 
mica. De ella se sirvió Linneo para establecer las gran- 
des categorías de clasificación sexual. 


Conectivo 


El conectivo puede ser más ancho en la base, o nudoso, 
de contorno irregular o ramificado, o puede faltar. Pue- 
de extenderse desde la base al ápice de las tecas unidas 
por él (el caso más frecuente). Pero también puede unir- 
se a las tecas sólo en una parte de éstas: bien en el ápi- 
ce (y la separación de las tecas queda en la base), en la 
base (anteras colgantes), o en la parte media. Dentro 
del conectivo la inserción del filamento es también va- 
riable. Las anteras se orientan de forma diversa: pueden 
mirar al interior (introrsas), al exterior (extrorsas) o a un 
punto intermedio (laterales). 


Estructura de la antera joven 


Al iniciar su desarrollo, la antera joven está constituida 
por un tejido meristemático homogéneo, rodeado por la 
protodermis (Fig. 21.5.A). Más tarde aparece un hacecillo 
liberoleñoso, que es prolongación del haz del filamento. 
Este haz pasa a lo largo del conectivo y emite una rama 
para cada teca, donde se orienta de manera que el leño 
mira hacia la teca opuesta (es decir al centro de la flor) y 
el liber hacia el exterior (Figs. 21.4.B y 21.5.B). 

Durante el desarrollo de la antera, la capa celular hi- 
podérmica (el arquesporio) se divide periclinalmente, y 
de ella proceden los cuatro futuros microsporangios o 
sacos polínicos (dos por antera), que confieren un as- 
pecto tetralobulado a la antera joven. Cada saco políni- 
co consta de una pared externa, que protege a un tejido 
esporógeno que queda en el interior del saco. 


Pared 


La pared de la joven cavidad consta de las siguientes 
capas, mencionadas de fuera hacia dentro (Fig. 21.5.B): 


1. La epidermis, que en la mayoría de las angiosper- 
mas se transforma en una capa fibrosa llamada 
exotecio. 

2. El endotecio. Es la capa de células subepidérmi- 
cas que terminará por convertirse en el estrato 
mecánico en las angiospermas. 

3. Un estrato transitorio intermedio (de varias ca- 
pas), reabsorbido después a beneficio de las célu- 
las madre del polen. 

4. Un estrato interno, formado normalmente por una 
sola capa de células de citoplasma denso. Más 
tarde, este estrato se convertirá en la capa celular 
llamada tapete, en contacto con el tejido esporó- 
geno. Las células del tapete son de naturaleza nu- 
tricia, pues proporcionan metabolitos a las células 
esporógenas. 


Tejido esporógeno 
En el interior de cada saco polínico las células del tejido 


esporógeno, directamente o después de mitosis, consti- 
tuyen las células madre de las microsporas (Fig. 21.5.A). 


908 HISTOLOGÍA Y ORGANOGRAFÍA MICROSCÓPICA VEGETAL 


EE 


tr ` 


rash 


te 


Å 


€ 
a 


Figura 21.4. Androceo de Lilium teñido con fucsina ácida-verde yodo. A: sección transversal de la flor que muestra los es- 
tambres seccionados por las anteras (A) rodeando el ovario (O). X75. B: Anteras maduras. Cada una contiene cuatro sacos po- 
línicos (SP) y cada par de sacos están comunicados entre sí. F: filamento. V: haz vascular. X125. C: Detalle de un saco polínico 
como los de la figura anterior. EX: exotecio. EM: estrato mecánico. P: granos de polen. X400. D: Detalle de dos granos de polen 
de la figura anterior. X1500. (Las micrografías A y B son de Indigo Instrumens.) 
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N es diploide, realiza las dos divisiones meióticas para dar 
lugar a una tétrada de microsporas (Fig. 21.6). Cada una 
de estas células es haploide y se convertirá posterior- 
mente en un grano de polen. 

En algunas monocotiledóneas se forma un tabique de 
separación entre las dos células resultantes de la primera 
división meiótica y, seguidamente, estas células se vuel- 
ven a dividir (división sucesiva). Pero en muchas mono- 
cotiledóneas y en la mayor parte de las dicotiledóneas 
no se forma membrana plasmática alguna hasta que no 
se ha completado la segunda división meiótica (división 
simultánea). Sólo entonces las cuatro células hijas (mi- 
crosporas) quedan individualizadas por su membrana 
plasmática y pared celular (Figs. 21.6 y 21.7.A). 

Así, al final de las dos divisiones meióticas cada mi- 
crospora está rodeada por su propia pared y no existen 
ya conexiones citoplásmicas entre ellas. Al principio, es- 
ta pared es calosa (Figs. 21.7.A y 21.8.A), pero luego, la 
calosa se reabsorbe y es sustituida por pared primaria 
celulósica sintetizada de nuevo. Esta pared celulósica es 
su, >. la primexina (Fig. 21.8.B), que más tarde se transforma 
Tapete ameboide tipo E >, a debido al depósito de esporopolenina procedente del ta- 
; pete (Figs. 21.7.B, 21.7.C y 21.8.C-21.8.E). La esporopole- 

3 > = nina es una sustancia lipoproteica poco conocida, muy 
Tapete glandular « z SOR 7 hidrófoba, que contiene ésteres de carotenoides y polí- 
j meros de carotenoides oxidados. Los depósitos de esta 
sustancia van creciendo y configurando estructuras a 
modo de báculos sobre las que se forman diversos relie- 
ves. Con la incorporación de la esporopolenina la prime- 
xina se convierte en la exina, o pared externa del grano 
de polen. Mientras tanto, se va formando una nueva pa- 
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Figura 21.5. Tres fases del desarrollo de la antera. A: Ini- red celulósica interna denominada intina (Figs. 21.7.B y 
cio de la formación de los sacos polínicos. B: Antera joven 21.8.C -21.8.E). La calosa desaparece. 

con los sacos polínicos formados que contienen microspo- Cuando el grano de polen llega a sazón consta de 
ras. C: Antera madura con granos de polen. Se han repre- dos estratos envolventes (Fig. 21.8.F): 


sentado conjuntamente las transformaciones del tapete en 
los tres tipos más frecuentes: glandular (permanece bajo el 
estrato mecánico hasta que degenera), ameboide de tipo 
periplasmodio (forma sincitios entre los granos de polen) y 
ameboide de tipo falso periplasmodio (núcleos que dege- 2 
neran entre los granos de polen). 


1. Intina. Es la capa interna, delgada, blanda y exten- 
sible. Esta constituida por microfibrillas de celulo- 
sa y por una matriz que contiene pectatos. 

. Exina. Es la capa externa, muy gruesa, constituida 


) por esporopolenina, que es muy resistente e inco- 
rruptible. La exina comprende tres capas que, 
desde dentro hacia fuera son: 


Son células de sección poligonal, dispuestas sin espa- 
cios intercelulares, con abundante citoplasma, pocas 
vacuolas, muchos ribosomas y un gran núcleo. Inicial- 
mente estas células tienen paredes normales de celulo- 
sa y hemicelulosa atravesadas por plasmodesmos. Pos- 
teriormente, las mismas células producen enzimas que 
lisan sus propias paredes celulares y también las del ta- 
pete. Después, las células madre segregan calosa, que 
forma a modo de una nueva pared celular que no es di- 
gerible por las enzimas mencionadas. Se forman grue- 
sos canales citoplásmicos que unen estas células y faci- 
litan una sincronía en la maduración. 


Membrana 
plasmática 


Vacuola 
Maduración de la antera 
: Plasmodesmo 
Formacion del grano de polen 


, o, S Figura 21.6. Representación de una tétrada de microspo- 
Poco después de la sustitución de la pared celulósica ras embebidas en una pared de calosa. 


por calosa, cada célula madre de las microsporas, que 
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Figura 21.7. Microfotografías electrónicas de antera de Avena sativa. A: Microsporas rodeadas por membrana plasmática (cír- 
culo) y pared de calosa (C). Se observan plasmodesmos (PD) que atraviesan la calosa. X17 500. B: Detalle de la antera en ma- 
duración. Se aprecia parte del tapete (estrella) —cuyas células muestran orbículas de esporopolenina (flechas) sobre la mem- 
brana plasmática (MP) de la superficie interna— y parte de un grano de polen en desarrollo en el que se distinguen los 
componentes de la pared. E: exina. I: intina. B: báculos. N: nexina. T: techo. La exina es delgada en la región del opérculo (0). 
X13 200. C: Parte de la pared de la antera en maduración (estrellas) que muestra un tapete (T) bien configurado. En la luz del 
saco polínico (L) hay granos de polen en desarrollo, en la fase de células todavía mononucleadas, que corresponden a micros- 
poras (M) con una gran vacuola (V). X2200. (Tomado de Gunning BES, Steer M. Ultrastructure of Plant Cells. London, Edward 
Arnold, 1975.) 
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Figura 21.8. Desarrollo de la pared celular en la microspora. La pared de calosa es sustituida por una pared celulósica (pri- 
mexina) que luego dará lugar a dos paredes: una externa o exina constituida por esporopolenina, y una interna o intina forma- 
da por celulosa. Bajo el opérculo, por donde germinará el polen, la exina es muy delgada y la intina gruesa. En los últimos es- 
tadios del desarrollo de la pared puede haberse iniciado la mitosis para la formación de los núcleos generativos y vegetativo. 
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— Nexina. Es una capa homogénea, más oscura 
que la intina. Según la orientación de las mi- 
crofibrillas, suelen distinguirse dos subcapas: 
nexina 1 y 2. 

— Sexina. Comprende dos subcapas: 


e Báculos. Son columnas más oscuras que la 
nexina y que emergen sobre ella. 

e Techo. Es una capa continua, sostenida por 
los báculos. En su cara externa presenta re- 
lieves muy diversos, figuras geométricas de 
contorno poligonal, verrugas, asperezas, sur- 
cos dispuestos irregularmente o en fila, etc. 


En ciertos puntos de la exina se forman unos opércu- 
los o poros germinativos, cuya apertura favorece la sali- 
da del tubo polínico. Durante la formación de la pared de 
la microspora, en los puntos periféricos del citoplasma 
donde se van a formar opérculos, se adosa una cisterna 
de retículo endoplasmático liso, impidiendo los prime- 
ros depósitos de celulosa que constituyen la primexina 
(Figs. 21.8.A y 21.8.B). Posteriormente, cuando la prime- 
xina se transforma en exina y se deposita la intina, esta 
última también se forma en los opérculos. Al terminar el 
desarrollo de la pared, en los opérculos la exina es delga- 
da en el centro y casi inexistente en la periferia (véase 
Fig. 21.7.B). Debajo de ella, la intina presenta engrosa- 
mientos celulósicos que se gelifican en el momento de la 
germinación. Los opérculos se abren y cierran también 
para mantener el equilibrio hidrostático del gránulo. Por 
los opérculos de los granos húmedos y maduros se di- 
funden los antígenos de la fiebre del heno formados por 
la intina. 

Cada microspora mononucleada entra en mitosis y 
forma dos núcleos desiguales. El mayor suele presentar 
un contorno redondeado o algo irregular y cromatina la- 
xa; desempeña funciones vegetativas (núcleo vegetati- 
vo). El menor tiene forma alargada y la cromatina más 
condensada; realiza funciones germinales, por lo que se 
denomina núcleo espermático, germinativo o generativo. 

La formación de ambos núcleos tiene lugar del modo 
siguiente: el núcleo de la microspora se adosa a la pared 
antes de dividirse (Fig. 21.9.A). Durante la mitosis, la placa 
metafásica no se forma en el ecuador de la microspora si- 
no próxima a la pared celular (Fig. 21.9.B). En la telofase, 
el núcleo generativo queda junto a la pared, rodeado de 
escaso citoplasma y separado del núcleo vegetativo por 
una pared incompleta y arqueada de celulosa (Fig. 21.9.C). 
Poco a poco el núcleo generativo se va separando de la 
pared de la microspora (Fig. 21.9.D) y queda completa- 
mente rodeado por una estrecha banda de citoplasma 
propio limitado por membrana plasmática, que, a su vez, 
está rodeada por una delgada pared celular celulósica 
(Fig. 21.9 E). Una vez formados ambos núcleos, la micros- 
pora se ha convertido en el grano de polen. 

Posteriormente el núcleo generativo se divide por mi- 
tosis, resultando así tres núcleos: dos generativos (ga- 
metos masculinos, cada uno con su propio citoplasma, 
membrana plasmática y pared celular) y uno vegetativo, 
cuyo citoplasma es todo el que llena el grano de polen y 
que no corresponde al de los núcleos generativos, y cuya 
membrana plasmática y pared celular son las del grano 
de polen (la antigua microspora) (Fig. 21.9.F). Por tanto, 


el grano de polen no es una célula trinucleada sino tres 
células, pues cada núcleo está rodeado por su propio ci- 
toplasma, limitado al menos por membrana plasmática 
y, generalmente, también por una delgada pared celuló- 
sica. Cuando se examina con el microscopio electrónico 
el límite entre cada una de las dos células generativas y 
la vegetativa, se observan dos membranas plasmáticas 
(una de cada célula) separadas por un delgado espacio 
intercelular en el que, a veces, también se observa una 
pared celular muy delgada (Fig. 21.9.F). Sólo se observa 
una pared celular gruesa en torno al grano de polen. Así 
pues, el grano de polen no es equivalente a un gameto 
masculino (espermatozoide); es un gametofito masculi- 
no con una célula vegetativa y dos células espermáticas 
individualizadas. 

El núcleo vegetativo desempeña funciones tróficas. 
Cuando germina el grano de polen, el núcleo vegetativo 
se encuentra situado en el extremo del tubo polínico y 
guía a éste en su camino a lo largo del tejido conductor 
del carpelo, siendo el primero en alcanzar el rudimento 
seminal. Los dos núcleos generativos le siguen a cierta 
distancia y a ellos corresponde la función fecundante. 

En algunas familias de plantas, la división del núcleo 
germinativo tiene lugar, como se ha señalado, durante 
la maduración del grano polínico, que resulta trinuclea- 
do. En otras familias perdura el estado binucleado del 
grano de polen hasta que éste llega al estigma, germina 
y forma el tubo polínico. Mientras éste penetra a lo lar- 
go del estilo, el núcleo generativo se divide. 

El grano de polen joven posee una gran vacuola que 
queda en el citoplasma de la célula vegetativa; pero, al 
madurar el grano, el citoplasma se hace más denso y 
abundante, con lo que comprime la vacuola. En algunas 
especies se acumulan grandes cantidades de almidón y 
grasa. 

La forma del grano de polen varía mucho: puede ser 
esférico, elipsoidal, tetraédrico, poliédrico, etc. El tamaño 
del polen también es muy variable (Fig. 21.10 y véanse 
Figs. 21.4.C y 21.4.D): se encuentran desde granos muy 
pequeños como en Myosotis alpestris (2.5-3.5 um de diá- 
metro) y en Echium vulgare (10-14 um), hasta gránulos 
muy grandes, como en Cucurbita pepo (230 um) y en Mi- 
rabilis jalapa (250 um). Incluso en una misma antera los 
tamaños varían, probablemente en relación con el grado 
de maduración. 

Al llegar a la madurez, los cuatro granos de polen proce- 
dentes de la tétrada de microsporas se separan en la mayo- 
ría de las especies (granos simples) (véase Fig. 21.4.C); 
por el contrario, en algunas especies como las ericáceas, 
permanecen unidos como tétradas (granos compuestos), 
en las que cada grano germina independientemente. En 
las orquídeas, el polen se aglomera en una sola masa for- 
mando un tejido compacto llamado polinio, sostenido 
por la caudícula: un rabillo glutinoso viscoso mediante el 
cual se adhiere a los prónubos. Todos estos caracteres re- 
percuten en el mecanismo de la polinización. 


Evolución del tapete 


Las células del tapete poseen un núcleo con abundante 
heterocromatina y carecen de vacuolas, por lo que pa- 
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Figura 21.9. Formación de los núcleos generativos y vegetativos por mitosis del núcleo de la microspora. 
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Figura 21.10. A: Microfotografía electrónica de barrido de un grano de polen de Alnus glutinosa. X3500. B: Detalle de la figu- 
ra anterior que muestra un opérculo. X8500. C: Diversos tipos de granos de polen. Línea superior: compuestas. Línea interme- 
dia: labiadas. Línea inferior: leguminosas. X750. (Las figuras son cortesía de A. Andrade Olalla. Departamento de Geología. 
Universidad de Alcalá.) 


recen células epiteliales animales (véanse Figs. 21.7.B y 
21.7.C). Contienen plastidios, mitocondrias (ambos or- 
gánulos, de pequeño tamaño), dictiosomas, polisomas 
y grupos dispersos de cisternas de retículo endoplas- 
mático rugoso que conectan con otras de retículo endo- 
plasmático liso. Ambas modalidades de retículo endo- 
plasmático contienen material de mediana densidad y 
sus cisternas se dilatan en formas alargadas o esféricas. 
De los dictiosomas surgen vesículas con un contenido 
moderadamente denso que se vierte por exocitosis al 
exterior. Las paredes laterales de las células del tapete 


son muy delgadas y terminan por desaparecer, dando 
lugar a un sincitio (véase Fig. 21.7.C). 

Las células del tapete pierden en muchas zonas de su 
cara interna la pared celulósica primaria, que es digerida 
por enzimas líticas de las células madre de las microspo- 
ras. De este modo, en la cara interna queda expuesta la 
membrana plasmática y, sobre ésta, se deposita un ma- 
terial segregado por las células del propio tapete, que 
contiene esporopolenina, como la capa que recubre cada 
grano de polen (véase Fig. 21.7.B). Este material forma 
bloques aproximadamente esféricos denominados orbí- 
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culas o cuerpos de Ubisch. La esporopolenina, bien co- 
mo porciones de orbículas o como orbículas enteras, es 
transferida desde el tapete hasta las microsporas para 
formar la exina que las recubre (véase Fig. 21.7.C). 

La pared celular del lado externo, donde no hay orbí- 
culas, es algo compleja y presenta un gran contenido li- 
pídico. Evita la pérdida de nutrientes por ese lado y po- 
see plasmodesmos. La membrana plasmática no hace 
contacto con ella, sino que queda a cierta distancia. Se 
distinguen dos tipos de tapete según las plantas (véase 
Fig. 21.5.C): 


1. Tapete glandular. Las células permanecen en su po- 
sición original hasta que se desintegran y su conte- 
nido es absorbido por las células madre del polen y 
por los granos del polen en desarrollo. 

2. Tapete ameboide. Las células pierden la pared ce- 
lular, se desprenden y emigran entre las células 
madre del polen y los granos del polen en de- 
sarrollo, donde se fusionan entre sí formando un 
sincitio único (llamado periplasmodio) que rodea 
las células del saco polínico. Es muy frecuente en 
las monocotiledóneas. En las dicotiledóneas pre- 


valece el falso periplasmodio, que no constituye 
un verdadero sincitio, pues sus células se encuen- 
tran en fase de desorganización: las membranas 
plasmáticas desaparecen y los núcleos empiezan 
a degenerar. 


Formación del estrato mecánico 


Al tiempo que el tapete experimenta una serie de trans- 
formaciones de carácter regresivo, el endotecio se con- 
vierte en el estrato mecánico, al cual corresponde el co- 
metido de provocar la ruptura de las tecas. El estrato 
mecánico no rodea a éstas por completo, sino que que- 
da limitado a las partes más externas de las tecas, fal- 
tando en el punto de unión de los sacos polínicos (véanse 
Figs. 21.4.C y 21.5.C). El estrato mecánico está integrado 
por células cuya pared está diversamente engrosada. So- 
bre la primitiva pared celulósica se forman bandas lignifi- 
cadas que se desarrollan tanto en la cara celular que mira 
al saco polínico como en las caras perpendiculares a ella. 
Sólo la cara que se vuelve hacia el exterior permanece su- 
til y celulósica (Fig. 21.11.A). 
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Figura 21.11. A: Representación 
de las células que constituyen el 
estrato mecánico con la disposi- 
ción de los engrosamientos de la 
pared celular. B: Esquema del me- 
canismo de dehiscencia de la an- 
tera por arqueamiento del estrato 
mecánico. 
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Dehiscencia de la antera 
Tipos 


La manera de abrirse las anteras (dehiscencia) varía 
mucho. Los dispositivos de apertura carecen de impor- 
tancia ecológica (pues siempre conducen al mismo re- 
sultado), pero poseen importancia taxonómica. Las prin- 
cipales variantes de dehiscencia son: 


1. Longitudinal. Se producen dos fisuras, una a lo 
largo de cada teca. Es el caso más frecuente. 

2. Transversal. La fisura se produce en la misma lí- 
nea (perpendicular al eje longitudinal) en ambas 
tecas. 

3. Foraminal u opercular (mediante un opérculo). El 
opérculo puede ser redondeado y estar situado en 
la parte apical de cada antera, o estar constituido 
por dos pequeñas ventanas a los lados de cada 
antera. Esta apertura es propia de las eritráceas y 
solanáceas. 


Mecanismo 


Una vez que se conoce la estructura anatómica de la pa- 
red de la antera, se deduce claramente cuál es el meca- 
nismo de la dehiscencia. A medida que se van desecan- 
do las células del estrato mecánico, sólo la cara que 
mira al exterior, con pared celulósica y no lignificada, 
tiende a contraerse. Así, el estrato mecánico se arquea 
hacia fuera y rasga las tecas en el punto de unión de los 
sacos polínicos, donde se interrumpe el estrato mecáni- 
co (Fig. 21.11.B). 

Este mecanismo de dehiscencia se da, con escasas 
variantes, en todos los vegetales. En algún caso (Buto- 
mus), el estrato mecánico se halla orientado inversa- 
mente y las tecas se arquean hacia dentro. En las ante- 
ras con dehiscencia foraminal, los estratos de tejido 
mecánico se localizan en relación con los poros, y en las 
anteras que se abren por ventanas el estrato es limitado. 

La forma de los engrosamientos del estrato mecánico 
puede variar de una especie a otra. En Lychnis tiene for- 
ma de U, orientada en un plano perpendicular a la direc- 
ción de la fisura de la antera. En Malva los engrosamien- 
tos tienen figura estrellada. En el género Iris se forman 
incluso en la pared externa, aunque menos desarrolla- 
dos, para que se pueda producir también la dehiscencia. 
En ciertos casos hay más de un estrato de células mecáni- 
cas, pero la disposición de los engrosamientos es la mis- 
ma que en los uniseriados. 


CARACTERÍSTICAS GENERALES 


El gineceo es el órgano sexual femenino. Se compone de 
uno o varios carpelos, que pueden estar libres, insertos 
sobre el tálamo de forma muy variada y dispuestos en un 
sólo verticilo, pero también pueden estar aproximados o 
incluso soldarse hasta formar un solo cuerpo (Fig. 21.12). 


En el carpelo se distinguen: ovario (hinchado en la ba- 
se), estilo (tubo) y estigma (apertura). En el ovario se en- 
cuentran los rudimentos seminales u óvulos, donde se for- 
ma el gametofito femenino. Cuando hay varios carpelos, 
los estilos pueden estar libres o fusionados (Fig. 21.12). 

El carpelo es una hoja transformada, plegada sobre sí 
misma, de manera que la cara inferior (envés de la hoja) 
corresponde a la exterior del carpelo, y los márgenes se 
fusionan para formar una cavidad cerrada (Figs. 21.12.A y 
21.12.B). El estilo corresponde a la porción final del limbo, 
y puede ser fistuloso o macizo. El estigma se diferencia 
en el ápice del estilo; es de forma muy variada y sirve de 
colector del polen. 

Los bordes del carpelo, al unirse, producen un tejido 
llamado placenta. Aunque se hable generalmente en 
singular, la placenta es doble: hay dos placentas, una 
por cada borde, dispuestas paralelamente y muy próxi- 
mas, formando como un par de resaltes que recorren a 
lo largo la sutura carpelar. Sobre las placentas se inser- 
tan los rudimentos seminales, que aparecen como cor- 
púsculos blancos y redondeados, dispuestos en dos fi- 
las, una por cada placenta. Cada rudimento seminal se 
inserta en la placenta bien directamente o, más frecuen- 
temente, mediante un cordón: el funículo. De ese modo, 
el ovario resulta simétrico respecto a un plano que pasa 
por la sutura de los carpelos, y las placentas con sus ru- 
dimentos seminales se disponen en dos líneas, una a 
cada lado del plano (Figs. 21.12.C y 21.12.D). 

La unión de varios ovarios produce los ovarios com- 
puestos (Figs. 21.12.E y 21.12.F). 


OVARIO 
Organización histológica 


Las superficies externa e interna de la pared carpelar 
están revestidas de una epidermis cuyas células son de 
mayor tamaño en la externa. La superficie externa pue- 
de poseer algún estoma. Dentro de la pared carpelar 
hay un parénquima de células redondeadas, menores 
también en el lado interno de la pared. Este tejido se ha- 
lla recorrido por un sistema vascular en el que el líber 
queda hacia fuera y el leño hacia dentro, y que com- 
prende: 


1. Un hacecillo conductor (nervio medial) que reco- 
rre a lo largo la parte dorsal del carpelo. 

2. Un par de hacecillos cerca de los bordes de sutura. 

3. Varios pares de hacecillos vasculares. Los dos ha- 
ces de cada par arrancan del nervio medial y se 
dirigen, uno a cada lado, hasta alcanzar las pla- 
centas en los bordes carpelares; una vez ahí, cada 
hacecillo pasa por el funículo y llega hasta la base 
del rudimento seminal. 


A ambos lados de la placenta, la epidermis interna y, 
en parte, el tejido subepidérmico adoptan un carácter 
especial. Las células tienen gruesas paredes laterales 
parcialmente gelificadas y paredes transversales más fi- 
nas. Poseen abundantes materiales nutricios, principal- 
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Figura 21.12. A-B: Esquema que 
ilustra la formación del carpelo por 
plegamiento de una hoja. C: Locali- 
zación de los rudimentos seminales 
en el carpelo. D: Sección transver- 
sal de un carpelo que muestra los 
rudimentos seminales. E-F: Esque- 
ma que ilustra la formación de un 
carpelo compuesto por fusión de E 
tres hojas. G-J: Tipos de placenta- 
ción según la disposición de los ru- 
dimentos seminales. 
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mente almidón. Presentan pocas vacuolas, abundantes 
ribosomas y buen desarrollo del retículo endoplasmáti- 
co y del complejo de Golgi. Estas dos bandas epidérmi- 
cas recorren todo el ovario y prosiguen por el estilo 
hasta llegar al estigma. Constituyen el llamado tejido 
conductor o tejido de transmisión, cuya misión es nutrir 
y guiar el tubo polínico (formado en el estigma) a lo lar- 
go del estilo y el ovario hasta alcanzar los rudimentos 
seminales. El tubo polínico contiene enzimas capaces 
de lisar las sustancias pécticas de las paredes de las cé- 
lulas del tejido conductor y nutrirse de sus citoplasmas. 


Rudimento seminal u óvulo 
Organización 


Cada rudimento seminal u óvulo (término un tanto equí- 
voco si se compara con su significado en la gametogéne- 
sis animal) forma a modo de una pequeña mamila de cé- 
lulas meristemáticas (Figs. 21.13.A, 21.13.B y 21.14). En 
su base se forma un rodete que incluye totalmente al es- 
bozo mamiliforme y que crece hasta envolverlo por com- 
pleto, constituyendo el llamado tegumento interno del ru- 
dimento seminal o secundina. Posteriormente, algo más 


abajo y de manera análoga se origina otro rodete que ter- 
mina por formar el tegumento externo o primina. La por- 
ción interior maciza del rudimento seminal indiferenciado 
constituye la nucela, la cual, cuando completa su desarro- 
llo, queda rodeada por los dos tegumentos indicados, 
que crecen más rápidamente que ella y la recubren, jun- 
tándose en la parte superior, donde dejan sólo una aber- 
tura muy pequeña: el micropilo. En algunas familias el 
micropilo es el punto de entrada del tubo polínico en el 
rudimento seminal (Fig. 21.14). 

Las células que constituyen la nucela están bien dife- 
renciadas, son ricas en citoplasma y se tiñen intensa- 
mente. En las monoclamídeas, dialipétalas y monocoti- 
ledóneas, la nucela consta de varios estratos de células, 
pero en muchas simpétalas consta de un estrato de cé- 
lulas epidérmicas que rodea a otro de células internas. 

La base del rudimento seminal se llama cálaza, y es- 
tá constituida por un complejo de células a través de las 
cuales pasan las materias nutricias, primero para el ga- 
metofito femenino y, más tarde, para el embrión. A la 
cálaza le sigue el funículo, que se une a la placenta. 

El rudimento seminal muestra una posición diferente 
en las diversas familias. Si está en el mismo eje que el 
micropilo se llama ortótropo o átropo. Si está invertido 
se llama anátropo, y en este caso el funículo sigue todo 
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Figura 21.13. Ovario de Lilium teñido con fucsina ácida-verde yodo. A: Sección transversal que muestra un ovario compues- 
to tricarpelar con placentación axial. Se observan seis rudimentos seminales del tipo campilótropo (flecha). X50. (Tomado de 
Krommenhoek W, SebusJ, Van Esch JGJ. Atlas de Histología Vegetal. Madrid, Marbán, 1986.) B: Sección longitudinal de un ova- 
rio a lo largo de dos filas de rudimentos seminales (flechas). X50. Micrografía de Indigo Instrumens. C: Detalle de un rudimen- 
to seminal que muestra una megaspora (flecha) que originará el saco embrionario. X 600. (Tomado de Krommenhoek W, Sebus 
J, Van Esch JGJ. Atlas de Histología Vegetal. Madrid, Marbán, 1986.) D-E: Gametofito femenino en las fases de dos núcleos (Fi- 
gura D) y octocelular final (Figura E) con las dos células sinérgidas (S), la oosfera (O), los dos núcleos polares (P) y las tres cé- 
lulas antípodas (A). X450. (Tomado de Bracegirddle B, Miles PH. Atlas de Estructura Vegetal. Madrid, Paraninfo, 1975.) 
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a lo largo del rudimento seminal; este largo funículo se 
denomina rafe. Finalmente, si está encorvado de modo 
que la cálaza y el micropilo se sitúen al mismo nivel, se 
denomina campilótropo (Fig. 21.14). 


Formación del gametofito femenino 
o saco embrionario 


En la nucela se produce pronto una diferenciación en cé- 
lulas tegumentarias y en células fértiles. Estas últimas se 
distinguen por el gran tamaño de su núcleo y de su cito- 
plasma, que se tiñe intensamente. Son las células ar- 
quespóricas o arquesporio. Estas células son las células 
madre de las macrosporas o megasporas (Fig. 21.15.A). 
Su número varía, pero sólo se desarrolla una en cada ru- 
dimento seminal para formar por meiosis las cuatro me- 
gasporas. Las otras degeneran y sirven para la nutrición. 
A veces, la célula madre de la macrospora, antes de ini- 
ciar la meiosis, se divide por mitosis y forma una célula 
madre de la macrospora propiamente dicha, y otra célula de 
menor tamaño: la célula parietal. Ésta, por sucesivas di- 
visiones, forma numerosas células parietales que empu- 
jan a la célula madre al interior de la nucela. 

Las cuatro macrosporas que se originan de la meiosis 
de la única célula madre superviviente quedan separadas 
por finos tabiques celulares, pero sólo una de ellas sobre- 
vive; las otras degeneran (Fig. 21.15.A y véanse Figs. 
21.13.A y 21.13.C). Suele sobrevivir la más profunda, que 
se divide por mitosis tres veces consecutivas para formar 
ocho núcleos. Estos núcleos constituyen el gametofito fe- 


menino de las angiospermas o saco embrionario (Fig. 
21.15.B y Figs. 21.13.C-21.13.E). Este gametofito está uni- 
do al esporofito, y extrae de él las materias tróficas nece- 
sarias para su desarrollo. En la fase octonucleada, el saco 
embrionario se agranda notablemente, a expensas del te- 
jido de la nucela (Fig. 21.14). 

El modelo descrito de formación de los ocho núcleos a 
partir de una sola macrospora es el más común y se deno- 
mina monospórico (Fig. 21.15.B). En el modelo tetraspóri- 
co, los cuatro núcleos resultantes de la meiosis sobrevi- 
ven, formando una célula tetranucleada. Los cromosomas 
de tres de esos núcleos se combinan en una mitosis en la 
que resultan dos núcleos triploides; el otro núcleo se divi- 
de dando dos núcleos haploides. Por mitosis de cada uno 
de estos cuatro núcleos (los dos triploides y los dos ha- 
ploides) resultan ocho núcleos, de los cuales cuatro son 
triploides y cuatro haploides (Fig. 21.15.C). Hay otro mo- 
delo más, el bispórico, en el que sobreviven dos núcleos 
macrospóricos para formar los ocho núcleos del saco em- 
brionario. 

En el saco embrionario octonucleado los núcleos se 
distribuyen inicialmente como sigue: 


1. Cuatro núcleos se disponen en lo más alto del sa- 
co (en la parte que mira al micropilo) y constitu- 
yen el aparato ovular u ooangio. 

2. Los otros cuatro se sitúan en el extremo opuesto, 
hacia la cálaza, formando el aparato antipodal. 


Posteriormente, uno de los cuatro núcleos de cada 
aparato emigra hacia el centro del rudimento seminal pa- 
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Figura 21.15. A: Desarrollo de macrosporas en el rudimento seminal. B-C: Representación de la secuencia sucesiva de divi- 
siones celulares en la formación del gametofito femenino con dos tipos de desarrollo: monospórico (B) y tetraspórico (C). 
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ra formar los núcleos polares. Consecutivamente se for- 
man las membranas plasmáticas divisorias y las paredes 
celulares primarias que determinan la configuración del 
saco embrionario en siete células (y no en ocho, pues los 
dos núcleos polares no están separados por membrana). 
El saco embrionario resultante queda configurado del 
modo siguiente (Fig. 21.16 y véase Fig. 21.13.E): 


1. Dos células sinérgidas, situadas en el extremo mi- 
cropilar del saco embrionario. Los núcleos quedan 
desplazados hacia el micropilo por grandes vacuo- 
las que se sitúan hacia los núcleos polares. La pared 
celular sólo está presente en los dos tercios de la su- 
perficie celular del lado del micropilo. En el resto de 
la superficie celular (del lado de los núcleos polares) 


sólo hay membrana plasmática. En el extremo mi- 
cropilar se forma el aparato filiforme, un conjunto 
de invaginaciones de la pared celular a modo de 
proyecciones, ricas en pectina y hemicelulosa. 

2. La oosfera, que se sitúa debajo de las sinérgidas, 
adosada a ellas, y constituye la ovocélula de las 
angiospermas. Presenta pared celular sólo del la- 
do del micropilo, igual que las sinérgidas, y, como 
ellas, posee un aparato micropilar filiforme. Suele 
haber también una gran vacuola en el extremo 
micropilar. 

3. Tres células antípodas, situadas en el extremo del 
saco embrionario del lado de la cálaza. La pared ce- 
lular presenta repliegues hacia el citoplasma, pero 
sólo en la superficie celular que mira hacia la cálaza. 
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Figura 21.16. Esquema de los componentes del saco em- 
brionario. 
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4. Dos núcleos polares, superior e inferior. Ambos 
se sitúan en el centro del rudimento seminal y no 
están recubiertos de membrana plasmática. Así, 
su citoplasma puede considerarse como todo el 
que hay en el saco embrionario, y no pertenece a 
las otras seis células individualizadas. En este ci- 
toplasma hay vacuolas, dictiosomas prominentes 
y amiloplastos. A veces se funden los núcleos po- 
lares y forman el núcleo secundario del endosper- 
ma o albumen. En Zea mays, antes de la fusión de 
los núcleos se observan cisternas de retículo en- 
doplasmático liso que conectan ambas envolturas 
nucleares; los dos núcleos se aproximan y fusio- 
nan sus envolturas. El núcleo resultante de la fu- 
sión será el único diploide del gametofito, en el 
que quedarían siete células en vez de ocho. Si los 
dos núcleos polares no se fusionan en ese mo- 
mento, lo harán en el momento de la fecundación, 
al unirse al núcleo espermático. 


PLACENTACIÓN 


La disposición de los rudimentos seminales en el ovario 
se conoce como placentación. Es el resultado de las rela- 
ciones estructurales entre los diversos carpelos reunidos 
y, a veces, incluso de estructuras de tipo secundario que 
se manifiestan durante la ontogénesis del gineceo. Se 
suelen distinguir tres tipos generales de placentación: 


1. Placentación axial. Los carpelos se doblan comple- 
tamente sobre sí mismos y forman una cavidad ce- 
rrada, para luego unirse varios de ellos en un ova- 
rio compuesto. La placenta se localiza junto al eje 
floral y tiene dos filas de rudimentos seminales por 
cada división (véanse Figs. 21.12.G y 21.13.A). 

2. Placentación central. Las placentas se agrupan en el 
centro del ovario y forman una sola masa sin rela- 
ción con las paredes ováricas (véase Fig. 21.12.H). 

3. Placentación parietal. Los carpelos no se doblan 
antes de unirse; se sueldan por sus bandas sin 
más, formando una sola cavidad. Las placentas se 
localizan en las paredes del ovario, no en el centro 
(véanse Figs. 21.12.] y 21.12.J). 


ESTILO 


El estilo enlaza el ovario y el estigma. Tiene una estruc- 
tura muy parecida a la del ovario, pero sin cavidad o 
simplificada. La epidermis es igual, incluido el tejido 
conductor en la zona de sutura. Este tejido conductor se 
extiende a veces tapizando todo el estilo, aunque no es 
lo más frecuente. El hacecillo vascular en posición axial 
es algo más delgado que en el ovario. Hay un parénqui- 
ma homogéneo, constituido por células redondeadas y 
pequeñas. En algunas angiospermas el estilo presenta 
un canal central; en este caso la epidermis posee cutícu- 
la. En la mayoría de las angiospermas no hay canal o 
éste es muy pequeño, quedando un cordón macizo. 

Cuando hay varios ovarios soldados puede haber un 
estilo común o poseer cada ovario el suyo. Si el estilo 
es común, presenta varias bandas de tejido conductor, 
cada una conectada a su ovario. 


ESTIGMA 


El estigma aparece cubierto por el tejido conductor en 
su superficie y se dilata en mayor o menor grado. Las 
células epidérmicas del estigma forman pelos cortos y 
numerosos (Lilium, Papaver) o largos y ramificados 
(gramíneas). A menudo, las células epidérmicas emiten 
prolongaciones, a modo de papilas recubiertas de cutí- 
cula, y segregan una sustancia viscosa, a la que se pe- 
gan los granos de polen y que favorece la germinación 
ulterior del polen por un proceso quimiotrópico. Si el 
polen que llega al estigma no es de la misma especie de 
planta, esta sustancia interviene en el rechazo del grano 
de polen. Después de producir la secreción, las papilas 
degeneran y los pelos epidérmicos se separan. Enton- 
ces se produce la germinación del grano de polen, que 
inicia la formación del tubo polínico, el cual se alarga y 
sigue el tejido conductor del estilo y del ovario hasta lle- 
gar al rudimento seminal, donde realiza la fecundación. 

El estigma puede asentarse directamente sobre el 
ovario (estigma sésil). 
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FECUNDACIÓN Y DESARROLLO DE LA SEMILLA 
Y EL FRUTO EN LAS ANGIOSPERMAS 


La germinación del grano de polen normalmente tiene 
lugar en el estigma y se caracteriza por la emisión de 
una proyección citoplásmica denominada tubo polínico 
(Fig. 21.17) que, por su crecimiento apical, recuerda a 
un pelo radical (véase página 831 y Fig. 19.16). Poco an- 
tes de la germinación, en el grano de polen aumentan el 
número de ribosomas y la síntesis de RNA y proteínas. 
Esta actividad se mantiene mientras crece el tubo polí- 
nico. Este crecimiento se realiza exclusivamente en los 
3-5 um terminales de la punta del tubo polínico y a una 
velocidad de varios milímetros por hora. 

El tubo polínico emerge del grano de polen empu- 
jando la intina hacia fuera, y ésta le acompaña en su 
crecimiento formando la pared del tubo polínico. Esta 
pared celular consiste predominantemente en microfi- 
brillas de celulosa y otros polisacáridos, aunque existen 
variaciones entre especies. En la pared del tubo polínico 
de Lilium longiflorum, además de las microfibrillas de 
celulosa se encuentran microfibrillas de un polisacárido 
de glucosa con enlaces f-1-3, resistente a los álcalis y 
con una estructura fibrilar cristalina. La pared del tubo 
polínico está desorganizada en la zona de crecimiento y 
más organizada en el resto del tubo. Como en el pelo 
radical, esta pared comprende dos capas, externa e in- 
terna, siendo esta última la más organizada. A diferen- 
cia del pelo radical, la orientación de las microfibrillas 
en la capa interna no es longitudinal sino transversal. 

El citoplasma del tubo polínico, como el de los pelos 
radicales, se acumula en la punta en crecimiento. Se 
puede distinguir entre el extremo apical y la región sub- 
apical. En ésta se halla el núcleo vegetativo, seguido de 
los dos núcleos generativos (individualizados por su 


membrana plasmática y una fina pared celular) y de or- 
gánulos citoplásmicos (que corresponden al núcleo ve- 
getativo), principalmente dictiosomas y retículo endo- 
plasmático liso. En el extremo apical los únicos orgánulos 
celulares son numerosas vesículas derivadas de dictioso- 
mas. Estas vesículas contienen polisacáridos, pectinas y 
proteínas, y se desplazan hasta la membrana plasmática, 
donde se fusionan originando una imagen peculiar de en- 
voltura celular compartimentada. El contenido de estas 
vesículas se libera al exterior, donde forma la pared celu- 
lar de esta región apical en crecimiento. A diferencia del 
pelo radical, que contiene abundantes microtúbulos orien- 
tados en el sentido de las microfibrillas de la pared, en el 
tubo polínico no se observan microtúbulos. 


El tubo polínico desciende por el tejido conductor del 
estilo hasta contactar con el gametofito. En la punta del 
tubo polínico se encuentran los tres núcleos. El núcleo 
vegetativo preside las funciones tróficas en el trayecto 
del tubo polínico por el carpelo. Los dos núcleos gene- 
rativos realizan la fecundación, que es doble, por lo que 
se denomina así, doble fecundación. Uno de los núcleos 
generativos se une a la oosfera formando el cigoto; el 
otro se une a los núcleos polares (Fig. 21.18). La prime- 
ra unión es la auténtica sexual; en la otra se constituye 
una célula triploide, la cual, por sucesivas divisiones, 
produce el endosperma secundario o albumen, cuya 
función es acumular reservas para nutrir al embrión en 
la germinación. 

La penetración del tubo polínico y la vía que sigue 
hasta alcanzar el gametofito varían mucho entre las es- 
pecies. La vía normal es que pase por el micropilo (fe- 


va 


Figura 21.17. Formación del tubo polinico en el grano de polen. El núcleo vegetativo precede a los núcleos generativos. 
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Figura 21.18. Esquema de la 
doble fecundación en angiosper- 
mas. A: Los dos núcleos genera- 
tivos o espermáticos atraviesan 
una sinérgida mientras los núcleos 
polares se están fusionando. B: 
Un núcleo generativo fecunda la 
oosfera mientras que el otro nú- 
cleo generativo fecunda los núcle- A 
os polares. 
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cundación porogámica o porogamia) (Fig. 21.19.A). A 
veces el tubo polínico sigue por el tejido conductor del 
estilo y el ovario y penetra por la región calazal (fecun- 
dación calazogámica o calazogamia) (Fig. 21.19.B) o por 
otras vías. Cuando el tubo polínico no penetra por el mi- 
cropilo la fecundación se denomina aporogamia. 
Cuando el tubo polínico penetra por el micropilo, lle- 
ga a la oosfera atravesando una sinérgida a través del 
aparato filiforme. Lo más frecuente es que el citoplasma 


del núcleo vegetativo (la mayor parte del citoplasma del 
tubo polínico) se mezcle con el de una sinérgida y tanto 
el núcleo vegetativo como el de la sinérgida degeneren. 
La otra sinérgida degenerará más tarde. A veces se ha 
visto que la sinérgida que recibe el tubo polínico empie- 
za a degenerar antes de que establezca contacto con és- 
te, lo que sugiere que el tubo polínico segrega algunas 
sustancias lisigenas o que la sinérgida segrega sustan- 
cias quimiotrópicas que guían el tubo polínico hasta ella. 


Figura 21.19. Comparación de 
la fecundación porogámica y ca- 
lazogámica según tenga lugar la 
entrada del tubo polínico en el 
saco embrionario. A 
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Otras veces se ha observado que el tubo polínico pasa 
entre las paredes de las sinérgidas sin dañarlas. Con la 
destrucción del núcleo vegetativo deja de crecer el tubo 
polínico y se liberan las células generativas que realizan 
la fecundación. 

Los núcleos generativos o espermáticos son morfo- 
lógicamente idénticos y tienen una forma variable se- 
gún las especies. En general, y según el aspecto de es- 
tos núcleos antes de la fecundación, se distinguen dos 
tipos: 1) redondeados; y 2) alargados o vermiformes. 

La fusión de uno de los núcleos generativos con el 
núcleo de la oosfera se produce de modo similar a la de 
los núcleos polares. Las envolturas nucleares de ambos 
núcleos quedan conectadas entre sí mediante retículo 
endoplasmático liso que forma puentes. Estos puentes 
van aproximando los núcleos lentamente hasta que las 
envolturas de ambos núcleos se fusionan. La cromatina 
del núcleo generativo, de forma filamentosa al princi- 
pio, se desvanece poco a poco. En algunas especies, al 
nucléolo del núcleo de la oosfera se añade ahora un se- 
gundo nucléolo que se considera originado por el DNA 
del núcleo generativo; poco después ambos nucléolos 
se funden y la cromatina se hace más densa. 

De forma parecida se unen el otro núcleo generativo 
y los dos núcleos polares para formar el núcleo del al- 
bumen. Esta fecundación es bastante más rápida que la 
fecundación de la oosfera por el otro núcleo generativo, 
pues cuando se produce ésta última, el albumen está ya 
segmentándose. En algunas especies, la fusión de los 
dos núcleos polares precede a su fecundación. En otras, 
el núcleo generativo se une con el núcleo polar superior 


y, simultáneamente o algo después, se une a ellos el in- 
ferior. 

Las antípodas y sinérgidas desaparecen tras la fe- 
cundación. En algunas plantas las antípodas actúan du- 
rante algún tiempo: logran dividirse y forman un tejido 
embrionario que luego degenera. En otras familias las 
antípodas desaparecen rápidamente. A veces, sinérgi- 
das y antípodas forman embriones supernumerarios. 

La nucela se digiere durante el desarrollo del em- 
brión. A veces origina células de reserva y constituye el 
perisperma, que pasa a formar parte de la semilla que, 
en este caso, consta de endosperma y perisperma (véa- 
se Fig. 21.28.A). 

Las paredes del ovario se convertirán en las paredes 
del fruto, mientras que el rudimento seminal se conver- 
tirá en la semilla. 


ARROLLO DE LA SE 
DESARROLLO DEL EMBRIÓN 


Dicotiledóneas 


El desarrollo de la ovocélula fecundada (cigoto) co- 
mienza con la formación de dos células, por medio de 
un tabique perpendicular al eje del gametofito. La más 
interna forma el embrión y la más externa (más próxi- 
ma al micropilo y más grande) el suspensor del em- 
brión o embrióforo (Figs. 21.20.A y 21.20.B). Las dos cé- 
lulas presentan numerosas gotas de lípidos. 
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Figura 21.20. Desarrollo del embrión de una planta dicotiledónea. Modelo general basado en el desarrollo de Capsella bursa- 
pastoris. 
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Por sucesivas mitosis en planos transversales al eje lon- 
gitudinal del embrión, el suspensor se alarga (Fig. 21.20.C). 
La célula más distante del embrión (célula basal) es de 
gran tamaño. En muchas especies, sobre todo de legumino- 
sas, las células del suspensor poseen cromosomas poli- 
ténicos. La célula que forma inicialmente el embrión se 
divide en dos por un tabique longitudinal; este plano se- 
para los futuros cotiledones (Fig. 21.20.D). Después de 
otras dos divisiones, el embrión es octocelular, con las cé- 
lulas colocadas como octantes de una esfera (Fig. 21.20.E). 
Estas células se dividen ahora periclinalmente para formar 
el embrión de 16 células (Fig. 21.20.F). Las ocho células 
más periféricas formarán la epidermis de los cotiledo- 
nes, el eje hipocotíleo y una parte de la caliptra de la ra- 
íz principal. Las ocho más profundas darán lugar a los 
tejidos internos. Las células del suspensor en contacto 
con el embrión forman, por sucesivas divisiones, nueve 
células que constituyen el tejido de penetración o hipó- 
fisis (Figs. 21.20.G y 21.21.A). La hipófisis contribuirá a 
los tejidos del embrión, concretamente a la formación 
de células iniciales de la raíz. 

En un estadio algo más avanzado, sin que se hayan di- 
ferenciado aún las futuras células iniciales, se ha formado 
ya el estrato epidérmico, se esbozan el futuro cilindro 
central de la planta y la corteza, y se perfilan los cotiledo- 
nes y los tejidos profundos en relación con los del futuro 
eje hipocotileo (Figs. 21.20.H, 21.20.l y 21.21.B). 


En un estadio más avanzado y próximo a la madurez 
de la semilla se reconoce ya perfectamente el eje hipoco- 
tíleo, unido a los cotiledones. La epidermis del eje hipo- 
cotíleo es una simple continuación de la epidermis de los 
cotiledones. El cilindro central del eje se continúa con el 
tejido cotiledónico interno, y la corteza, con los tejidos 
periféricos del cotiledón (Fig. 21.20.J). Los cotiledones se 
pliegan para adaptarse a la forma del saco embrionario 
(Fig. 21.21.C). Ambos cotiledones suelen tener el mismo 
volumen, aunque en algunas plantas se ha visto que uno 
se desarrolla mucho y otro poco. Algunas veces se suel- 
dan en un único cotiledón. Los cotiledones suelen ser en- 
teros, pero también pueden ser lobulados o palmeados. 
También pueden enrollarse, aunque no es lo más frecuen- 
te. Muestran consistencia carnosa y sus células contienen 
mucho retículo endoplasmático rugoso, numerosos ribo- 
somas, mitocondrias, amiloplastos, cuerpos proteicos e 
inclusiones oleosas. En la vacuola puede haber amidas, 
alcaloides y aminoácidos libres, así como minerales alma- 
cenados bajo la forma de fitina, un complejo de sales del 
ácido fitinico (hexainositol-fosfato) con calcio, magnesio y 
potasio. En algunas plantas las paredes celulares son muy 
gruesas y actúan como reserva de hidratos de carbono, 
principalmente de arabinosa, galactosa y xilosa. 

La diferenciación de las células iniciales de la raíz (ra- 
dícula) se produce en la zona próxima al suspensor 
(Figs. 21.20.J y 21.21.C). La zona situada más arriba da- 


» y Ps A a 
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Figura 21.21. Micrografías del desarrollo de Capsella bursapastoris. Las figuras A, B y C se corresponden respectivamente 
con las figuras G, I y J de la Figura 21.20. (Tomado de Bracegirddle B, Miles PH. Atlas de Estructura Vegetal. Madrid, Paraninfo, 


1975.) 
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rá lugar a la caliptra, la intermedia a la corteza de la raíz 
y la más baja al cilindro central. En el extremo opuesto 
a la radícula, en el punto de unión de los cotiledones, 
surgen nuevas células iniciales destinadas a formar el 
eje principal del tallo que constituyen la gémula o yema 
apical. En este estado cesa el desarrollo embrionario 
dentro de la semilla. 

El desarrollo posterior se produce por división de las 
células iniciales de la radícula y del tallito, con modali- 
dades totalmente semejantes a las que se dan en el ápi- 
ce radical (Fig. 21.22). Al mismo tiempo comienzan a di- 
ferenciarse los tejidos vasculares del cilindro central y 
de los cotiledones. El albumen se agota y sólo queda 
una pequeña capa interna. 

No todos los embriones llegan al mismo desarrollo 
en el momento de la madurez y la desecación de la se- 
milla. En algunos casos se han producido las primeras 
hojas en los cotiledones. En otros, el ápice caulinar es 
apenas visible. En general, la formación del embrión 
es más lenta en las especies que no han agotado por 
completo todo el albumen durante el desarrollo em- 
brionario y conservan aún tejido nutricio a disposición 
de la semilla. El desarrollo del suspensor es muy varia- 
do. Puede desaparecer rápidamente o progresar hasta 
alcanzar un volumen muy superior al embrión, constitu- 
yendo entonces un haustorio (prolongación formada 
por células gigantes que sirve como órgano de reserva 
o para absorber sustancias), aunque en la mayoría de 
las plantas su principal función consiste en empujar al 
embrión hacia el interior del endosperma. En general, el 
suspensor se digiere y agota durante la maduración de 
la semilla. Hay datos que sugieren que el suspensor es 


capaz de producir factores reguladores del crecimiento 
para el desarrollo del embrión y también de transportar 
nutrientes hacia las células de éste. 


Monocotiledóneas 


El desarrollo embrionario en las monocotiledóneas se 
asemeja en líneas generales al de dicotiledóneas. La dife- 
rencia fundamental es que, al esbozarse el único cotile- 
dón, se forma una sola masa mamilar de células, con la 
asimetría consiguiente en el ápice caulinar situado al lado 
del cotiledón (Fig. 21.23). En muchas palmas, el cotiledón 
prolifera rápidamente y forma un gran haustorio que inva- 
de y digiere el endosperma. En las gramíneas, este único 
cotiledón recibe el nombre de escutelo y, tras la germina- 
ción, forma la capa de aleurona, que contiene enzimas di- 
gestivas que hidrolizan el endosperma (véase Fig. 
21.27.C). En estas plantas, el cotiledón se une al embrión 
en una estructura llamada mesocótilo que, en realidad, es 
el primer internódulo (próximo a la raíz) del eje hipocotí- 
leo. En el otro extremo del eje hipocotíleo se desarrolla el 
brote caulinar con los primeros primordios foliares, dando 
lugar a una estructura conocida como coleóptilo. Frente al 
escutelo se desarrolla el epiblasto, una lámina de aspecto 
similar al del escutelo y considerada como un segundo 
cotiledón de aparición tardía. En el extremo opuesto al co- 
leóptilo se encuentra la radícula, que queda protegida por 
una cubierta celular denominada coleorriza. Algunos au- 
tores consideran que la coleorriza es la verdadera radícu- 
la, y que la estructura tradicionalmente denominada radí- 
cula es en realidad una raíz secundaria. 
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Figura 21.22. Germinación y desarrollo inicial de una planta dicotiledónea idealizada. 
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Figura 21.23. Embrión de monocotiledónea (Triticum, 
trigo). Obsérvese la disposición asimétrica de sus compo- 
nentes en comparación con la disposición simétrica del 
embrión de dicotiledóneas de la Figura 21.21.C. 


DESARROLLO DEL ENDOSPERMA 
SECUNDARIO O ALBUMEN 


De la llamada segunda fecundación surge un núcleo tri- 
ploide que comienza a dividirse antes que el cigoto. Las 
mitosis se suceden muy rápidamente y en los primeros 
estadios no se forman paredes celulares divisorias. Del 
núcleo inicial triploide (3n) se pasa a núcleos diploides 
(2n) en las primeras divisiones por reparto desigual de 
las dotaciones cromosómicas. En las divisiones siguien- 
tes los núcleos pueden pasar a valores comprendidos 
entre n y 2n. Generalmente los núcleos se trasladan a la 
periferia del saco embrionario. Esto ocurre mientras el 
embrión comienza a segmentarse y es empujado por 
el suspensor hacia el interior del saco ocupado por los 
núcleos en división del endosperma (Fig. 21.24). 

En el tipo de albumen denominado albumen celular, 
las divisiones celulares se producen en todos los planos 
y, más tarde, llegan a formarse las paredes celulares di- 
visorias (Fig. 21.24.A). Las células que más tardan en 
formar las paredes celulares son las más próximas al 
embrión (las más centrales). En el a/bumen nuclear las 
divisiones celulares tienen lugar de tal manera que los 
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núcleos se disponen periféricos y en el centro queda 
una gran vacuola; no llegan a formarse las paredes ce- 
lulares (Fig. 21.24.B). Un tercer tipo de albumen, el a/bu- 
men helobial, es intermedio entre el celular y el nuclear. 

La función del albumen es acumular reservas para el 
desarrollo del embrión; para ello, en muchas plantas, el 
albumen se apropia de los materiales nutricios de otras 
partes del rudimento seminal, desarrollando uno o va- 
rios haustorios que se dirigen hacia el micropilo, hacia 
la cálaza o hacia ambas zonas. Según las reservas que 
contenga, el albumen puede ser: 


1. Oleaginoso: contiene aceites, grasas y cuerpos pro- 
teicos con enzimas digestivas (granos de aleurona). 

2. Córneo: con paredes celulares celulósicas muy en- 
grosadas. 

3. Carnoso: con paredes celulósicas menos compactas. 

4. Mucilaginoso: con paredes celulares que absor- 
ben agua. 

5. Amiláceo: hay un estrato externo de células peque- 
ñas que rodean el albumen; este estrato se denomi- 
na capa de aleurona. 


En especies con cotiledones bien desarrollados el al- 
bumen puede ser utilizado inmediatamente, durante el 


r 


Haustorio micropilar 
Tegumento externo 


Tegumento interno 


Suspensor 
del embrión 


Embrión 


Endosperma 


Endosperma 
nuclear 


Haustorio calazal 


Figura 21.24. Desarrollo del embrión en el rudimento se- 
minal. El endosperma, que rodea al embrión, puede estar 
constituido por células completas (endosperma celular en 
la figura A), o por núcleos que se disponen generalmente 
en la periferia del saco embrionario (endosperma nuclear 
en la figura B). La nucela persiste inicialmente y termina 
por desaparecer o sufre cambios diversos. Se representan 
dos proyecciones haustoriales: una micropilar, producida 
por la célula basal del suspensor del embrión, y otro cala- 
zal del endosperma y nucela. 
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desarrollo del embrión. En especies con cotiledones 
muy pequeños el albumen permanece en la semilla. 
Existe un tipo intermedio de albumen en el que se for- 
ma una capa de pocos estratos cuyas células están car- 
gadas de reservas proteicas. 


TEGUMENTOS SEMINALES 


Después de la fecundación, los tegumentos del rudimen- 
to seminal se convierten en los tegumentos de la semilla. 
El tegumento externo o primina forma el tegumento ex- 
terno de la semilla, denominado testa. El tegumento inter- 
no secundario forma el tegumento interno de la semilla, 
denominado tegmen (Fig. 21.24.A). A veces, el tegmen es 
digerido por el albumen. En ocasiones, el albumen digie- 
re hasta la testa, quedando protegida la semilla por el pe- 
ricarpo (pared del fruto). Otras veces son los tejidos del 
saco embrionario, y hasta la nucela, los que participan en 
la formación de los tegumentos protectores. 

El tegumento seminal, una vez seco, suele tener una 
consistencia coriácea, a veces pétrea. Si se vuelve car- 
noso, está protegido por otra capa más resistente. En la 
superficie de la semilla queda una pequeña cicatriz, el 
hilio, que corresponde al punto en que el rudimento se- 
minal se une al funículo. 

La estructura del tegumento seminal varía mucho en- 
tre especies. Puesto que su función es proteger a la semi- 
lla, no es lo mismo que ésta se encuentre contenida en 
un fruto dehiscente carnoso o que esté en un fruto inde- 
hiscente, de fuerte pericarpo protector. En el primer caso 


el tegumento presentará cierto grosor e incluso puede 
estar lignificado. En el segundo caso, el tegumento será 
ligero. Dada la gran variedad de tipos de cubiertas semi- 
nales, y con el fin de simplificar la descripción, nos limi- 
taremos a los tres tipos fundamentales: 


Semillas derivadas de un óvulo con 
dos tegumentos y fuerte cubierta protectora 
(Asparagus officinalis, espárrago) 


El óvulo (rudimento seminal) es anátropo y la nucela 
está desarrollada. El embrión es delgado y cilíndrico 
(Fig. 21.25.A). De los dos tegumentos, la testa consta de 
5-10 capas de células que se van agrandando durante 
los 16 días siguientes a la polinización. El tegmen sólo 
tiene dos capas de células, que aparecen limitadas por 
las cutículas (de material lipídico): una externa, en con- 
tacto con la testa; y otra interna, en contacto con el en- 
dosperma (Figs. 21.25.B y 21.25.C). 

En los días siguientes, la cubierta de la semilla se de- 
seca y contrae, mientras que el endosperma se expan- 
siona. En la testa, la pared celular externa del estrato ce- 
lular más externo se engruesa enormemente, en tanto 
que en el estrato más interno del tegmen se deposita 
una sustancia granular amarillenta. Aproximadamente 
a los 30 días de la polinización, el tegmen termina por 
desaparecer y quedan las dos cutículas fusionadas que 
rodean el endosperma. La nucela también desaparece. 
Al final también mueren las células de la testa y queda 
una gruesa pared, que ofrece protección mecánica, re- 
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Figura 21.25. Desarrollo de la 
cubierta de la semilla en semillas 
derivadas de un óvulo con dos 
tegumentos y fuerte cubierta pro- 
tectora (Asparagus officinalis). 
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cubierta de una fina lámina superficial, delgada y trans- 
parente, de naturaleza péctica, que absorbe agua y que 
se ha diferenciado tardíamente (Fig. 21.25.D). 

Una variante de este tipo de semilla se da en legumi- 
nosas como Ceratonia siliqua (algarrobo). En estas se- 
millas se forman inicialmente dos tegumentos, pero el 
interno desaparece pronto y el externo se diferencia en 
varias capas que de fuera hacia dentro, son (Figs. 
21.26.A y 21.27.A): 


1. Una gruesa cutícula que proporciona gran imper- 
meabilidad al agua y al aire. 

2. Una capa de células alargadas radialmente, for- 
mando una empalizada, sin espacios intercelulares 
y de pared lignificada gruesa. Son macroesclerei- 
das denominadas células de Malpighi. La porción 
más superficial de estas células, en contacto con la 
cutícula, muestra una intensa refracción con el mi- 
croscopio y da lugar a la línea clara, que es particu- 
larmente impermeable al agua. 

3. Una capa de osteoesclereidas, también denomi- 
nadas lagenoesclereidas. 

4. Varias capas de células parenquimáticas que limi- 
tan con el endosperma, el cual se inicia con una 
capa de aleurona. 


En Gossypium (algodón) el tegumento es muy simi- 
lar, pero en vez de cutícula hay una epidermis de tres 
estratos, el más externo de los cuales desarrolla trico- 
mas. Las células de Malpighi y osteoesclereidas quedan 
en posición subepidérmica, sobre las células parenqui- 
máticas (Fig. 21.26.B). 


Semillas derivadas de un óvulo con 
dos tegumentos y cubierta débil 
(Beta vulgaris, remolacha) 


El óvulo es campilótropo. Cada uno de los dos tegu- 
mentos presenta un espesor de dos células. La nucela 
es grande y se transforma en perisperma, que actúa co- 


mo tejido de reserva (Fig. 21.28.A). El embrión se curva 
recubriendo la nucela. El endosperma es una fina capa 
que recubre el embrión. 

En la testa, la capa externa se seca y sus células se lle- 
nan de un material resinoso pardo, mientras la capa inter- 
na sufre mitosis y aumenta su espesor, conservando el 
carácter parenquimático. En el tegmen, la capa externa 
desaparece, en tanto que la capa interna desarrolla en- 
grosamientos y relieves en las paredes paralelas a la su- 
perficie, y una cutícula en la pared interna (Figs. 21.28.B y 
21.28.C). 

A pesar de que la cubierta es débil, la semilla está 
bien protegida porque el fruto desarrolla una cubierta 
extraordinariamente dura que envuelve y protege a la 
semilla. 


Semillas derivadas de un óvulo con 
un solo tegumento y cubierta débil 
(Lycopersicon esculentum, tomate) 


El óvulo es anátropo. El único tegumento presente es 
muy grueso y se digiere completamente durante la for- 
mación de la semilla, quedando sólo la epidermis, que 
desarrolla diferenciaciones. La nucela también desapare- 
ce, de manera que rodeando el embrión quedan sólo el 
endosperma y la epidermis (o capa externa del tegumen- 
to) (Fig. 21.29.A). 

La epidermis engruesa las paredes internas paralelas a 
la superficie y la base de las paredes anticlinales. Las res- 
tantes paredes se hacen mucilaginosas y se desintegran, 
quedando los engrosamientos mencionados. Los engro- 
samientos de las paredes anticlinales se alargan en forma 
de pelos. Hay cutícula entre la epidermis y el endosperma 
(Figs. 21.29.B y 21.29.C). 


El fruto procede de los tejidos carpelares del gineceo fe- 
cundado, desarrollados como consecuencia secundaria 
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Figura 21.26. Estructura de la cubier- 
ta de la semilla en semillas derivadas 
de un óvulo con dos tegumentos y 
fuerte cubierta protectora. A: Cerato- 
nía siliqua (algarrobo). B: Gossypium 
(algodón). 
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Figura 21.27. A: Cubierta de la semilla de Tripholium. C: cutícula. Li: línea clara. M: macroesclereidas. La: lagenoesclereidas 
(osteoesclereidas). Asterisco: espacios intercelulares entre las osteoesclereidas. P: parénquima. E: endosperma. X750. B: Sec- 
ción longitudinal de un grano de trigo (Triticum). X50. C: Detalle de la figura anterior. Ep: epidermis. RP: restos del parénqui- 
ma. Tr: capa de células transversales. Tu: capa de células tubulares. Per: pericarpo. A: capa de aleurona. EN: endosperma. 
X450. A-C: Fucsina ácida-verde yodo. 
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Figura 21.28. Estructura de la cubierta de la semilla en semillas derivadas de un óvulo con dos tegumentos y débil cubierta 


protectora (Beta vulgaris, remolacha). 


de la fecundación de los óvulos. Es más fácil definir la 
semilla como derivada del rudimento seminal que el 
fruto, porque muchas veces, además del carpelo o car- 
pelos, en la formación del fruto intervienen otras perte- 
nencias y anexos florales. 

En general, conseguida la fecundación, se observa el 
desprendimiento de las piezas del perianto, así como de 
los estambres, y en muchos casos también del estilo y 
estigma. En cambio, la función protectora del cáliz pue- 
de durar algún tiempo. Si los ovarios son inferos, el cre- 
cimiento del fruto suele ir acompañado del desarrollo 
de los anexos. Éstos envuelven el pericarpo y empujan 
los restos del cáliz hasta el extremo del fruto. 

Por lo general, el término fruto hace referencia úni- 
camente al pericarpo (peri = alrededor; carpo = fruto), 
constituido por las paredes del ovario ya desarrollado, y 
no a las semillas contenidas en él. Pero el fruto comple- 
to es el que contiene semillas. En algunos casos el peri- 
carpo se desarrolla sin semillas; así ocurre, por ejem- 
plo, en algunas variedades de frutales como peras, 
manzanas, naranjas, uvas de Corinto y otras. Según el 
modo en que han llegado a formarse, estos frutos pue- 
den ser: 1) partenocárpicos, si se desarrollan sin que 


haya habido fecundación previa y los óvulos no se 
transforman en semillas; o 2) apirenos, si en un mo- 
mento dado el embrión ha degenerado. 

Se llaman falsos frutos aquellos en los que la envol- 
tura de la semilla no es un verdadero fruto, pues no 
procede de los carpelos sino de otras partes anexas 
que, funcionalmente, desempeñan el papel propio de 
verdadero fruto. 

El pericarpo normal, desarrollado después de la fe- 
cundación, comprende tres capas: externa o exocarpo, 
media o mesocarpo e interna o endocarpo. El exocarpo 
y el endocarpo están constituidos casi siempre por teji- 
dos epidérmicos exclusivamente, mientras que el me- 
socarpo suele tener una estructura parenquimática de 
reserva. Sin embargo, estas capas varían mucho según 
los frutos, y en algunos no se distingue el mesocarpo. 

Según la consistencia del pericarpo los frutos se di- 
viden en secos y carnosos. A su vez, tanto los frutos se- 
cos como los carnosos se clasifican en: 1) dehiscentes, 
si pueden abrirse en algún momento para liberar la se- 
milla y, a veces, hasta lanzarla a distancia; y 2) indehis- 
centes, si el pericarpo está siempre firmemente adheri- 
do a la semilla hasta que termina por descomponerse. 
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Figura 21.29. Estructura de la cubierta de la semilla en semillas derivadas de un óvulo con un tegumento y débil cubierta 
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Exocarpo 
(epidermis externa) 


Mesocarpo 
(parénquima) 


J 


Esclereidas ~ 
Endocarpo + Epidermis Figura 21.30. Fruto seco dehis- 
interna cente procedente de un solo car- 
L pelo del tipo legumbre (Pisum, 
A  Legumbre B Pared guisante). 
o 
FRUTOS SECOS 2. El mesocarpo es más bien grueso y está constitui- 


Al llegar la madurez, estos frutos tienen un pericarpo 
membranoso o coriáceo, no muy desarrollado, con po- 
ca agua. Pueden ser: 1) dehiscentes procedentes de un 
sólo carpelo (legumbre y folículo); 2) dehiscentes proce- 
dentes de varios carpelos (cápsula); y 3) indehiscentes 
(cariópside y aquenio). 


Dehiscentes procedentes de un sólo carpelo 
Legumbre 


Este fruto es característico de las leguminosas. La pared 
se estructura del modo siguiente (Fig. 21.30): 


1. El exocarpo tiene una sola capa de células (epi- 
dermis externa), como en Pisum (guisante) y Vicia 
(haba), o dos capas: epidermis y subepidermis; 
esta última consiste en células alargadas con pa- 
redes delgadas, como en Phaseolus (judía). 


do por células parenquimáticas, entre las que se 
encuentran haces vasculares rodeados de vainas 
de esclerénquima. 

3. El endocarpo es esclerenquimático y comprende 
una o varias capas de parénquima y una fina epi- 
dermis interna de paredes delgadas en contacto 
con la semilla. 


La legumbre se deseca cuando alcanza la madurez y 
el fruto se abre a través de dos líneas de dehiscencia: 
una corresponde a la línea de sutura del carpelo y la 
otra al haz vascular medial. De este modo, el fruto se di- 
vide en dos mitades que se separan mediante el giro de 
cada una de ellas. 


Folículo 


El pericarpo es relativamente más sencillo que el de la 
legumbre. La organización de la pared es la siguiente 
(Fig. 21.31): 
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Figura 21.31. Fruto seco dehis- 
cente procedente de un solo car- 
pelo del tipo folículo (Delphinium, 
espuela de caballero). 
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Figura 21.32. Fruto seco dehiscente procedente de la unión 
de varios carpelos del tipo cápsula (Nicotiana tabacum, ta- 
baco). 


= 


1. El exocarpo está formado por células de gruesas 
paredes y consiste en una epidermis externa y, a 
veces, una capa hipodérmica, como en Delphinium 
(espuela de caballero). 

El mesocarpo comprende unas pocas capas de cé- 
lulas parenquimáticas con haces vasculares acom- 
pañados de esclerénquima. 

El endocarpo consiste en una sola capa de grue- 
sas paredes (epidermis interna). 


Al madurar el fruto se deseca el pericarpo y, al con- 
traerse el tejido, el fruto se abre por la línea de sutura 
del carpelo. 


Dehiscentes procedentes de varios carpelos 
unidos (cápsula) 


La estructura de la pared de la cápsula es la siguiente 
(Fig. 21.32): 


1. El exocarpo comprende una sola capa (epidermis 
externa) o varias (epidermis más hipodermis) de 
células con gruesas paredes (sobre todo se engrue- 
sa la pared externa de las células epidérmicas). 

. El mesocarpo consta de un número muy variable 
de capas de células parenquimáticas. 

. El endocarpo, al igual que el exocarpo, también 
está formado por una o varias capas celulares, cu- 
yas paredes suelen estar engrosadas. 


En definitiva, el espesor del pericarpo y las cantida- 
des de parénquima y esclerénquima varían mucho en 
las cápsulas según la planta de que se trate. 

La dehiscencia de las cápsulas se realiza a lo largo 
de las líneas de sutura de los carpelos fusionados o a lo 
largo del haz vascular medial de cada carpelo. En Nico- 
tiana tabacum (tabaco), la dehiscencia se limita a la par- 
te terminal de la cápsula. 


Indehiscentes 


Estos frutos presentan en muchos casos una sola semi- 
lla, ya que proceden generalmente de un ovario que 
contenía un sólo óvulo. Según la unión del pericarpo a 
la semilla se distinguen dos tipos: cariópside y aquenio. 


Cariópside 


El pericarpo de este fruto y la testa de la semilla están 
adheridos formando un grano (Fig. 21.33 y véanse 
Figs. 21.27.B y 21.27.C). Es el tipo de fruto presente en 
la mayoría de las gramíneas. Durante la formación de 
la semilla la pared del ovario que origina el pericarpo, 
en vez de desarrollar sus capas celulares como en los 
demás frutos, sufre una involución y la pared de la se- 
milla queda del modo siguiente (Fig. 21.33 y véase Fig. 
21.27.C): 
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Figura 21.33. Fruto seco indehiscente del tipo cariópside (trigo). 
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a N 
Exocarpo { 
Mesocarpo- 
Endocarpo + A 
O Figura 21.34. Fruto carnoso con 
Semilla ; endocarpo esclerificado (meloco- 
A  Drupa (melocotón) B Pared tón). 
GU J 
1. El exocarpo está constituido por la epidermis ex- los azúcares. El color verde de los frutos inmaduros se 
terna y, a veces, por una hipodermis de una o más debe a que las células parenquimáticas más externas del 
capas celulares. pericarpo contienen todavía abundantes cloroplastos. Al 
2. El mesocarpo comprende un parénquima parcial- madurar el fruto, los cloroplastos se transforman en cro- 
mente reabsorbido, al que sigue más internamen- moplastos y la clorofila es reemplazada por pigmentos 
te una capa de células con las paredes gruesas y carotenoides (de color amarillo, anaranjado o rojo) o an- 
lignificadas (células transversales). tocianínicos (azul o púrpura). De la mezcla de estos pig- 
3. El endocarpo consiste en una capa de células alar- mentos depende el color del fruto. Estos pigmentos pue- 
gadas en el sentido del eje longitudinal del grano den hallarse en todo el fruto o bien sólo en la parte más 
(células tubulares), cuyas paredes están muy lig- externa de la pared. 
nificadas. En los frutos carnosos del tipo baya (uva, tomate), 
hay un exocarpo de epidermis muy cutinizada con co- 
lénquima subyacente. Todos los estratos del mesocarpo 
Aquenio y la capa de endocarpo son tejidos carnosos. 


El pericarpo y la testa se unen en un solo punto, como 
en Ranunculus (botón de oro). 


FRUTOS CARNOSOS 


Todas las capas de pericarpo —o sólo algunas de ellas— 
son muy jugosas, de consistencia carnosa, y están cons- 
tituidas por tejidos parenquimáticos ricos en agua. Gene- 
ralmente, el exocarpo y el endocarpo son monoestratifi- 
cados, mientras que el mesocarpo desarrolla numerosas 
capas celulares (Figs. 21.34 y 21.35). 

Durante la maduración del fruto se producen cambios 
en los contenidos celulares, aumentando generalmente 


Los frutos del tipo drupa (melocotón, cereza, almen- 
dra) son como los del tipo baya, con un mesocarpo car- 
noso; pero el endocarpo es muy duro, de consistencia 
ósea, y es la parte del fruto que termina antes su creci- 
miento. Este endocarpo óseo (hueso de la fruta) está 
constituido por esclereidas dispuestas en una forma muy 
compacta (Fig. 21.34). 

Una variante de la drupa son los frutos del tipo po- 
mo (manzana, pera), con endocarpo de consistencia 
cartilaginosa (corazón de la fruta), que consta de escle- 
reidas con paredes muy gruesas y donde casi no hay lu- 
men celular (Fig. 21.35.A). 

Los frutos del tipo pepo (naranja, calabaza) son co- 
mo las bayas, pero el exocarpo es grueso y, a menudo, 
contiene cavidades de secreción (Fig. 21.35.B). 


—— Exocarpo 
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Semilla 
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llenas de jugo 
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Figura 21.35. Estructura de la pa- 
red de dos frutos carnosos: man- 
zana (A) y naranja (B). 
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CAPÍTULO 21: ÓRGANOS REPRODUCTORES Y REPRODUCCIÓN SEXUAL 


La caída del fruto se realiza de modo similar a la de la 
hoja, esto es, mediante la formación de un tejido de se- 
paración con una o varias capas de tejido suberificado o 
lignificado, que corta la conexión de los tejidos vivos 
del fruto con el tallo. En muchos casos, este tejido se 
forma por diferenciación de células ya existentes; en 
otros, las células que formarán el tejido de separación 


sufren mitosis, originando varios estratos celulares que 
posteriormente se suberifican o lignifican. 

El nivel al cual se produce el tejido de separación va- 
ría. En algunas plantas la abscisión se produce en la ba- 
se del pedúnculo del fruto; en otras, primero se separa 
el fruto y después el pedúnculo. Una vez desprendido el 
pedúnculo, las células que quedan expuestas en la planta 
en la base del pecíolo se suberifican formando el súber 
de abscisión. 


REPRODUCCIÓN SEXUAL EN LAS GIMNOSPERMAS 


La reproducción sexual en las gimnospermas difiere en 
muchos aspectos de la descrita en las angiospermas. 
En las gimnospermas las estructuras reproductoras for- 
man estróbilos o conos, unos masculinos y otros feme- 
ninos. 


CONOS (ESTRÓBILOS) MASCULINOS 


Los conos masculinos son de menor tamaño que los fe- 
meninos, y cada uno de ellos comprende un eje con nu- 
merosas hojuelas denominadas microsporófilos o esca- 
mas seminiferas (Figs. 21.36.A y 21.37.A). La forma de 
cada escama difiere según la especie, pero, en general, 
consiste en un tallito corto y una porción expandida 
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Figura 21.36. Esquema idealizado de la reproducción en gimnospermas (pino). A: conos masculinos. B: Conos femeninos. 
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que, en su parte inferior, contiene dos microsporangios, 
aunque en algunas especies pueden ser más (hasta 20). 
La escama joven consta de una epidermis y un mesófilo 
con un hacecillo vascular. Las células subyacentes a la 
epidermis se denominan células arquespóricas. Estas 
células forman inicialmente una capa subepidérmica (la 
capa de pared primaria) e, internamente a ésta, una ca- 
pa esporógena primaria. Con el crecimiento de la esca- 
ma, la capa de pared primaria se divide en dos: el endo- 
tecio (la más externa) y el tapete (la más interna). En el 
pino, las células del endotecio establecen canales de 
unión entre ellas por los que pasan mitocondrias. Las 
células del tapete son secretoras y a menudo binuclea- 
das. Internamente al tapete, en la capa esporógena pri- 
maria se diferencian las células madre de las microsporas 
o microsporocitos, cuyas paredes celulares degeneran y 
son sustituidas por calosa. Estas células sufren la meiosis 
sin que haya una sincronización entre ellas, y cada mi- 
crosporocito da lugar a cuatro microsporas (Fig. 21.36.A). 

En cada microspora se realiza un número variable de 
divisiones mitóticas y se forman al menos cuatro célu- 
las haploides que constituirán el gametofito masculino 
o grano de polen: 


1. Dos células protálicas, que representan la porción 
vegetativa del gametofito masculino. Estas célu- 
las terminan por desintegrarse sin cumplir apa- 
rentemente misión alguna. 

2. Una célula tubular, de gran tamaño, llamada así 
porque formará el tubo polínico. 

3. Una célula generativa, de pequeño tamaño y que 
se dividirá formando una célula pedicular y una cé- 
lula espermática; esta última formará por mitosis, 
las dos células espermáticas, que pueden ser mul- 
tiflageladas (los anterozoides en las cicadales). 


En las pináceas, la pared celular del grano de polen 
desarrolla unas alas que le permiten sustentarse mejor 
en el aire. Cuando tiene lugar la dehiscencia de los es- 
porangios, el eje del cono masculino se alarga, quedan 
las escamas separadas entre sí y el polen se libera. 


CONOS (ESTRÓBILOS) FEMENINOS 


Los conos femeninos son mayores que los masculinos. 
Constan también de un eje en el que se insertan las esca- 
mas ovulíferas, las cuales son sostenidas por una brác- 
tea tectoria que no está presente en los conos masculi- 
nos (Figs. 21.36.B y 21.37.B). Sobre cada escama hay 
generalmente dos esporangios desnudos (megasporan- 
gios), pero puede haber hasta nueve. El esporangio (ru- 
dimento seminal) está limitado externamente por el te- 
gumento; bajo éste se encuentran una o varias capas 
celulares que forman la nucela. El tegumento no se cie- 
rra completamente sobre la pared del esporangio y deja 
un pequeño canal: el micropilo. Internamente a la nucela 
hay numerosas células madre de las megasporas o me- 
gasporocitos, de las que sólo se desarrolla una. Esta cé- 
lula madre, mediante meiosis, origina cuatro megaspo- 
ras, de las que sólo una sobrevive (Fig. 21.36.B). A partir 
de ese momento el proceso reproductor empieza a diver- 


gir con respecto al descrito en las angiospermas. La me- 
gaspora superviviente se divide por mitosis hasta formar 
unos 2000 núcleos haploides que constituyen el gameto- 
fito femenino o prótalo. Los núcleos están separados en- 
tre sí por pared celular, por lo que el gametofito es pluri- 
celular. El tegumento (diploide), la pared del esporangio 
(diploide) y el gametofito (haploide) forman en conjunto 
el óvulo. 

El gametofito o prótalo forma varios arquegonios (de 
cuatro a 100), que se sitúan cerca del micropilo (Figs. 
21.36.B y 21.37.C). Cada arquegonio (haploide) consta de: 
1) una célula de gran tamaño (la oosfera), que es la verda- 
dera ovocélula si se emplea una terminología compara- 
ble a la de la reproducción animal y de las angiospermas; 
y 2) un conjunto de pequeñas células que comprenden 
dos grupos: a) las células de la cubierta (llamadas tapete 
en algunos textos), y b) las células del cuello, que forman 
una columna celular en el extremo micropilar. 


La polinización es la entrada de granos de polen por el 
micropilo para acceder hasta el gametofito. El óvulo se- 
grega un fluido de polinización que atrapa al polen esta- 
bleciendo contacto con él. Entonces se cierran las esca- 
mas del cono femenino formando una piña. A partir de 
este momento los procesos en el interior del óvulo se 
suceden con gran lentitud. Pueden pasar muchos me- 
ses hasta la fecundación. Durante este período tiene lu- 
gar el desarrollo del gametofito femenino tal como se 
ha explicado. 

Mientras tanto se desarrolla el grano de polen junto 
al óvulo. Las células protálicas han degenerado. La cé- 
lula tubular se alarga produciendo un tubo polínico que 
segrega enzimas para abrirse paso entre los tejidos del 
óvulo. La célula generativa se divide en dos, y una de 
éstas se vuelve a dividir formando dos células espermá- 
ticas. Excepcionalmente se producen numerosas célu- 
las espermáticas (Zamia). 

La fecundación consiste en la unión de una de estas 
células espermáticas a la oosfera. A partir de la oosfera 
fecundada, se pueden formar inicialmente varios em- 
briones genéticamente idénticos (poliembrionía monozi- 
gótica), pero sólo se desarrolla uno: aquél que, empuja- 
do por el suspensor, ha penetrado más profundamente 
en el óvulo, quedando sumergido en el resto del tejido 
del gametofito femenino, que se convierte en tejido nu- 
tricio, también denominado endosperma primario. Este 
tejido es similar al endosperma de las angiospermas, pe- 
ro precede a la fecundación y se forma a partir de las cé- 
lulas del gametofito femenino, por lo que se trata de un 
tejido haploide. Este tejido está rodeado por la nucela y 
el tegumento externo (ambos diploides). En ese momen- 
to se constituye la cubierta de la semilla; parte del tegu- 
mento desarrolla una excrecencia que forma el ala de la 
semilla. Durante el desarrollo embrionario se forma un 
número variable, generalmente elevado, de cotiledones 
(Fig. 21.37.D). En este embrión se inicia una nueva gene- 
ración esporofítica. 


¡GANOS REPRODUCTORES Y REPRODUCCIÓN SEXUAL 
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Figura 21.37. Reproducción en el pino. A: Cono masculino. X 7. B: Cono femenino. X 5. C: Arquegonio. X 40. D: Embrión. 
X9. (Tomadas de Bracegirddle B, Miles PH. Atlas de Estructura Vegetal. Madrid, Paraninfo, 1975.) 
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